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Pflanzliche Lebensmittel stellen einen wichtigen Teil der menschlichen Ernährung dar. Sie die-
nen dabei als Lieferant für viele wichtige Nährstoffe und werden generell als förderlich für die
Gesundheit angesehen. In ihrer aktuellen Ernährungsempfehlung rät die Deutsche Gesellschaft
für Ernährung (DGE) dazu, einen großen Teil der Energiezufuhr aus pflanzlichen Lebensmitteln
zu beziehen (DGE, 2016). Die wichtigsten Gruppen pflanzlicher Lebensmittel sind dabei Ge-
treide, Obst und Gemüse. Diese werden sowohl roh als auch in Lebensmittelzubereitungen
verzehrt und liefern neben verfügbaren Kohlenhydraten, Vitaminen und Mineralstoffen auch ei-
ne hohe Menge an Ballaststoffen. Die Ballaststoffe entstammen dabei zu einem großen Teil der
pflanzlichen Zellwand und stellen eine sehr heterogene Gruppe von Stoffen dar. Die American
Association of Cereal Chemists International (AACCI) definiert Ballaststoffe als "essbare Be-
standteile von Pflanzen oder analoge Kohlenhydrate, die gegenüber Verdauung und Absorption
im menschlichen Dünndarm resistent sind und im Dickdarm teilweise oder vollständig fermen-
tiert werden" (AACC, 2001). In diese Definition sind auch die gesundheitlichen Wirkungen der
Ballaststoffe integriert, wie zum Beispiel die Regulierung des Blutzuckerspiegels. Ein für die po-
sitiven ernährungsphysiologischen Eigenschaften aller Voraussicht nach entscheidender Faktor
sind die im Magen und Dünndarm nicht spaltbaren Polysaccharide (PS) der pflanzlichen Zell-
wand. Diese können die Magen-Darm-Passage anderer Nahrungsbestandteile wie verdaubarer
Mono- und Disaccharide beeinflussen und werden zudem im Dickdarm fermentiert. Die Zusam-
mensetzung und die molekularen Strukturen der PS variieren dabei beträchtlich zwischen ver-
schiedenen Pflanzenarten, jedoch auch zwischen verschiedenen Reifestadien. Aufgrund die-
ser Heterogenität konnten bisher zwar die Wirkungen verschiedener PS-Gruppen untersucht
werden, jedoch keine eindeutigen Beziehungen zwischen bestimmten Strukturelementen und
gesundheitlichen Wirkungen hergestellt werden. Die PS der pflanzlichen Zellwand nehmen zu-
dem Einfluss auf die Lebensmittelqualität, da sie die Textur pflanzlicher Lebensmittel entschei-
dend beeinflussen können. Um die ernährungsphysiologischen und pflanzenphysiologischen
Eigenschaften zu verstehen, ist eine genaue Kenntnis und Analyse dieser komplexen Polymere
unerlässlich.
1.1 Aufbau der pflanzlichen Zellwand
Die pflanzliche Zellwand besitzt eine sehr heterogene Struktur, die von Pflanze zu Pflanze ver-
schieden sein kann. Unter anderem spielen das Alter der Pflanze, das Pflanzengewebe und
1
1 Einleitung
der Zellwandtyp eine Rolle (McDougall et al., 1996). Daher existiert keine allgemeingültige
Zusammensetzung, jedoch lassen sich für die verschiedenen Pflanzen und Zellwandarten ge-
wisse Hauptmerkmale feststellen.
Grundsätzlich werden pflanzliche Zellwände in drei Bereiche eingeteilt: Die Mittellamelle, die
Primärwand und die Sekundärwand. Die Mittellamelle befindet sich in den Interzellularräumen
benachbarter Zellen und besteht hauptsächlich aus Pektinen. Ihr wird eine große Rolle bei der
Zell-Zell-Adhäsion zugeschrieben (Daher & Braybrook, 2015). Der Mittellamelle aufgelagert
ist die Primärwand. Diese besteht aus Cellulose-Mikrofibrillen, die in ein komplexes Netzwerk
aus PS und Proteinen eingebettet sind. Während des Pflanzen- bzw. Zellwachstums können
diese Matrix-PS modifiziert sowie auf- und abgebaut werden, um zum Beispiel die nötige Flexi-
bilität der Zellwand zu gewährleisten (Carpita & Gibeaut, 1993). Der Aufbau der Primärwand
variiert beträchtlich zwischen verschiedenen Pflanzen. So enthält die Primärwand von mono-
kotylen Pflanzen innerhalb der Commeliniden neben Cellulose hauptsächlich Xylane und nur
geringere Mengen an anderen PS. Die anderen monokotylen sowie die dikotylen Pflanzen ent-
halten hauptsächlich Pektine und Xyloglucane, allerdings nur geringere Mengen an Xylanen
(Harris & Smith, 2006). Nach Beendigung des Wachstums wird zum Zellinneren hin die Se-
kundärwand aufgelagert, die meist deutlich dicker ist als die Primärwand. Sie enthält neben ei-
nem hohen Celluloseanteil häufig auch Lignin, das zu einer weiteren Verfestigung der Zellwand
beiträgt (Harris & Smith, 2006). Der Anteil von Primär- und Sekundärwand ist stark abhän-
gig vom Pflanzengewebe. Generell werden die Gewebetypen Parenchym, Sklerenchym und
Collenchym unterschieden. Die meisten als Lebensmittel verzehrten Pflanzen wie Obst, Gemü-
se und Getreide enthalten einen hohen Anteil an parenchymatischen Zellen, welche wiederum
fast ausschließlich aus Primärwänden bestehen (McDougall et al., 1996). Nur spezialisierte
Zelltypen bestehen aus sklerenchymatischen Zellen und enthalten dadurch größere Mengen
an Sekundärwänden, wie zum Beispiel die Steinzellen im Birnenfruchtfleisch (Harris & Smith,
2006).
1.2 Strukturen von Zellwandpolysacchariden
Die in PS vorliegenden Monosaccharide können theoretisch in ihrer α- oder β-Form sowie als
Pyranose (p) und/oder als Furanose (f ) vorkommen. Zusätzlich kann jedes Monosaccharid in
seiner l- oder d-Konfiguration vorliegen. Dadurch ergeben sich sehr viele theoretisch mögliche
Strukturen; allerdings kommt bei den meisten Monomeren nur eine Ringform bzw. Konfiguration
vor. Die wichtigsten Monosaccharide der pflanzlichen Zellwand sind in Abbildung 1.1 gezeigt.
Bis auf Arabinose (Ara) und die Desoxyhexosen Fucose (Fuc) und Rhamnose (Rha) kommen
alle Monosaccharide bevorzugt, jedoch nicht ausschließlich, in der d-Form vor. Zudem ist die
p-Form die bevorzugte Ringform aller aufgeführten Monosaccharide, dennoch kommt Ara oft in
2




















































Abbildung 1.1: Strukturen der für die pflanzliche Zellwand bedeutendsten Monosaccharid-
Einheiten. Glcp = Glucopyranose, Galp = Galactopyranose, Manp = Manno-
pyranose, Araf = Arabinofuranose, Xylp = Xylopyranose, GalpA = Galactopy-
ranuronsäure, GlcpA = Glucopyranuronsäure, Rhap = Rhamnopyranose, Fucp
= Fucopyranose.
seiner f -Form vor (Caffall & Mohnen, 2009).
Bei der Untersuchung von PS ist es essentiell, die molekulare Struktur und insbesondere die
dominierenden Verknüpfungstypen der einzelnen Monosaccharide, zu kennen. Um eventuelle
Interaktionen zwischen mehreren PS erkennen zu können, sind zudem auch die Eigenschaf-
ten der einzelnen Strukturelemente von Bedeutung. Im Folgenden wird ein Überblick über die
verschiedenen PS-Klassen gegeben, wobei die Struktur der Pektine wird in Abschnitt 1.3 ge-
sondert behandelt wird.
1.2.1 Cellulose
Cellulose ist ausschließlich aus β-(1→4)-verknüpfter d-Glucose (Glc) aufgebaut und kommt
ubiquitär in allen Pflanzen vor. Durch die hochlineare Struktur und die Möglichkeit zur Was-
serstoffbrückenbildung können sich die bis zu 15000 Reste langen Cellulose-Ketten zu Mikro-
fibrillen zusammenlagern. Diese aus bis zu 200 Ketten bestehenden Mikrofibrillen sind sehr
widerstandsfähig, wasserunlöslich und bilden das Gerüst zum Aufbau der pflanzlichen Zell-
wand. Dabei werden sie durch ein Gerüst aus anderen PS zusammengehalten. In Pflanzen
kann Cellulose entweder kristallin in verschiedenen polymorphen Formen oder in einer amor-
phen Form vorkommen. Die strukturellen Details dieser amorphen Bereiche sind jedoch noch




Xyloglucane sind die für dikotyle Pflanzen mengenmäßig bedeutendsten Hemicellulosen und
besitzen wie Cellulose ein Rückgrat aus β-(1→4)-verknüpften d-Glc-Einheiten. Diese können
an Position O6 mit Xylose (Xyl) substituiert sein, welche wiederum mit anderen Monosacchari-
den an Position O2 substituiert sein kann. Unter diesen Monosacchariden ist Galactose (Gal)
ein häufiger Vertreter, jedoch kommt auch Ara vor. Weiterhin kann auch Fuc an die Gal-Reste
gebunden sein, wodurch sich eine Vielfalt an möglichen Strukturen ergibt. Die Anzahl und Art
der Seitenketten variiert stark je nach Herkunft der Pflanze und ist teilweise charakteristisch für
bestimmte Pflanzen. Mit unterschiedlicher Substitution ergeben sich voneinander abweichende
Eigenschaften. So steht beispielsweise die Löslichkeit von Xyloglucanen in Zusammenhang mit
der Substitution des Rückgrats (Scheller & Ulvskov, 2010).
1.2.3 Xylane
Wie bereits beschrieben, sind Xylane die dominierenden Hemicellulosen und Nicht-Cellulose-
PS in commeliniden Monokotyledonen und kommen nur in kleineren Mengen in dikotylen Pflan-
zen vor (Harris & Smith, 2006; Scheller & Ulvskov, 2010). Sie besitzen ein Rückgrat aus
β-(1→4)-verknüpften Xyl-Einheiten, welche an den Positionen O2 und/oder O3 mit verschie-
denen Substituenten verzweigt sein können. Häufig sind die Xylane in sekundären Zellwänden
von dikotylen Pflanzen mit Glucuronsäure (GlcA) substituiert, weshalb hierbei oft von Glucu-
ronoxylanen gesprochen wird. Zudem können Acetylgruppen an Position O3 oder Position O2
der Xyl vorliegen. Ein weiterer wichtiger Substituent ist Araf ; in diesem Zusammenhang wird
oft der Begriff Arabinoxylane verwendet (Scheller & Ulvskov, 2010). Vor allem in manchen
Getreidesorten können die Xylane stark mit Araf substituiert sein. Ein hoher Substitutionsgrad
geht mit einer erhöhten Wasserlöslichkeit einher, da die Seitenketten die Interaktion mit Cellu-
lose verringern. Die Ara-Seitenketten können in commeliniden Monokotylen an Position O5 mit
Hydroxyzimtsäuren wie Ferulasäure (FS) und para-Cumarsäure (p-CS) verestert sein (Harris
& Trethewey, 2010). Durch radikalische Dimerisierung der Hydroxyzimtsäuren, insbesonde-
re der FS, können verschiedene Arabinoxylane miteinander verknüpft werden, was mit einem
erhöhten Molekulargewicht und potentiell unterschiedlichen physikochemischen Eigenschaften
einhergeht (Bunzel, 2010). Die Bedeutung von Hydroxyzimtsäuren als Strukturelemente von
Ballaststoffen monokotyler und dikotyler Pflanzen wird in Abschnitt 1.3.5 genauer behandelt.
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1.2.4 Andere Polysaccharide
Mannane kommen oft als Speicher-PS vor, sind jedoch teilweise auch Bestandteil von pflanzli-
chen Zellwänden und werden dabei den Hemicellulosen zugerechnet. Neben linearen Manna-
nen existieren auch andere Formen, welche jedoch alle ein Rückgrat aus β-(1→4)-verknüpfter
Mannose (Man) besitzen. Wenn Glc-Reste im Rückgrat enthalten sind, werden die Mannane
als Glucomannane bezeichnet. Sind an Position O6 einzelne α-Gal-Reste gebunden, wird die
Bezeichnung Galactomannane verwendet. Das Einführen von Substituenten hat eine Erhöhung
der Löslichkeit zur Folge (Moreira & Filho, 2008).
Je nach Isolierungsmethode können verschiedene Speicher-PS mit Zellwand-PS vergesell-
schaftet vorkommen. Stärke besteht hauptsächlich aus α-(1→4)-verknüpften Glc-Ketten und ist
somit durch Pankreas-Amylasen enzymatisch abbaubar. Jedoch kann sie aus verschiedenen
Gründen als resistente Stärke vorliegen, zum Beispiel durch enzymatische Unzugänglichkeit
oder nach Retrogradation. Durch die Verwendung von thermostabilen α-Amylasen bei erhöh-
ten Temperaturen kann resistente Stärke größtenteils abgebaut werden (Champ et al., 2003b).
Einige Pflanzen, wie zum Beispiel Zwiebeln oder Chicorée, können Fructane oder Fructose
(Fru)-Oligosaccharide (OS) enthalten. Diese bestehen entweder aus β-(2→6)-verknüpften Fru-
Einheiten (Levan-Typ) oder β-(2→1)-verknüpften Fru-Einheiten (Inulin-Typ). Fructane werden
den Ballaststoffen zugerechnet, da sie im Magen und Dünndarm ebenfalls unverdaulich sind
und im Dickdarm fermentiert werden (Roberfroid & Delzenne, 1998).
1.3 Strukturen von Pektinen
Pektine werden allgemein definiert als PS, die α-(1→4)-verknüpfte Galacturonsäure (GalA) ent-
halten. Die vorkommenden Strukturen sind sehr komplex, deshalb werden Pektine häufig in
verschiedene Strukturgruppen eingeteilt. Die dabei quantitativ bedeutendsten PS sind Homo-
galacturonan (HG) und Rhamnogalacturonan I (RG-I) mit seinen neutralen Seitenketten. Die-
se beiden dominierenden PS-Gruppen unterscheiden sich grundsätzlich in der Struktur ihres
Rückgrats. Weitere bekannte Strukturelemente sind Xylogalacturonan (XGA) und Rhamnoga-
lacturonan II (RG-II), welche dasselbe Rückgrat wie HG besitzen und oft Minorkomponenten in
der pflanzlichen Zellwand darstellen (Voragen et al., 2009). Häufig werden diese Strukturele-





Innerhalb der Pektine ist HG mit einem Anteil von bis zu 60 % oft das dominierende Struk-
turelement und besteht ausschließlich aus α-(1→4)-verknüpften GalA-Einheiten. Die Säure-
gruppen der GalA-Reste können frei oder mit Methanol verestert vorliegen. Zudem können an
den Positionen O2 und/oder O3 Acetylgruppen gebunden sein (Voragen et al., 2009). Diese
estergebundenen Gruppen können die Eigenschaften des HGs stark beeinflussen, vor allem
die Fähigkeit zur Gelbildung. Es wird zwischen zwei von der Methylveresterung abhängigen
Gelbildungsmechanismen unterschieden. Bei HG mit einem niedrigen Veresterungsgrad von
25 - 50 % können größere unveresterte, negativ geladene Bereiche durch Komplexbildung mit
Ca2+-Ionen miteinander verknüpft werden (Thakur et al., 1997). Die dadurch entstehenden
Gele werden oft mit dem sogenannten "egg-box" Modell beschrieben, welches in Abbildung 1.2
schematisch dargestellt ist (Grant et al., 1973).
Ca2+
Abbildung 1.2: Gelbildung nach dem "egg-box" Modell: Verknüpfung von unveresterten Galac-
turonsäure-Resten durch Calcium-Ionen.
HG mit einem hohen Veresterungsgrad (50 - 80 %) kann bei niedrigem pH-Wert und in Gegen-
wart von hohen Konzentrationen an Mono- oder Disacchariden ebenfalls Gele ausbilden. Die
Verbindungspunkte zwischen den HG-Ketten sind hierbei die veresterten Säuregruppen, wel-
che sich aufgrund ihres unpolaren Charakters zusammenlagern und so die Wechselwirkung mit
Wasser reduzieren (Thakur et al., 1997). Durch die Solvatation der zugegebenen Saccharo-
se kann zudem weniger Wasser mit dem Pektin wechselwirken, wodurch die Gelstärke erhöht
wird. Aufgrund dieser Gelbildungseigenschaften besitzt HG bisher die größte Bedeutung für die
Lebensmittelindustrie. Neben der für Kohlenhydrate häufig verwendeten sauren Hydrolyse kann
HG auch bei neutralem bzw. basischem pH gespalten werden. Der zugrundeliegende Mecha-
nismus ist eine β-Eliminierung, deren Ablauf in Abbildung 1.3 gezeigt ist (Albersheim et al.,
1960).
Das Ausmaß und die Geschwindigkeit dieser Reaktion ist von vielen Faktoren abhängig, wobei
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Abbildung 1.3: Mechanismus der Spaltung von methylveresterten Galacturonsäure-Resten des
Homogalacturonans durch β-Eliminierung.
der Grad der Methylveresterung den bedeutendsten darstellt. So werden hochveresterte Pekti-
ne deutlich stärker depolymerisiert als niederveresterte (Albersheim et al., 1960; Rombouts
& Thibault, 1986). Die Temperatur, der pH-Wert und das Vorhandensein von Puffersalzen sind
weitere wichtige Faktoren, die Einfluss auf die Spaltung haben (Kravtchenko et al., 1992).
1.3.1.2 Substituierte Galacturonane: Xylogalacturonan
XGA besitzt wie HG ein Rückgrat aus α-(1→4)-verknüpften GalA-Resten, welche an Position
O3 mit einzelnen Xyl-Resten substituiert sein können. Dies wurde bereits für diverse Pflanzen-
sorten wie Äpfel, Erbsen oder Kartoffeln gezeigt (Schols et al., 1995a; Le Goff et al., 2001;
Zandleven et al., 2006; Caffall & Mohnen, 2009). DesWeiteren gibt es Hinweise auf die Bin-
dung von (1→2)- bzw. (1→4)-verknüpften Xyl-Disacchariden und Xyl-OS (Le Goff et al., 2001;
Nakamura et al., 2002a; Zandleven et al., 2006). Unabhängig von der Xyl-Substitution, kön-
nen die GalA-Reste im XGA an Position O6 mit Methylgruppen verestert sein (Schols et al.,
1995a).
1.3.1.3 Substituierte Galacturonane: Rhamnogalacturonan II
RG-II besitzt mehrere komplexe Seitenketten, die an den PositionenO2 undO3 eines α-(1→4)-
verknüpften GalA-Rückgrats gebunden sind. Dabei kommen 12 verschiedene Monosaccharide
vor, die über 20 verschiedene glykosidische Bindungen miteinander verknüpft sind. Die vorlie-
genden Strukturen sind über viele Pflanzenfamilien hochkonserviert und trotz ihrer Komplexität
weitestgehend aufgeklärt. Einige der in den Seitenketten enthaltenenMonosaccharide sind sehr
7
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selten und kommen fast ausschließlich in RG-II vor, wie zum Beispiel d-Apiose. Zudem können
RG-II-Moleküle über Borat-Diester-Brücken miteinander verknüpft werden, was auf eine wichti-
ge Rolle für die Zellwandfestigkeit hindeutet (O’Neill et al., 2004).
1.3.2 Rhamnogalacturonan I
Das Rückgrat des RG-I besteht aus alternierenden α-(1→4)-verknüpften GalA- und α-(1→2)-
verknüpften Rha-Einheiten. An Position O4 der Rha-Einheiten können neutrale Seitenketten
aus Ara (Arabinane (AN)) und Gal (Galactane (GN)), deren Strukturen in späteren Abschnitten
genauer behandelt werden, gebunden sein (Lau et al., 1985). Ein schematischer Aufbau so-







































































Abbildung 1.4: Vereinfachter Aufbau und grundsätzliche molekulare Strukturen des Rhamno-
galacturonan I.
Die Struktur des Rückgrats wurde durch Isolierung und Charakterisierung von RG-I-OS aus di-
versen Pflanzenmaterialien eindeutig gezeigt (Lau et al., 1985; An et al., 1994b; Schols &
Voragen, 1994; Schols et al., 1994; Renard et al., 1995). Durch chemische und enzymati-
sche Spaltung des RG-I-Rückgrats konnten zudem OS isoliert werden, welche die Bindung von
AN und GN an PositionO4 der Rha zeigen (Lau et al., 1987; Colquhoun et al., 1990; Schols
et al., 1994). RG-I hat sich unter Bedingungen, die zu einer β-Eliminierung führen sollten, sta-
bil gezeigt (Schols et al., 1990). Daraus wird oft geschlossen, dass die GalA-Reste des RG-I
nicht methyliert sind. Im Widerspruch dazu wurde in einer RG-I-Fraktion aus Flachs ein hoher
8
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Methylveresterungsgrad gezeigt (Rihouey et al., 1995). Im Gegensatz zur Methylveresterung
wurde eine Acetylierung der GalA-Reste im RG-I durch die Isolierung entsprechender OS ein-
deutig bewiesen, wobei die Bindung der Acetylgruppen an den Positionen O3 und/oder O2 der
GalA-Reste erfolgte (Komalavilas & Mort, 1989; Lerouge et al., 1993; Ishii, 1997). Für die
Pektine aus Okraschoten konnte gezeigt werden, dass auch die Rha-Reste an PositionO3 ace-
tyliert sein können (Sengkhamparn et al., 2009). Weiterhin konnten Renard et al. (1999a)
nachweisen, dass die GalA-Einheiten in Rübenpektinen an Position O3 mit β-GlcA substituiert
sein können. Zudem wurde für eine RG-I-Fraktion aus Flachssamen vermutet, dass l-Gal an
Position O3 gebunden vorliegt (Naran et al., 2008).
1.3.3 Arabinane
Wie in Abbildung 1.4 gezeigt, besitzen AN ein Rückgrat aus α-(1→5)-verknüpften l-Araf , wel-
che an den Positionen O2 und/oder O3 mit l-Araf verzweigt sein können. In frühen Studien
zu AN-Strukturen aus verschiedenen Pflanzen wurden oft "reine" AN isoliert und als eigenes
PS betrachtet (Rees & Richardson, 1966; Siddiqui & Wood, 1974; Larm et al., 1975; Jo-
seleau et al., 1977). Dabei wurden jedoch häufig mehrere Extraktionsschritte bei teilweise
erhöhten Temperaturen durchgeführt, was zu einer Abspaltung der AN vom RG-I-Rückgrat ge-
führt haben könnte. Seit der Etablierung von AN als Seitenketten des RG-I (De Vries et al.,
1982; Thibault, 1983; Lau et al., 1985) werden die AN jedoch meistens als Teil des Pektin-
komplexes betrachtet. Generell sind die vorkommenden AN-Strukturen sehr heterogen. Oft wird
Position O3 als Hauptverzweigungspunkt des Rückgrats beschrieben (Cardoso et al., 2002;
Westphal et al., 2010b; Cordeiro et al., 2012). Jedoch wurde ebenso gezeigt, dass die AN
mancher Pflanzen hauptsächlich an Position O2 verzweigt sind, während eine doppelte Substi-
tution des AN-Rückgrats eher selten beschrieben ist (Eriksson et al., 1996; Navarro et al.,
2002; Pustjens et al., 2013). Die beschriebenen Araf -Verzweigungen an den Positionen O2
und/oderO3 konnten bereits vonWestphal et al. (2010a) durch die Isolierung und Charakteri-
sierung entsprechender OS aus Zuckerrüben-AN bestätigt werden. Dabei konnten auch OS iso-
liert werden, bei denen benachbarte Ara-Einheiten substituiert sind (Abbildung 1.5A). Ähnliche
Strukturelemente wurden auch von Dourado et al. (2006) für die AN aus Mandeln vermutet.
Neben der Verzweigung mit einzelnen Araf wurden zusätzlich bereits kompliziertere Strukturen
beschrieben.
So wurde zum Beispiel das Vorkommen von Arap in AN aus Straucherbsen und Eibisch vermu-
tet (Capek et al., 1983; Swamy & Salimath, 1991). Ishii et al. (2005a) konnten zudem zeigen,
dass in Hypokotylen der Mungbohne eine β-(1→3)-Arabinopyranosyltransferase-Aktivität vor-
liegt. Dadurch konnten β-Arap auf PositionO3 α-(1→5)-verknüpfter AN-OS übertragen werden.
Dies legt nahe, dass Arap Bestandteil mancher AN sind. Die Verzweigung des AN-Rückgrats
mit Arabino-OS wurde bisher selten genauer beschrieben. Eriksson et al. (1996) konnten zei-
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gen, dass das AN-Rückgrat an Position O2 mit dem in Abbildung 1.5B gezeigten, verzweigten
OS substituiert sein kann. Weiterhin wurden α-(1→3)-verknüpfte Arabinobiosen als an Position
O3 gebundene Seitenketten von Oliven-AN beschrieben (Cardoso et al., 2002, 2007). Des
Weiteren konnten die Autoren terminale, O5-gebundene β-Araf nachweisen (Abbildung 1.5C).





























































Abbildung 1.5: Strukturen der von Westphal et al. (2010a) (A), Eriksson et al. (1996) (B)
und Cardoso et al. (2007) (C) beschriebenen Arabinan-Strukturelemente.
1.3.4 Galactane
Bei potentiell mit RG-I assoziierten GN wird oft eine Einteilung in verschiedene Strukturgruppen
vorgenommen. Dabei werden lineare, unverzweigte, β-(1→4)-verknüpfte GN oft nur als "Galac-
tane" bezeichnet. Ist Ara an dieses Rückgrat gebunden, wird meist die Bezeichnung "Arabino-
galactan Typ I" verwendet, während für GN mit einem β-(1→3)-verknüpften Rückgrat entspre-
chend die Bezeichnung "Arabinogalactan Typ II" genutzt wird (Caffall & Mohnen, 2009). Da
eine Bindung von Ara analytisch schwer auszuschließen ist, wird im Rahmen dieser Arbeit für
substituierte und unsubstituierte GN mit β-(1→4)-verknüpften Gal-Einheiten zur Vereinfachung
der Begriff "Galactane" verwendet. β-(1→3)-verknüpfte GN werden dementsprechend als Typ
II GN bezeichnet.
Oft werden Typ II GN als hochverzweigte PS beschrieben, wobei das β-(1→3)-verknüpfte Rück-
grat an PositionO6 substituiert ist. Als Seitenketten treten kürzere Ketten aus β-(1→6)-verknüp-
fter Gal auf, die an PositionO3 weitere Substituenten wie α-(1→5)-verknüpfte und terminale Ara
sowie terminale Rha enthalten können (Gaspar et al., 2001; Redgwell et al., 2002; Nunes
et al., 2008). Typ II GN kommen hauptsächlich als Bestandteil von Arabinogalactan-Proteinen
vor, welche meist mit Pektinen vergesellschaftet sind. Jedoch konnte bisher noch nicht geklärt
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werden, ob Typ II GN als Seitenketten an RG-I gebunden sind oder ob sie ausschließlich prote-
ingebunden vorliegen und die entsprechenden Proteine mit Pektinen assoziiert sind (Pellerin
et al., 1995; Oosterveld et al., 2002; Redgwell et al., 2002; Immerzeel et al., 2006).
β-(1→4)-verknüpfte GN werden dagegen als Teil des RG-I betrachtet, da ihre Bindung durch
die Isolierung entsprechender OS eindeutig gezeigt wurde (Lau et al., 1987). GN werden oft
als eher lineare PS beschrieben, die an den Positionen O3 und O6 mit Gal, Ara und Ara-OS
verzweigt sein können (Wood & Siddiqui, 1972; Habibi et al., 2004; Sun et al., 2010; Cipria-
ni et al., 2009). Das Vorkommen dieser Strukturen wurde bisher nur durch verschiedenartige
Analysen von isolierten PS gezeigt und es wurden noch keine vollständig charakterisierten OS
beschrieben. Jedoch wurden einige andere spezielle Strukturelemente charakterisiert, wie zum
Beispiel das Vorkommen einzelner, 1,3-substituierter β-Galp-Einheiten innerhalb der β-(1→4)-
verknüpften GN-Ketten verschiedener Pflanzen (Hinz et al., 2005) (Abbildung 1.6 A). An et al.
(1994a) konnten zeigen, dass β-GlcA terminal an PositionO4 der GN gebunden sein kann (Ab-
bildung 1.6 B). Für die GN aus Sojabohne wurde das Vorkommen terminaler, O4-gebundener
Arap beschrieben (Abbildung 1.6 C). Zudem wurden interne, 1,5-substituierte Araf -Einheiten in-
nerhalb der GN-Ketten vermutet (Huisman et al., 2001a). Der enzymatische Transfer von Arap
auf Galacto-OS durch Mungbohnen-Mikrosomen spricht ebenfalls für das Vorkommen von Arap
als Strukturelemente von GN. Zudem finden sich auch vereinzelt Hinweise auf die Substitution
















































Abbildung 1.6: Strukturen der von Hinz et al. (2005) (A), An et al. (1994a) (B) und Huisman
et al. (2001a) (C) beschriebenen Galactan-Strukturelemente.
1.3.5 Ferulasäure
Wie bereits beschrieben, können die Hydroxyzimtsäuren FS und p-CS in der Familie der Süß-
gräser (Poaceae) an Arabinoxylane gebunden vorliegen (Harris & Trethewey, 2010). Hart-
ley & Harris (1981) konnten zeigen, dass zellwandgebundene phenolische Säuren in dikotylen
Pflanzen hauptsächlich in der Ordnung der Caryophyllales vorkommen. Hierbei liegt FS wahr-
scheinlich zu einem großen Teil an AN und GN gebunden vor. Dies konnte durch die Isolierung
11
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und Charakterisierung von mit FS veresterten AN- und GN-OS aus Zuckerrüben, Spinat und
Amaranth gezeigt werden (Ishii & Tobita, 1993; Colquhoun et al., 1994; Ishii, 1994; Ralet
et al., 1994a; Bunzel et al., 2005). In den isolierten OS ist die FS an Position O2 der AN
bzw. an Position O6 der GN gebunden (siehe Abbildung 1.7). Levigne et al. (2004a) konnten
zudem zeigen, dass zwei benachbarte Ara-Einheiten mit FS substituiert sein können. Auf Basis
von Massenspektrometrie (MS)-Experimenten wurde vermutet, dass die Ara-Einheiten an Po-








































Abbildung 1.7: Strukturen der bisher aus dikotylen Pflanzen isolierten und charakterisierten Fe-
rulasäure-Oligosaccharide (Ishii & Tobita, 1993;Colquhoun et al., 1994; Ishii,
1994; Ralet et al., 1994a; Bunzel et al., 2005).
Zwei estergebundene FS können über oxidative, radikalische Kopplung zu einer Dehydrodiferu-
lasäure (DFS) dimerisieren, die Bildung von Triferulasäuren und höheren Oligomeren ist eben-
falls möglich. Da FS-Radikale resonanzstabilisiert sind, ergeben sich die in Abbildung 1.8 auf-
geführten DFS-Kopplungsprodukte (Bunzel, 2010). Sowohl dikotyle Pflanzen wie Amaranth,
Buchweizen oder Zuckerrübe als auch verschiedene monokotyle Getreidesorten enthalten si-
gnifikante Mengen an den gezeigten DFS (Micard et al., 1997; Dobberstein & Bunzel, 2010;
Jilek & Bunzel, 2013). Dabei ist bei den 8-5-gekoppelten DFS zu beachten, dass nur die 8-5c-
DFS tatsächlich zellwandassoziiert vorkommt, während die offene und die in Abbildung 1.8 nicht
gezeigte decarboxylierte Form während der Aufarbeitung aus der cyclischen Form entstehen.
Daher sollte für den Gehalt der 8-5-DFS stets die Summe der drei Formen verwendet werden
(Bunzel et al., 2001). Von der in Abbildung 1.8 ebenfalls nicht gezeigten 4-O-5-DFS konn-
ten nur Spuren in verschiedenen Getreidesorten nachgewiesen werden (Bunzel et al., 2000).
Durch die Bildung der DFS entstehen kovalente, inter- oder intramolekulare cross-links zwischen
PS. Dies konnte für monokotyle Pflanzen bereits durch die Isolierung und Charakterisierung von
DFS-OS gezeigt werden (Ishii, 1991; Saulnier et al., 1999; Allerdings et al., 2005; Bunzel
et al., 2008). Für dikotyle Pflanzen wurden bereits Hinweise auf AN-AN- bzw. AN-GN-cross-
links gefunden. Dabei wurden OS aus Zuckerrübe isoliert, die sowohl AN- bzw. GN-OS als auch
5-5- bzw. 8-O-4-DFS enthielten. Jedoch konnten die genauen Verknüpfungspunkte zwischen
den einzelnen Komponenten durch die verwendeten MS-Techniken nicht zweifelsfrei ermittelt
werden (Levigne et al., 2004b; Ralet et al., 2005).
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Abbildung 1.8: Strukturen der in verschiedenen Pflanzenmaterialien identifizierten Dehydrodi-
ferulasäuren. c = cyclisch, nc = nicht-cyclisch, THF = Tetrahydrofuran (Bunzel,
2010).
1.3.6 Gesamtstruktur des Pektins
Es wird allgemein angenommen, dass die verschiedenen Strukturelemente des Pektins ein
komplexes Makromolekül bilden. Die Verbindung und die Gesamtorganisation der PS ist je-
doch noch nicht abschließend geklärt, da aufgrund der Heterogenität und der Molekülgröße
eine Strukturaufklärung sehr schwierig ist. Aus der Beobachtung, dass die Neutralzucker nur
in kleinen Abschnitten des Pektinmoleküls vorkommen, wurde das Modell der "smooth regi-
ons" und "hairy regions" entwickelt (De Vries et al., 1982). Dies ist das bekannteste Modell
für die Beschreibung der Gesamtstruktur des Pektins. Demnach bestehen Pektinmoleküle aus
alternierenden HG- ("smooth regions", da keine Verzweigung) und RG-I-Abschnitten ("hairy re-
gions", aufgrund der abstehenden neutralen Seitenketten). Da sich RG-II enzymatisch aus HG-
Abschnitten freisetzen lässt, wird vermutet, dass es in das HG-Rückgrat integriert ist (Ishii &
Matsunaga, 2001).
Neuere Modelle schlagen vor, dass XGA sowie HG und RG-II komplett oder teilweise Seiten-
ketten des RG-I sind (Vincken et al., 2003; Yapo, 2011). Mit diesen Modellen, welche bisher
weder bestätigt noch komplett widerlegt werden konnten, wären einige der imWiderspruch zum
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hairy-regions-Modell stehenden Daten erklärbar. Im Widerspruch zu diesen neueren Modellen
steht die Isolierung von OS, die auf eine α-(1→2)-Verknüpfung zwischen HG bzw. XGA und
den Rha-Resten des RG-I-Rückgrat hindeuten (Coenen et al., 2007). Da jedoch die Arten der
glykosidischen Bindung teilweise nicht aufgeklärt wurden, konnte das alternative Modell nicht
ausgeschlossen werden.
1.4 Analyse von Pektinen
Die beschriebenen Strukturen wurden meist durch eine Isolierung und detaillierte Charakte-
risierung der entsprechenden OS aus verschiedenen Pflanzenmaterialien etabliert. Eine ein-
deutige Strukturaufklärung kann meistens nur mittels Kernspinresonanz (NMR)-Spektroskopie
erfolgen, da durch die Anwendung von 2D-Experimenten die Bindungsverhältnisse eindeutig
geklärt werden können (siehe auch Abschnitt 3.5.3). Aufgrund der Komplexität und des Zeit-
aufwands wird dieser Ansatz jedoch nicht sehr oft angewendet. Für die Charakterisierung von
Nicht-Stärke-Polysacchariden (NSPS) wird häufig die Monosaccharidzusammensetzung nach
Säurehydrolyse bestimmt, um auf die ursprünglich vorliegenden PS zu schließen. Teilweise
können so zum Beispiel die Anteile an HG und RG-I abgeschätzt werden (Pettolino et al.,
2012). Für die Bestimmung des Veresterungsgrades von Pektinen werden häufig die alkalisch
freigesetzten Mengen an Methanol bzw. Essigsäure auf den photometrisch bestimmten GalA-
Gehalt bezogen (Blumenkrantz & Asboe-Hansen, 1973; Voragen et al., 1986). Bei mit FS
veresterten Pektinen kann nach Verseifung zudem die Menge an FS bzw. die Art und Menge
der DFS bestimmt werden (Dobberstein & Bunzel, 2010; Jilek & Bunzel, 2013). Zur Analy-
se der glykosidischen Bindungen von PS wird die Methylierungsanalyse als Standardmethode
angewendet. Das Prinzip dieser Methode ist in Abbildung 1.9 skizziert.
Zunächst werden die freien Hydroxygruppen der PS permethyliert, wodurch Positionen, die
nicht in Ringschlüsse oder glykosidische Bindungen involviert sind, mit einer Methylgruppe mar-
kiert werden. Nach säurehydrolytischer Spaltung wird eine Reduktion mit Natriumbordeuterid
durchgeführt, wodurch an C1 Deuterium-markierte, partiell methylierte Zuckeralkohole erhal-
ten werden. Abschließend werden die vorher besetzten Hydroxygruppen mit Acetanhydrid ace-
tyliert, woraus partiell methylierte Alditolacetate (PMAAs) resultieren. Diese können anschlie-
ßend mittels Gaschromatographie (GC) analysiert werden. Die Detektion erfolgt mittels MS
nach Elektronenstoß-Ionisation (EI) und, wenn semiquantitative Informationen erhalten wer-
den sollen, zusätzlich mittels Flammenionisationsdetektor (FID). Für viele PMAAs ergibt sich
eine charakteristische EI-MS-Fragmentierung, da eine Spaltung bevorzugt zwischen zwei mit
Methoxygruppen substituierten Kohlenstoffen stattfindet. Zudem ergeben sich teilweise cha-
rakteristische Sekundärfragmente, wodurch die verschiedenen PMAAs identifiziert und unter-
schieden werden können. Durch die Verwendung der korrigierten GC-FID-Flächen kann eine
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Abbildung 1.9: Schematischer Ablauf der Methylierungsanalyse an einem Arabinan-Struktur-
element: Methylierung mit Methyliodid (MeI), Hydrolyse mit Trifluoressigsäure
(TFA), Reduktion mit Natriumbordeuterid (NaBD4) und Acetylierung mit Acetan-
hydrid (Ac2O). t = terminal, Ara = Arabinose, f = Furanose.
semiquantitative Bestimmung der PMAAs durchgeführt werden, wobei eine Beschaffung bzw.
Isolierung von Standardsubstanzen nicht zwingend erforderlich ist. Die erhaltenen Verhältnisse
geben Auskunft darüber, wie hoch der Anteil des jeweiligen Bindungs- bzw. Substitutionstyps
im PS war (Pettolino et al., 2012).
Die beschriebenen Methoden haben gemein, dass sie auf chemischer Spaltung und anschlie-
ßender Analyse der Monomereinheiten beruhen. Der Informationsgehalt der erhaltenen Da-
ten ist jedoch teilweise stark begrenzt. So ist es nicht möglich, einzelne Monosaccharide aus-
schließlich einer einzigen Gruppe von PS zuzuordnen. Durch die Analyse der glykosidischen
Bindungen kann diese Zuordnung zwar teilweise erfolgen, jedoch wird keinerlei Aussage über
die Struktur von Seitenketten erhalten. Ebenso liefert die Analyse der durch Natriumhydroxid
freigesetzten Hydroxyzimtsäuren keine Information über die ursprüngliche Bindung dieser Kom-
ponenten. Demzufolge können die in den Abbildungen 1.5, 1.6 und 1.7 gezeigten Strukturele-
mente durch die beschriebenen Methoden nicht eindeutig identifiziert werden. Dies ist nur durch
eine Analyse der intakten Strukturelemente möglich.
Bisher wurden Ansätze, die auf der Analyse von intakten OS oder PS basieren, hauptsäch-
lich für das HG- bzw. RG-I-Rückgrat beschrieben. So verwendeten Daas et al. (1998) die
Hochleistungs-Anionenaustauschchromatographie mit gepulster amperometrischer Detektion
(HPAEC-PAD) bei pH 5, um GalA-OS mit verschiedenem Polymerisationsgrad und verschiede-
ner Veresterung zu analysieren. Der neutrale pH-Wert ermöglicht den Erhalt der Base-labilen
Methylester, jedoch muss das zur Detektion notwendige Natriumhydroxid durch Nachsäule-
naddition zugeführt werden. Häufig wird auch die Hochleistungsflüssigkeitschromatographie
(HPLC) mit verschiedenen Trennphasen zur Analyse von OS eingesetzt. Durch die Anwendung
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der hydrophilen Interaktionschromatographie (HILIC) in Kombination mit einem Lichtstreude-
tektor (ELSD) und MSn konnten HG und RG-I-Rückgrat OS ebenfalls nachgewiesen und quan-
tifiziert werden (Leijdekkers et al., 2011; Remoroza et al., 2012). Diese Ansätze erlauben
detailliertere Aussagen über die HG- und RG-I-Strukturen, insbesondere über die Verteilung
von Substituenten wie Methyl- oder Acetylgruppen. Die Analyse von AN- und GN-OS wurde
bisher lediglich auf qualitativer Basis und mit einer limitierten Anzahl an Standardsubstanzen
durchgeführt (Westphal et al., 2010b,c; Pustjens et al., 2013). Teilweise wird auch die NMR-
Spektroskopie zur Analyse von PS eingesetzt, meist zur Analyse vorher aufgereinigter Fraktio-
nen (Habibi et al., 2004; Cardoso et al., 2007; Cipriani et al., 2009). Die Zuordnung erfolgt
dabei meist durch die Verwendung verschiedener 2D-NMR-Korrelationen und mithilfe von Li-
teraturdaten. Jedoch können sowohl die erhaltenen Korrelationen als auch Literaturdaten zu
fehlerhaften Zuordnungen führen, beispielsweise durch Überschneidungen mit den Signalen
anderer Bestandteile. Daher ist für eine eindeutige Identifizierung einzelner Strukturelemente
eine Isolierung von niedermolekularen Standardsubstanzen von besonderer Bedeutung.
1.5 Eigenschaften von Pektinen
1.5.1 Pflanzenphysiologische Eigenschaften
Pektinen wird ein entscheidender Einfluss auf die Physiologie der pflanzlichen Zellwand zuge-
schrieben. Zum Beispiel wurden Veränderungen des Pektingehalts bzw. der Pektinstrukturen
bei vielen Früchten in Zusammenhang mit Texturveränderungen gebracht (Brummell, 2006).
Oft beschriebene Vorgänge sind dabei die Demethylierung oder Depolymerisation von HG, wel-
che mit einer verringerten Zell-Zell-Adhäsion korreliert werden. Jedoch scheinen auch die AN
und GN eine entscheidende Rolle zu spielen, da während des Wachstums bzw. der Reifung oft
ein Verlust an Ara und Gal beobachtet werden kann. So konnte für Apfel und Pfirsich gezeigt
werden, dass während des Wachstums hauptsächlich ein GN-Verlust stattfindet, während bei
der Reifung die AN abgebaut werden (Brummell et al., 2004; Pena & Carpita, 2004). Mittels
Methylierungsanalyse konnten Pena & Carpita (2004) zeigen, dass bei der Reifung hauptsäch-
lich die AN-Verzweigungen abgebaut werden. Auch während der Reifung von Oliven konnten
Modifikationen der vorliegenden AN-Strukturen festgestellt werden (Cardoso et al., 2007). Der
Verlust von GN konnte ebenfalls in Zusammenhang mit der Reifung vieler Früchte gebracht wer-
den (Redgwell et al., 1997). Der Abbau der PS erfolgt dabei wahrscheinlich durch Enzyme
wie β-Galactosidase und α-Arabinofuranosidase, deren Aktivitäten im Verlauf der Fruchtreifung
zunehmen (Bonghi et al., 1996; Goulao et al., 2007; Wei et al., 2010).
Der Einfluss estergebundener FS auf die Zellwandphysiologie wurde für dikotyle Pflanzen bisher
kaum untersucht, konnte jedoch bereits bei einigen monokotylen Pflanzen beobachtet werden.
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So wurde bei der Lagerung von Spargel, welche auch mit einer Verfestigung der Textur einher-
geht, eine Zunahme zellwandassozierter FS und DFS beobachtet (Rodriguez-Arcos et al.,
2004; Jaramillo et al., 2007). Zudem wurde festgestellt, dass FS bzw. DFS einen Einfluss auf
die Textur der chinesischen Wasserkastanie haben (Parker & Waldron, 1995; Parker et al.,
2003). Von entscheidender Bedeutung scheint hier die Verknüpfung verschiedener PS-Ketten
durch DFS zu sein, welche in dikotylen Pflanzen ebenfalls stattfinden könnte.
1.5.2 Ernährungsphysiologische Eigenschaften
Positive ernährungsphysiologische Eigenschaften von Ballaststoffen konnten zwar in verschie-
denen Studien nachgewiesen werden, die detaillierten Mechanismen sind aufgrund der Hete-
rogenität und Komplexität der Ballaststoffe jedoch weitestgehend unverstanden. Einige Effekte
wie die Erhöhung des Stuhlvolumens oder die Senkung des postprandialen Glucosespiegels
werden auf die Wasserbindungsfähigkeit und die Viskosität der Ballaststoffe, also auf die physi-
kochemischen Eigenschaften, zurückgeführt (Champ et al., 2003a; Kendall et al., 2010). Die
physikochemischen Eigenschaften sind für die verschiedenen PS-Gruppen verschieden und
können zudem auch durch die Strukturen der PS beeinflusst werden. Die PS-Strukturen be-
einflussen zudem maßgeblich die Fermentation der Ballaststoffe im Dickdarm. So werden zum
Beispiel Inulin und Oligofructose zu kurzkettigen Fettsäuren fermentiert und fördern selektiv
das Wachstum von Bifidobakterien, was als gesundheitsförderlich angesehen wird (Cummings
& Macfarlane, 2002).
Für einzelne Pektin-PS- bzw. Pektin-OS-Mischungen wurde bereits gezeigt, dass sie von der
menschlichen Mikrobiota verstoffwechselt werden (Van Laere et al., 2000;Gulfi et al., 2007).
Durch die Fermentation von HG- und RG-I-OS-Mischungen wurde teilweise das Wachstum von
Bifidobakterien stimuliert, teilweise traten diese Effekte jedoch nicht auf (Olano-Martin et al.,
2002; Gomez et al., 2014; Leijdekkers et al., 2014). Holck et al. (2011a) fanden außer-
dem Hinweise auf einen signifikanten Einfluss des Polymerisationsgrades von HG-OS auf das
Wachstum verschiedener Bakterienstämme. Die Fermentation von AN-OS-Mischungen konnte
in einigen Studien mit einer positiven Beeinflussung der Mikrobiota korreliert werden (Al-Tamimi
et al., 2006; Vigsnaes et al., 2011; Gomez et al., 2014). Für manche PS, wie zum Beispiel
hochmolekulare, GN-reiche Pektine, konnte ebenfalls ein hoher bifidogener Effekt gezeigt wer-
den (Thomassen et al., 2011). Holck et al. (2011b) stellten zudem fest, dass der bifidogene
Effekt von AN-OS mit dem Polymerisationsgrad tendenziell ansteigt.
Für FS wurde eine Vielzahl an positiven, ernährungsphysiologischen Eigenschaften, wie bei-
spielsweise eine antioxidative und eine antiinflammatorische Wirkung, postuliert (Ou & Kwok,
2004). Jedoch unterscheidet sich die Bioverfügbarkeit freier und gebundener FS beträchtlich.
So wurde gezeigt, dass freie FS und DFS schnell im Magen und im Dünndarm aufgenommen
werden, während polymergebundene Hydroxyzimtsäuren erst langsam nach Fermentation der
17
1 Einleitung
PS im Dickdarm freigesetzt werden (Zhao & Moghadasian, 2010). Zudem können FS und DFS
von den im Darm ansässigen Mikroorganismen metabolisiert werden, wodurch Metaboliten mit
potentiell anderer Wirkung gebildet werden (Braune et al., 2009; Zhao & Moghadasian, 2010;
Schendel et al., 2015b). Das Ausmaß der FS-Freisetzung, welche wahrscheinlich hauptsäch-
lich durch Feruloyl-Esterasen stattfindet, ist dabei von verschiedenen Faktoren abhängig. Ei-
nerseits ist die Freisetzung von der Fermentierbarkeit der eingesetzten Ballaststoffe abhängig
(Kroon et al., 1997). Außerdem existieren verschiedene Formen der Feruloyl-Esterase, welche
ebenso verschiedene Substratspezifitäten besitzen (Ralet et al., 1994a; Koseki et al., 2009).
Ein weiterer oft diskutierter Aspekt ist, ob die FS-Substitution die Fermentierbarkeit der Ballast-
stoffe herabsetzt. Entsprechende Hinweise konnten bereits mit einzelnen Enzymen bzw. OS
gefunden werden (Luonteri et al., 1999). Ebenso konnte gezeigt werden, dass DFS-cross-
links die Abbaubarkeit durch kommerzielle Enzymmischungen vermindern (Grabber et al.,
1998). Bei der Fermentation durch die humane Mikrobiota wurde jedoch kein Einfluss einer FS-
oder DFS-Substitution festgestellt (Funk et al., 2007). Holck et al. (2011b) konnten ebenfalls
keinen negativen Einfluss der FS-Veresterung von AN-OS-Mischungen auf den bifidogenen Ef-
fekt feststellen.
1.5.3 Lebensmitteltechnologische Eigenschaften
Pektine finden in Lebensmitteln breite Anwendung als Gelbildner. Da sich die neutralen Sei-
tenketten des Makromoleküls negativ auf die Gelbildung auswirken, werden hauptsächlich sehr
HG-reiche Pektine verwendet (Thakur et al., 1997). Jedoch können Pektine, die reich an mit
FS veresterten Seitenketten sind, chemisch oder durch verschiedene Enzyme oxidativ querver-
netzt werden. Die Pektine aus Zuckerrübe in Kombination mit Laccase bzw. H2O2/Peroxidase
sind hierfür besonders geeignet (Micard & Thibault, 1999; Oosterveld et al., 2000, 2001).
Durch Bildung von DFS entstehen PS-cross-links, die ein kovalent verknüpftes, sehr stabiles
Gel ergeben. Dazu müssen die entsprechenden Pektine für diese Art der Gelbildung nur in
einer geringen Konzentration vorliegen (1 - 3 %). Die Effektivität der Gelbildung ist dabei von
der gebundenen FS, jedoch auch von den Strukturen und dem Molekulargewicht der AN und
GN abhängig (Guillon & Thibault, 1990; Abdel-Massih et al., 2007; Zaidel et al., 2011).
Für Pektine aus Zuckerrübe konnte ebenfalls gezeigt werden, dass sie Öl/Wasser-Emulsionen
stabilisieren können, wobei dieser Effekt abhängig von der Menge an assoziierten Proteinen ist
(Leroux et al., 2003; Funami et al., 2011). Zaidel et al. (2013) konnten jedoch auch zeigen,
dass sich die oxidative Quervernetzung zur Stabilisierung von Emulsionen nutzen lässt. Linea-
re AN können zudem polymorphe Mikrokristalle bilden, was sie als Fett-Mimetika interessant
machen könnte (Churms et al., 1983; Radha & Chandrasekaran, 1997).
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Pektine setzen sich aus diversen Strukturgruppen zusammen und gehören zu den komplexes-
ten PS in der Natur. Während Strukturelemente wie HG und XGA eine eher geordnete und
konservierte Struktur besitzen, zeigt RG-I vor allem aufgrund der neutralen Seitenketten, den
AN und GN, eine hohe Heterogenität. Die Strukturen dieser komplexen PS und die Bindung von
Hydroxyzimtsäuren an AN und GN sind sowohl für die pflanzenphysiologischen als auch die er-
nährungsphysiologischen und lebensmitteltechnologischen Eigenschaften der Pektine von Be-
deutung. Jedoch werden die zum Nachweis dieser Eigenschaften verwendeten OS und/oder
PS oft nur in ihren Grundzügen charakterisiert, beispielsweise durch Analyse der Monomerein-
heiten oder durch Methylierungsanalyse. Bei diesen Methoden findet aufgrund der unselektiven
chemischen Spaltung ein Verlust einiger Strukturinformationen statt. So liefert die Analyse von
Monomereinheiten keine Information über die genaue Herkunft der Monosaccharide oder der
Hydroxyzimtsäuren. Durch die Anwendung der Methylierungsanalyse geht sämtliche Informati-
on über die Art an Seitenketten bzw. Substituenten und die anomere Konfiguration der Mono-
saccharideinheiten innerhalb der PS verloren. Es kann zudem nicht unterschieden werden, ob
eine Hydroxygruppe durch Ringbildung oder eine glykosidische Bindung besetzt war. Dadurch
ist das Wissen über die Feinstrukturen der neutralen Seitenketten ebenso wie die Möglichkei-
ten zu deren Analyse begrenzt. Für die relativ gut charakterisierten PS HG und RG-I existie-
ren bereits Ansätze, bei denen durch die Verwendung von PS-spaltenden Enzymen ein Erhalt
bestimmter Strukturelemente erreicht wird. Durch die Analyse solcher Produkte können viele
Zusatzinformationen über die ursprünglichen Strukturen erhalten werden. Die für die neutra-
len Seitenketten angewandten Ansätze wurden jedoch nur qualitativ und mit einer begrenzten
Anzahl an OS durchgeführt.
Ziel der vorliegenden Arbeit war es daher, unter Verwendung spezifischer Enzyme sowie mo-
derner analytischer Techniken neue Methoden für die Analyse der AN und GN zu entwickeln
und eine detaillierte Strukturaufklärung der Pektinseitenketten verschiedener Materialien durch-
zuführen. Die zu entwickelnden Profilingmethoden sollten sich sowohl durch einen erhöhten
Informationsgehalt über die native Struktur, als auch durch eine deutliche Zeitersparnis aus-
zeichnen.
Da die meisten AN- und GN-OS nicht kommerziell erhältlich sind, sollte zunächst ein breites
Spektrum an Standardsubstanzen in ausreichender Menge und Reinheit isoliert und damit das
Wissen über die in dikotylen Pflanzen vorhandenen Strukturen erweitert werden. Ein Fokus
lag dabei darauf, möglichst viele verschiedene bekannte und unbekannte Strukturelemente der
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PS abzudecken und mittels mehrdimensionaler NMR-Spektroskopie eindeutig zu charakteri-
sieren. Zur Isolierung der Standardsubstanzen sollten daher sowohl aufgereinigte PS als auch
verschiedene Ballaststoffe verwendet werden. Um Informationen über die verschiedenen Zell-
wandstrukturen zu erhalten und um die Anwendbarkeit der entwickelten Methoden zu überprü-
fen, wurden die verwendeten Materialien zusätzlich mittels etablierten, konventionellen Metho-
den ausführlich charakterisiert.
Eine chromatographische Analyse der enzymatisch freigesetzten OS erlaubt die Detektion ver-
schiedener Strukturelemente, auch solcher, die mit Standardmethoden der Kohlenhydratchemie
nicht erfasst werden, und kann somit Hinweise auf die Strukturen der nativen PS geben. Zur
Analyse von nicht veresterten OS ist die HPAEC-PAD sehr gut geeignet, da sie einerseits ei-
ne sehr gute Trennung, andererseits eine empfindliche Detektion bietet. Darüber hinaus soll-
ten auch andere Trenntechniken wie zum Beispiel die Reversed-Phase (RP)-HPLC-MS auf
ihre Eignung als Ergänzungs- oder Alternativmethoden geprüft werden. Für die Analyse von
Hydroxyzimtsäure-OS ist die RP-HPLC aufgrund der erhöhten Hydrophobizität und der UV-
Absorption der Analyten ebenfalls sehr gut geeignet. Da diese Substanzen in kleineren Men-
gen und mit vielen Begleitstoffen vorkommen können, sollte durch die Verwendung von MS-
Techniken eine eindeutige Identifizierung gewährleistet werden.
Durch Verwendung der NMR-Spektroskopie können bestimmte Strukturelemente sowohl inner-
halb von OS als auch innerhalb von PS detektiert werden. Daher sollte auch diese Technik zur
Analyse von nativen und enzymatisch freigesetzten AN- und GN-Strukturen verwendet werden.
Aufgrund der Komplexität der Spektren oligo- bzw. polymerer Kohlenhydrate kommt es oft zu ei-
ner starken Überlagerung von Signalen bei Verwendung eindimensionaler NMR-Spektroskopie.
Für die Analyse der verschiedenen Strukturen sollten daher charakteristische Markersignale in
zweidimensional aufgelösten Spektren verwendet werden.
Abschließend sollten die entwickelten Profilingmethoden auf die vorher mittels konventionellen
Analyseverfahren charakterisierten pflanzlichen Materialien angewendet werden. Dadurch soll-
te zum einen die Anwendbarkeit der Methoden evaluiert werden, zum anderen sollten weitere
detaillierte Informationen zu den Rohstoffen erhalten werden.
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3.1 Ausgangsmaterialien
Als Ausgangsmaterialien für die Isolierung von Standardsubstanzen sowie für die Anwendung
der entwickelten Methoden wurden verschiedene pflanzliche Rohstoffe verwendet. Dabei wur-
den zum einen Rohstoffe gewählt, die potentiell größere Unterschiede in der Zellwandzusam-
mensetzung und Zellwandarchitektur zeigen (Apfel, Zuckerrübenschnitzel (ZRS), Sojaextrak-
tionsschrot (SES)). Zum anderen wurden, um zu evaluieren, ob die entwickelten Methoden an-
gewendet werden können und um Unterschiede in der Feinstruktur der NSPS zu analysieren,
auch einander ähnliche Materialien verwendet (Amaranth, Quinoa, Buchweizen).
Für die Isolierung bekannter und unbekannter Strukturelemente wurden zunächst kommerziell
erhältliche, lösliche AN- bzw. GN-PS der Firma Megazyme verwendet. Laut Herstellerangaben
wurden die AN-PS bzw. die GN-PS durch basische Extraktion aus ZRS bzw. Kartoffeln ge-
wonnen. Durch eine nachfolgende Aufreinigung bzw. enzymatische Behandlung enthalten die
Präparationen nicht ausschließlich, jedoch größtenteils AN bzw. GN. Aufgrund der Wasserlös-
lichkeit besitzen sie zudem eine potentiell hohe Enzymzugänglichkeit. Dadurch eignen sich die
Präparate zur enzymatischen Freisetzung großer Mengen verschiedener AN- und GN-OS und
zur Anwendung der entwickelten Methoden.
Früchte besitzen oft eine einfache Zellwandarchitektur, da die parenchymatischen Zellen des
Fruchtfleisches hauptsächlich Primärzellwände enthalten (McDougall et al., 1996). Die
NSPS des Apfels wurden als pektinreich mit relativ hohen Anteilen an AN und GN beschrie-
ben (Renard & Thibault, 1993; Schols et al., 1995b; Pena & Carpita, 2004). Aufgrund der
einfachen Zellwandarchitektur sollten beide Polysaccharidgruppen eine gute enzymatische Zu-
gänglichkeit bzw. Spaltbarkeit besitzen. Damit stellen Apfel-NSPS ein gutes Modellsubstrat für
die Methodenentwicklung und Anwendung dar. Neben einer Apfelprobe zur Entwicklung und
Anwendung der Profilingmethoden, wurde eine weitere Apfelprobe direkt nach Kauf sowie nach
dreiwöchiger Lagerung bei Raumtemperatur aufgearbeitet. Diese Proben wurden verwendet,
um zu evaluieren, ob die bisher beschriebenen, lagerbedingten Strukturveränderungen der AN
und GN (Pena & Carpita, 2004) nach einer alternativen Aufarbeitung durch die entwickelten
Methoden detektiert werden können. Von den verwendeten Äpfeln wurde jeweils nur das Frucht-
fleisch ohne Schale und Kerngehäuse verwendet.
Amaranth, Quinoa und Buchweizen sind dikotyle Pflanzen mit stärkehaltigen Samen, weshalb
sie als Pseudocerealien bezeichnet werden. Da die Samen kein Gluten, aber dennoch einen
hohen Gehalt an Proteinen mit einer ernährungsphysiologisch günstigen Aminosäurezusam-
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mensetzung besitzen, haben sie in den letzten Jahren ein verstärktes Interesse von Industrie
und Verbrauchern erlangt (Alvarez-Jubete et al., 2010). In verschiedenen Studien hat sich für
Amaranth und Quinoa bereits angedeutet, dass höhere Mengen an AN bzw. GN vorhanden sind
(Bunzel et al., 2005; Cordeiro et al., 2012; Lamothe et al., 2015), während über die Zell-
wandzusammensetzung von Buchweizen nichts genaueres bekannt ist. Amaranth und Quinoa
gehören zur Familie der Amaranthaceae und Buchweizen zur Familie der Polygonaceae. Damit
sind sie Teil der Ordnung der Caryophyllales und könnten größere Mengen pektingebundener
FS enthalten (Hartley & Harris, 1981). Aus Amaranth-Samen konnten bereits einige FS-OS
isoliert und charakterisiert werden (Bunzel et al., 2005).
ZRS sind ein Restprodukt der Saccharosegewinnung aus Zuckerrübe, bei welcher die Zucker-
rüben gehäckselt und mit heißemWasser extrahiert werden. Dadurch wird die Saccharose her-
ausgelöst und es bleiben hauptsächlich die pflanzlichen Zellwände zurück, weshalb ZRS einen
hohen Gehalt an NSPS aufweisen. Die NSPS sind reich an Pektinen, welche einen hohen An-
teil an AN und geringere Mengen an GN besitzen (Renard & Thibault, 1993; Micard et al.,
1996;Oosterveld et al., 1996). Es wurde bereits gezeigt, dass ZRS-AN einen hohen Verzwei-
gungsgrad und komplexere Strukturen aufweisen können (Oosterveld et al., 1996;Westphal
et al., 2010a). Zudem können, wie durch die Isolierung und Charakterisierung verschiedener
FS-OS gezeigt, größere Mengen FS an die AN und GN der Zuckerrübe gebunden sein (Col-
quhoun et al., 1994; Micard et al., 1996).
SES ist der nach der Sojaölgewinnung verbleibende Rückstand und stellt damit ebenfalls ein
Restprodukt der Lebensmittelindustrie dar. Die NSPS von Sojabohnen wurden bereits in einigen
Studien untersucht, wobei ein hoher Anteil an GN mit seltenen Strukturelementen wie termina-
len Arap gefunden wurde (Huisman et al., 1998, 2001b).
Details zu den verwendeten pflanzlichen Rohstoffen und deren Vorbereitung für die Analyse
sind in Abschnitt 8.1 beschrieben.
3.2 Aufarbeitung der pflanzlichen Rohstoffe
Die meisten pflanzlichen Rohstoffe enthalten im Rohzustand größere Mengen an Monosaccha-
riden und/oder oligo- und polymeren Nicht-Zellwand-PS. Da diese Substanzen die nachfolgen-
den Analysen teilweise stören, müssen sie vor der Untersuchung der NSPS entfernt werden.
3.2.1 Ballaststoffisolierung
Zur Aufarbeitung der pflanzlichen Rohstoffe wurde einerseits die Isolierung der Ballaststof-
fe verwendet, da dies ein etabliertes Verfahren zur größtenteils zerstörungsfreien Isolierung
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von NSPS darstellt. Bei dieser Methode werden Stärke und ein großer Anteil der Proteine
durch einen enzymatischen Abbau und niedermolekulare Substanzen durchWaschen mit Etha-
nol/Wasser 80:20 (v/v) entfernt. Meist wird, basierend auf der Löslichkeit in der für den enzymati-
schen Verdau verwendeten wässrigen Pufferlösung, eine Unterteilung in unlösliche Ballaststof-
fe (UBS) und lösliche Ballaststoffe (LBS) vorgenommen. Diese Einteilung ist jedoch nicht mit
allgemein gültigen strukturellen oder funktionellen Eigenschaften der enthaltenen NSPS ver-
knüpft.
Zu den Ballaststoffen werden alle PS gezählt, die gegenüber der Verdauung in Magen und
Dünndarm resistent sind und positive ernährungsphysiologische Eigenschaften besitzen (AA-
CC, 2001). In den frühen Jahren der Ballaststoffforschung lag der Fokus auf denNSPS. Dement-
sprechend wurden Methoden entwickelt, bei denen Stärke möglichst vollständig abgebaut wird
(Trowell et al., 1976; Prosky et al., 1988). Jedoch konnte nachgewiesen werden, dass
resistente Stärke ebenfalls die oben genannten Kriterien erfüllt und somit als Ballaststoffe klas-
sifiziert werden kann (Champ et al., 2003b). Daher wurden neue Analysemethoden entwickelt,
die darauf abzielen den Stärkeabbau im menschlichen Dünndarm zu imitieren und resistente
Stärke sowie niedermolekulare OS mit zu erfassen (McCleary et al., 2010, 2015). Eine Erfas-
sung dieser Bestandteile ist für die Charakterisierung der AN undGN jedoch nicht von Interesse.
Daher wurde für eine präparative Isolierung der Ballaststofe die von Prosky et al. (1988) be-
schriebene Methode, jedoch mit größeren Mengen an pflanzlichen Ausgangsmaterialien und
kostengünstigeren Enzympräparaten verwendet (siehe Abschnitt 8.1.1). Durch die bei diesem
Verfahren verwendeten hohen Temperaturen in Kombination mit der thermostabilen α-Amylase
sollte ein nahezu vollständiger Stärkeabbau erreicht werden, so dass lediglich die NSPS der
pflanzlichen Zellwand zurückbleiben.
3.2.2 Isolierung der Nicht-Stärke-Polysaccharide
Zur Analyse der NSPS vor und nach der Lagerung von Äpfeln wurde ein weiterer Probenau-
farbeitungsansatz erarbeitet und durch Anwendung der konventionellen und der entwickelten
Methoden auf seine Eignung als alternative Methode der Probenaufarbeitung überprüft. Diese
alternative Isolierungsmethode sollte für eine zeitsparende Durchführung und eine möglichst
vollständige Analyse nativer NSPS-Strukturen optimiert werden, da die Ballaststoffisolierung
diesbezüglich einige Nachteile aufweist. So könnte der bei der Ballaststoffisolierung verwende-
te Proteinabbau durch den Abbau von Strukturproteinen zwar die enzymatische Zugänglichkeit
der NSPS verbessern, jedoch sollten sich die Proteine nicht störend auf die Strukturcharakte-
risierung der NSPS auswirken. Zudem können die bei der Ballaststoffisolierung verwendeten
Enzyme sowie Puffersalze bei der Isolierung der LBS ausfallen, was in einem hohen Anteil an
Begleitstoffen resultiert. Des Weiteren ist die Unterteilung von UBS und LBS für eine Struktur-
analyse von NSPS nicht immer sinnvoll bzw. notwendig und die relativ langen Inkubationszeiten
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könnten zu einer partiellen Depolymerisation mancher PS führen.
Um diese Faktoren zu berücksichtigen, wurde ein verkürzter modifizierter Stärkeabbau ange-
wendet. Zunächst wurden, um eine Beeinflussung des pH-Werts im Inkubationsansatz zu mi-
nimieren, organische Säuren und andere niedermolekulare Bestandteile durch Waschen mit
Ethanol/Wasser 80:20 (v/v) entfernt. Anschließend wurde lediglich ein kurzer enzymatischer
Verdau mit einer erhöhten Menge thermostabiler α-Amylase und Amyloglucosidase in Wasser
durchgeführt, wobei Enzyme mit der höchstmöglichen Reinheit verwendet wurden. Die durch
die Behandlung gelösten PS wurden durch Ethanol/Wasser 80:20 (v/v) ausgefällt und der durch
Zentrifugation erhaltene Rückstand wurde als NSPS verwendet (siehe Abschnitt 8.1.2).
3.2.3 Extraktionsmethoden
Nach Entfernung niedermolekularer Bestandteile bzw. nach einem Stärkeabbau liegt meist ein
komplexes, größtenteils unlösliches PS-Netzwerk vor. Zur partiellen Solubilisierung der PS exis-
tiert eine Vielzahl an Extraktionsmethoden (Redgwell & Selvendran, 1986; Redgwell et al.,
1990; Renard, 2005). Die Extraktion wird dabei oft schrittweise mit einer Reihe an wässri-
gen Extraktionsmitteln durchgeführt, wobei Chelatoren wie 1,2-Diaminocyclohexantetraessig-
säure (CDTA), schwache Basen wie Na2CO3 und starke Basen wie KOH in verschiedenen Kon-
zentrationen zum Einsatz kommen. Im Rahmen dieser Arbeit wurde eine möglichst vollständige
Charakterisierung der NSPS angestrebt, weshalb eine Fraktionierung der NSPS mit mehreren
Extraktionsmitteln nicht sinnvoll gewesen wäre. Zur Isolierung von Standardsubstanzen bzw.
zur enzymatischen Spaltung der NSPS war jedoch beim Vorliegen sehr komplexer Zellwand-
strukturen eine Auflockerung bzw. eine teilweise Hydrolyse des Zellkomplexes notwendig. Die
zur Extraktion von Pektinen oft angewandte Extraktion mit schwachen Säuren wurde nicht ver-
wendet, da sie zu einer partiellen Hydrolyse der AN-Ketten führt (Guillon & Thibault, 1989).
Eine Extraktion mit Chelatoren wie CDTA resultiert meist in einer sehr geringen Solubilisierung,
während für die in sequentiellen Extraktionen meist als letzten Schritt angewandte basische
Extraktion relativ hohe Ausbeuten an AN-PS beschrieben wurden (Oosterveld et al., 1996).
Hierbei erfolgt die Freisetzung der Pektinseitenketten bzw. des RG-I wahrscheinlich aufgrund
der β-Eliminierung der HG-Ketten. Daher wurde teilweise vor der enzymatischen AN-Hydrolyse
eine Ca(OH)2-Extraktion verwendet (siehe Abschnitt 8.3.1). Diese Methode wurde ebenfalls als
sehr effektiv für die AN-Extraktion beschrieben (McCleary et al., 1991).
Die Verwendung stark salzhaltiger Lösungen in Kombination mit hohen Temperaturen hat je-
doch den Nachteil, dass eine teilweise Modifikation mancher PS stattfinden kann und dass
große Salzmengen in den Extraktionsansatz eingebracht werden. Die hohe Ionenkonzentra-
tion kann die Aktivität der zur Spaltung verwendeten Enzyme stark einschränken oder kom-
plett verhindern. Zur Kohlenhydratanalytik oft verwendete chromatographische Techniken wie
HPAEC-PAD sind ebenfalls anfällig gegenüber größeren Mengen an Fremdionen, da diese zu
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Retentionszeitverschiebungen und einer Veränderung des Response führen können. Eine Ent-
fernung der Ionen kann beispielsweise durch Dialyse erfolgen, wobei je nach Ausschlussvo-
lumen ein Teil der PS verloren geht. Bei der Verwendung von Ionenaustauscherharzen ist es
notwendig, den unlöslichen Rückstand zunächst durch Zentrifugation zu entfernen und nach
Entsalzung wieder hinzuzufügen. Somit ist eine Entfernung von Ionen nur mit einem deutlich
erhöhten Arbeitsaufwand möglich. Dagegen kann die von Oosterveld et al. (1996) beschrie-
bene Autoklavenextraktion in Wasser durchgeführt werden und führt ebenfalls zu einer hohen
Solubilisierung von PS. Bei dieser Extraktion werden die Proben in Wasser suspendiert und
für 40 Minuten bei 121°C autoklaviert. Da die Probe vor weiteren Analyseschritten lediglich ab-
gekühlt werden muss, ist diese Methode am besten für die Anwendung in Routinemethoden
geeignet (siehe Abschnitt 8.6 und Abschnitt 8.7). Zudem wurde das Verfahren im Rahmen die-
ser Arbeit ebenfalls im präparativen Maßstab zur Erhöhung der Ausbeute angewendet (siehe
Abschnitt 8.3.1).
3.3 Charakterisierung von Nicht-Stärke-Polysacchariden
3.3.1 Monosaccharidzusammensetzung
Durch die Analyse der Monosaccharidzusammensetzung lassen sich erste Rückschlüsse auf
die vorhandenen PS ziehen. Zur Spaltung der glykosidischen Bindungen werden meist ver-
schiedene saure Hydrolysemethoden angewendet, welche jeweils Vor- und Nachteile aufwei-
sen. Durch die von Saeman et al. (1945) beschriebene Schwefelsäurehydrolyse können al-
le neutralen Polysaccharide inklusive kristalliner Cellulose hydrolysiert werden. Jedoch konnte
gezeigt werden, dass durch diese Hydrolysemethode Polyuronsäuren und Desoxyhexosen teil-
weise unterbestimmt werden (De Ruiter et al., 1992;Willför et al., 2009). Da der Anteil an
Uronsäuren wichtige Rückschlüsse auf die vorhandenen Pektinstrukturen liefern kann, wurde
zusätzliche eine Methanolyse zur Spaltung der PS-Präparate eingesetzt. Für diese Methode
wurde beschrieben, dass sie sehr gut zur Spaltung von löslichen, Uronsäure-enthaltenden PS
geeignet ist (De Ruiter et al., 1992;Willför et al., 2009). Jedoch werden bei der Anwendung
dieser Methode auf unlösliche Proben kristalline PS unterbestimmt (Willför et al., 2009). Da-
her wurde zur Analyse der unlöslichen PS-Präparate sowohl eine H2SO4-Hydrolyse als auch
eine Methanolyse verwendet, während für die löslichen PS-Präparate lediglich eine Methanoly-
se verwendet wurde.
Die Analyse der freigesetzten Monosaccharide kann durch verschiedene chromatographische
Methoden erfolgen, wobei die GC ein gut etabliertes Verfahren darstellt (Albersheim et al.,
1967; Blakeney et al., 1983; Pettolino et al., 2012). Jedoch muss vor der GC-Messung ei-
ne zeitaufwändige Derivatisierung erfolgen. Zudem ist eine Analyse der Uronsäuren lediglich
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nach einer vorherigen Reduktion der Carboxygruppe möglich, was einen weiteren Arbeitsschritt
darstellt. Daher wurde für die Analyse der Hydrolysate die HPAEC-PAD gewählt, mit der un-
derivatisierte Monosaccharide inklusive der Uronsäuren getrennt und empfindlich quantifiziert
werden können (siehe Abschnitt 8.2.1). Bei Anwendung der H2SO4-Hydrolyse können die Mo-
nosaccharide nach Neutralisation und Verdünnung direkt analysiert werden (siehe Abschnitt
8.2.1.1). Die durch die Methanolyse erhaltenen Methylglykoside müssen für die HPAEC-PAD-
Analyse zu Monosacchariden gespalten werden. Dies wurde, wie von De Ruiter et al. (1992)
vorgeschlagen, durch eine Hydrolyse mit 2 M Trifluoressigsäure (TFA) erreicht (siehe Abschnitt
8.2.1.2).
3.3.2 Methylierungsanalyse
Die Methylierungsanalyse, deren Prinzip in Abschnitt 1.4 beschrieben ist, hat sich als Stan-
dardmethode zur Betrachtung von PS-Bindungsverhältnissen etabliert. Eine Permethylierung
von PS kann, jeweils unter Verwendung von Methyliodid, entweder mit Methylsulfinyl-Carban-
ionen in Dimethylsulfoxid (DMSO) nach Hakomori (1964) oder mit pulverisiertem Natriumhy-
droxid in DMSO nach Ciucanu & Kerek (1984) erfolgen. Die Verwendung des Methylsulfinyl-
Carbanions ist methodisch aufwändig und resultiert in einer erhöhten Anzahl an Nebenproduk-
ten. Zudem können aus dem Methylsulfinyl-Carbanion explosionsgefährliche Nebenprodukte
entstehen (Pettolino et al., 2012). Daher wurde im Rahmen dieser Arbeit die Methylierung
mittels Methyliodid unter Verwendung von pulverisiertem Natriumhydroxid mit den von Nunes
et al. (2008) beschriebenen Bedingungen durchgeführt. Bei schlechter Quellbarkeit des zu
methylierenden Materials kann es zu einer nicht vollständigen Methylierung der PS kommen.
Diese Untermethylierung kann am Auftreten hoher Mengen vollacetylierter Zuckeralkohole in
der GC-Analyse erkannt werden. Die Erfassung von Uronsäuren mittels Methylierungsanalyse
ist zwar möglich, jedoch muss für jede Probe eine Reduktion der Carboxyfunktionen durch-
geführt werden (Kim & Carpita, 1992; Pettolino et al., 2012). Die GalA der Pektine liegen
größtenteils (1→4)-verknüpft vor, lediglich Strukturelemente wie XGA und RG-II könnten 1,3,4-
substituierte GalA-Reste enthalten. Da diese PS jedoch nicht im Fokus der Arbeit standen, wur-
de aufgrund des geringen Informationsgewinns auf eine Reduktion der Uronsäuren verzichtet.
Zur Spaltung der permethylierten PS wurde 2 M TFA verwendet, da diese einerseits eine gute
Hydrolysekapazität besitzt und andererseits durch Evaporation leicht wieder entfernt werden
kann (Albersheim et al., 1967). Nach Entfernung der Säure kann somit direkt eine Reduktion
mit Natriumbordeuterid erfolgen. Die durch die Reduktion mit Natriumbordeuterid eingeführ-
te Deuteriummarkierung an C1 ist für die massenspektrometrische Unterscheidung mancher
PMAAs notwendig. Beispielweise können durch die Deuteriummarkierung die koeluierenden
PMAAs der 1,2-substituierten Xylp und der 1,4-substituierten Xylp durch die charakteristischen,
um eine Masseneinheit verschobenen, Fragmente unterschieden werden (Abbildung 3.1).
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Abbildung 3.1: Entstehung der Hauptfragmente der partiell methylierten Alditolacetate 1,2-
substituierter und 1,4-substituierter Xylopyranose (Xylp). Ohne Deuteriummar-
kierung an C1 würden sich jeweils Fragmente mit einem Masse-zu-Ladungs-
Verhältnis von 117 und 189 ergeben. Me = Methylrest, Ac = Acetylrest.
Um die Acetylierung der partiell methylierten Zuckeralkohole ohne aufwändige Zwischenschritte
durchführen zu können, wurde 1-Methylimidazol als Katalysator eingesetzt (Blakeney et al.,
1983). Da für die Identifizierung der PMAAs keine Standardsubstanzen zur Verfügung stan-
den, wurden die PMAAs durch ihre GC-Retentionszeit und ihre MS-Fragmentierung zugeord-
net. Dies ist möglich, da eine Spaltung der PMAAs bevorzugt zwischen zwei Methoxygruppen-
tragenden Kohlenstoffen bzw. Kohlenstoffen, die eine Methoxygruppe und eine Acetoxygruppe
tragen, stattfindet. Zudem können aus den Primärfragmenten charakteristische Sekundärfrag-
mente entstehen, wodurch sich je nach Substitution charakteristische Fragmentierungsmuster
ergeben (Björndal et al., 1967). Die Zuordnung der PMAAs erfolgte durch den Vergleich mit
den durch die Analyse von bekannten OS bzw. PS erhaltenen Daten und mithilfe von Litera-
turdaten (Björndal et al., 1967; CCRC, 2016). Durch eine GC-FID-Analyse unter gleichen
chromatographischen Bedingungen wie bei der GC-MS und durch Verwendung der von Sweet
et al. (1975) beschriebenen Korrekturfaktoren konnten schließlich die Verhältnisse der vorher
identifizierten PMAAs errechnet werden. Die genaue Durchführung der Analyse ist in Abschnitt
8.2.2 beschrieben.
3.3.3 Ferulasäurebestimmung
Zur Freisetzung der zellwandassoziierten Hydroxyzimtsäuren und DFS hat sich eine Verseifung
mit Natriumhydroxid als Standardverfahren etabliert. Dabei wird meist eine Hydrolyse mit 2 M
NaOH verwendet, welche sich als geeignet zur Freisetzung estergebundener FS gezeigt hat
(Parker et al., 2005). Es existieren einige Methoden zur Analyse der freigesetzten Hydroxy-
zimtsäuren und DFS mittels GC, da durch die GC eine gute Trennung aller monomeren und
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dimeren Substanzen erreicht wird (Packert & Steinhart, 1995; Renger & Steinhart, 2000;
Bunzel et al., 2001). Jedoch erfordert die GC-Analyse eine Derivatisierung, während mittels
HPLC ebenfalls eine gute Trennung ohne vorherige Derivatisierung erreicht wird. Daher wur-
de die von Dobberstein & Bunzel (2010) beschriebene HPLC-Diodenarray-Detektor (DAD)-
Methode verwendet. Bei dieser Methode werden die relativen Responsefaktoren (RRFs) der
Hydroxyzimtsäuren zu Kaffeesäure bzw. die RRFs der DFS zu monomethylierter-5-5-DFS ver-
wendet, um die Gehalte an Hydroxyzimtsäuren und DFS zu bestimmen. Falls das zu analy-
sierende Probenmaterial keine Kaffeesäure enthält, können somit sowohl die monomeren Hy-
droxyzimtsäuren als auch die DFS im selben Hydrolyseansatz bestimmt werden. Da jedoch
in manchen Materialien kleinere Mengen an Kaffeesäure enthalten waren, wurde bei diesen
Proben stattdessen ortho-Cumarsäure als interner Standard verwendet. Allerdings eluiert ortho-
Cumarsäure sehr nahe an den 8-8-verknüpften DFS, weshalb bei Verwendung dieser Standard-
substanz getrennte Hydrolyseansätze durchgeführt werden müssen. Die Durchführung und die
jeweiligen chromatographischen Bedingungen sind in Abschnitt 8.2.3 aufgeführt. Für die Anga-
be der Gehalte wurden die UBS um ihren Asche- bzw. Proteingehalt korrigiert (siehe Abschnitt
8.1.1).
3.4 Freisetzung und Isolierung von Oligosacchariden
3.4.1 Freisetzung von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
Da in den verwendeten Substraten bzw. Materialien eine Vielzahl an verschiedenen PS vorlie-
gen, wurde eine enzymatische Behandlung für die Freisetzung von OS gewählt. Eine saure Hy-
drolyse würde in einer Vielzahl an zufälligen und teilweise chromatographisch nicht-trennbaren
Produkten resultieren. Für die Freisetzung und Isolierung von AN-OS wurde von Westphal
et al. (2010a) bereits endo-Arabinanase in Kombination mit Arabinofuranosidasen bzw. exo-
Arabinanasen verwendet. Durch diese Enzyme wurden Seitenketten- und Rückgrat-Ara teilwei-
se abgespalten und die verbliebenen verzweigten Strukturen wurden charakterisiert (Westphal
et al., 2010a). Jedoch ist eine Abspaltung von Seitenketten- und/oder Rückgrat-Ara abhängig
von den verwendeten exo-Enzymen und ist meist nicht komplett spezifisch für eine bestimmte
glykosidische Bindung (Rombouts et al., 1988; Beldman et al., 1993; Kühnel et al., 2010).
Diese unspezifische Abspaltung von Ara-Einheiten stellt somit einen großen Nachteil des Ein-
satzes von exo-Enzymen in der Routineanalytik nativer Strukturelemente dar.
Für (1→4)-verknüpfte GN spaltende endo-Galactanasen wurde beschrieben, dass Typ II GN
durch diese Enzyme nicht gespalten werden können (Van de Vis et al., 1991; Yamaguchi
et al., 1995; Luonteri et al., 2003). Daher sollten diese Enzyme zur spezifischen Freisetzung
und Analyse von (1→4)-verknüpften GN geeignet sein. Durch die Verwendung von Kombina-
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tionen aus endo-Galactanase und Galactosidase wurden bereits eine Vielzahl von potentiellen
GN-OS freigesetzt (Huisman et al., 1999, 2001a). Dabei deutete sich ebenfalls ein zusätzlicher
Abbau von GN-OS durch die Verwendung der Galactosidase an (Huisman et al., 1999).
Um den teilweise unspezifischen Abbau von Seitenketten oder anderen Substituenten durch
exo-Enzyme zu vermeiden, wurden lediglich endo-Enzyme für die Spaltung und Analyse von
AN- und GN-OS verwendet (siehe Abschnitt 8.6 und Abschnitt 8.7). Die Isolierung von geeig-
neten Standardsubstanzen für die zu entwickelnden Methoden erfolgte ebenfalls meist unter
Verwendung von endo-Enzymen (siehe Abschnitt 8.3.1). Jedoch wurden teilweise auch exo-
Enzyme für eine präparative Isolierung angewendet, da deren Verwendung teilweise in einer
deutlichen Erhöhung der Ausbeute resultierte. Um die Entstehung von Nebenprodukten ein-
zuschränken, wurden dabei allerdings Substrate mit entsprechender Reinheit verwendet. Teil-
weise wurden Anionenaustauscher angewendet um geladene Nebenprodukte wie HG-OS aus
dem enzymatischen Hydrolysat zu entfernen (siehe Abschnitt 8.3.1).
3.4.2 Isolierung und Aufreinigung von Arabinan- und Galactan-Oligosaccha-
riden
Durch die enzymatische Spaltung der verschiedenen Materialien werden Mischungen von Mo-
nosacchariden, OS und nicht gespaltenen PS erhalten. Nach Aufkonzentrierung der Hydroly-
seansätze ergaben sich durch den hohen Gehalt dieser Substanzen meist Lösungen hoher
Viskosität, welche daher nicht direkt mittels HPLC fraktioniert werden konnten. Durch eine Vor-
fraktionierung mittels Gelpermeationschromatographie (GPC) können die OS basierend auf ih-
rem Polymerisationsgrad in verschiedene Fraktionen aufgeteilt werden, welche anschließend
mittels HPLC aufgereinigt werden können. Für eine Trennung von OS-Gemischen nach hy-
drodynamischen Volumen wird oft Bio-Gel P-2 als stationäre Phase verwendet, welches einen
zur Trennung von OS geeigneten Trennbereich aufweist (Huisman et al., 2001a; Hinz et al.,
2005; Westphal et al., 2010a). So ist durch Verwendung dieses Materials eine grobe Tren-
nung großer Mengen Hydrolysat in einem Molekulargewichtsbereich von ca. 2000 - 200 Dalton
möglich. Aufgrund der geringen Auflösung sind meist in allen Fraktionen mehrere Substanzen
bzw. Verunreinigungen vorhanden, was eine weitere Aufreinigung mittels HPLC erfordert. Die
zur GPC verwendeten Bedingungen sind in Abschnitt 8.3.2 beschrieben.
Eine Trennung von OS kann durch verschiedene HPLC-Techniken bzw. stationäre Phasen er-
reicht werden, jedoch eignen sich nur wenige Methoden auch für eine präparative Fraktionie-
rung von AN- und GN-OS. Limitierend ist beispielsweise die Eignung bzw. die Verfügbarkeit
von (semi)präparativen Säulen, die in ihrer Anschaffung meist sehr teuer sind. Alternativ kön-
nen auch analytische Säulen zur Aufreinigung von Hydrolysaten bzw. OS verwendet werden.
Dabei müssen aufgrund der geringeren Trennkapazität jedoch meist mehrere Injektionen vor-
genommen werden. Durch die Verwendung eines Autosamplers und eines programmierten
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Fraktionensammlers können solche Fraktionierungen mit einem angemessenen Zeitaufwand
durchgeführt werden. Die semipräparative Fraktionierung von OS setzt zudem eine ausreichen-
de Löslichkeit dieser im für die Injektion verwendeten Lösungsmittel(gemisch) voraus. So sind
größere Mengen an OS bei höheren Anteilen an organischen Lösungsmitteln meist nicht mehr
löslich.Werden geringere Probenmengen eingesetzt, müssen entsprechend empfindlichere De-
tektionsmethoden verwendet werden. Während eine Refractive Index (RI)-Detektion für große
Mengen gut geeignet ist, können kleinere Mengen meist nur durch normalerweise nicht für
präparative Zwecke geeignete Detektionsmethoden wie MS oder ELSD detektiert werden. Bei
Verwendung dieser Techniken muss der Fluss vor dem Detektoreingang entsprechend geteilt
werden. Die Mutarotation reduzierender OS kann ein weiterer wichtiger Faktor bei einer HPLC-
Trennung von OS für viele stationäre Phasen sein. Insbesondere die α- und β-Anomere der
bevorzugten Ringform der reduzierenden Einheit der OS können ein unterschiedliches Reten-
tionsverhalten zeigen und so breite oder aufgespaltene Peaks verursachen.
Für eine Analyse von OS wird oft die HPAEC-PAD angewendet. Gründe hierfür sind die bis in
einen hohen Molekulargewichtsbereich sehr gute Trennleistung und die gleichzeitig sehr emp-
findliche Detektion von OS. Da durch die stark basischen Bedingungen die Mutarotation an den
reduzierenden Enden der OS sehr schnell verläuft, haben die α- und β-Anomere bei dieser
Technik keinen Einfluss auf die Peakbreite und es werden in der Regel sehr schmale Peaks
erhalten. Dennoch wird die HPAEC-PAD aufgrund einiger limitierender Faktoren nur selten zur
präparativen Fraktionierung von OS verwendet (An et al., 1994a; Huisman et al., 2001a).
Einerseits stellen die durch die Eluenten generierten hohen Salzgehalte der Fraktionen einen
großen Nachteil dar. Die Salze müssen entweder online durch entsprechende Entsalzermem-
branen oder nach der Fraktionierung durch Ionenaustauscherharze wieder entfernt werden.
Zudem sind semipräparative HPAEC-PAD-Säulen oft sehr teuer in der Anschaffung. Eine Alter-
native stellt die Fraktionierung auf analytischen Säulen dar, welche jedoch aufgrund der gerin-
gen Kapazität der Säulen und der zusätzlich nötigen Entsalzung nur unter großem Zeitaufwand
durchführbar ist. Daher wurde die HPAEC-PAD nicht für die Aufreinigung der Hydrolysate bzw.
der OS verwendet. Jedoch wurde sie aufgrund der vielen Vorteile sowohl für das chromato-
graphische Profiling von AN- und GN-OS (siehe Abschnitt 8.6) als auch zur Überprüfung der
Reinheit von aufgereinigten OS verwendet.
Von Hicks & Sondey (1987) wurde eine C18-Phase mit reinem Wasser als Eluenten für die
semipräparative Isolierung von Malto-OS verwendet. Für viele AN- und GN-OS konnte durch
Verwendung einer semipräparativen C18-Säule ebenfalls eine gute Trennung erreicht werden.
Da die OS für diese Technik lediglich in Wasser ohne Zusatz von organischen Lösungsmitteln
gelöst werden mussten, konnten größere Mengen an OS gelöst und getrennt werden. Dadurch
war eine RI-Detektion möglich und die OS-Gemische konnten meist in nur einem Lauf fraktio-
niert werden. Das Elutionsverhalten der verschiedenen OS kann bei dieser Technik lediglich
durch die Säulentemperatur beeinflusst werden. Für GN-OS war aufgrund der relativ niedrigen
Retention meist eine niedrige Temperatur von 5 - 10°C notwendig, während AN-OS aufgrund
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der höheren Retention bei 20 - 40°C getrennt wurden. Nachteile dieser Technik stellen die re-
lativ breiten Peaks sowie die teilweise starke Auftrennung der α- und β-Anomere der OS dar.
Manche Substanzen konnten durch die verwendete semipräparative C18-Säule nicht oder nur
in unzureichender Reinheit getrennt werden, so dass für die Verwendung als Standardsub-
stanz eine weitere Aufreinigung nötig war. Eine andere Selektivität und etwas schmalere Peaks
konnten durch Verwendung einer analytischen C18-Phase eines anderen Herstellers erhalten
werden. Deshalb wurde diese Säule teilweise für die Fraktionierung von GN-OS verwendet,
jedoch konnte für manche AN-OS auch mit dieser Säule keine Trennung erreicht werden. Die
chromatographischen Bedingungen der Fraktionierung an C18-Säulen sind in Abschnitt 8.3.3
aufgeführt.
Die Verwendung von HILIC-Säulen wurde ebenfalls als gut geeignet zur Trennung verschiede-
ner OS beschrieben (Leijdekkers et al., 2011; Remoroza et al., 2012). Jedoch müssen die
zu trennenden OS in einer Mischung mit mindestens 50 % organischem Lösungsmittelanteil
gelöst werden. Dadurch können aufgrund der teilweise schlechten Löslichkeit der OS in die-
sen Lösungsmittelgemischen keine größeren Konzentrationen aufgegeben werden, was den
Einsatz als semipräparative Trenntechnik stark limitiert. Da zudem die bei den C18-Phasen
auftretenden Trennprobleme durch die verfügbaren HILIC-Phasen nicht gelöst werden konn-
ten, wurde auf die Verwendung dieser Trennsäulen verzichtet.
Zur Trennung von komplexen AN-OS und anderen OS wurde eine Porous Graphitized Car-
bon (PGC)-Phase als sehr gute Alternative zur HPAEC-PAD beschrieben (Westphal et al.,
2010b,c). Aufgrund der sehr starken Retention von OS durch das PGC-Material werden Gra-
dienten aus Wasser und einem steigenden Anteil an organischem Lösungsmittel verwendet.
Dadurch und aufgrund der niedrigen Flussraten ist die Verwendung von MS-Techniken zur De-
tektion ebenfalls sehr gut möglich. Daher wurde zusätzlich zur HPAEC-PAD eine PGC-Säule
in Kombination mit MSn zur Charakterisierung und zum chromatographischen Nachweis ver-
schiedener OS verwendet (siehe Abschnitt 8.5.2). Für die GN-OS ergaben sich auf einer PGC-
Säule im Vergleich zu den C18-Phasen sehr stark verbreiterte Peaks, wodurch der Einsatz
als Aufreinigungsmethode für diese OS stark eingeschränkt war. Jedoch war die Verwendung
der PGC-Phase für die Trennung bzw. Aufreinigung mancher AN-OS essentiell. Da präparative
PGC-Trennsäulen sehr teuer in ihrer Anschaffung sind, wurde eine programmierte PGC-HPLC-
ELSD-Fraktionierung auf einer analytischen PGC-Säule durchgeführt (siehe Abschnitt 8.3.3).
Durch die Kombination der verschiedenen Trennphasen konnte für alle isolierten Standardsub-
stanzen eine angemessene Reinheit erzielt werden (mindestens 80 %, meistens > 90 %).
3.4.3 Freisetzung von Hydroxyzimtsäure-Oligosacchariden
Für eine Freisetzung von Hydroxyzimtsäure-OS werden meist schwache Säuren oder Multi-
enzympräparate verwendet. Diese vergleichsweise unspezifischen Hydrolysemethoden kön-
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nen angewendet werden, da die Hydroxyzimtsäure-OS aufgrund der unpolaren phenolischen
Reste leicht von Monosacchariden oder nicht-veresterten OS abgetrennt werden können. Ei-
ne Spaltung der PS mit schwachen Säuren wird hauptsächlich für Arabinoxylane verwendet,
da aufgrund der erhöhten Säurelabilität furanosidischer Bindungen die FS-enthaltenden Araf -
Seitenketten abgespalten werden (Saulnier et al., 1995; Bunzel et al., 2002; Allerdings
et al., 2006). Bei Anwendung dieser Hydrolyse auf dikotyle Pflanzen wurden hauptsächlich
Substanzen, bei denen die FS an eine Ara gebunden vorliegt, isoliert (Colquhoun et al.,
1994; Ralet et al., 1994b; Bunzel et al., 2005). Dies ist wahrscheinlich auf eine vollstän-
dige Spaltung der AN und einer unvollständigen Spaltung der GN zurückzuführen. Aufgrund
der weniger spezifischen und für p-gebundene Hydroxyzimtsäuren uneffektiven Freisetzung der
Hydroxyzimtsäure-OS durch eine Säurehydrolyse wurde eine enzymatische Spaltung durchge-
führt. Dabei wurde zum einen Driselase verwendet, durch welche bereits verschiedene AN- und
GN-FS-OS freigesetzt und charakterisiert werden konnten (Ishii & Tobita, 1993; Colquhoun
et al., 1994; Ralet et al., 1994a; Bunzel et al., 2005). Dieses Multienzympräparat enthält
diverse Zellwand-PS-spaltende Enzyme und gleichzeitig keine Esterase-Aktivität. Somit wer-
den PS effektiv gespalten, während die Bindung zwischen den Hydroxyzimtsäuren und den
freigesetzten OS erhalten bleibt. Für eine Hydrolyse sehr großer Mengen an pflanzlichen Aus-
gangsmaterialien wurde als Alternative zur Driselase das deutlich kostengünstigere Enzymprä-
parat Viscozyme L verwendet. Für diese Enzymmischung wurde bereits eine hohe Effektivität
für die Hydrolyse von Mais-Zellwänden sowie die Abwesenheit von Esterase-Aktivität beschrie-
ben (Grabber et al., 1998). In Vorversuchen konnte zudem eine hohe pektinolytische Aktivität
und ebenfalls keine Esterase-Aktivität detektiert werden. Daher sollte Viscozyme L sehr gut ge-
eignet sein, um große Mengen an Material zu hydrolysieren. Um die zeitaufwändige Isolierung
großer Mengen an UBS zu vermeiden, wurde beim Einsatz von Viscozyme L entweder keine
UBS-Isolierung durchgeführt oder ein deutlich vereinfachter Abbau von Stärke und Proteinen
angewendet. Bei diesem vereinfachten Ansatz wurde der unlösliche Rückstand, welcher durch
die Hydrolyse mit thermostabiler α-Amylase und Protease erhalten wurde, direkt mit Viscozy-
me L inkubiert. Somit konnten ein Amyloglucosidase-Abbau sowie die Wasch- und Trocknungs-
schritte eingespart werden. Die Bedingungen der durchgeführten Hydrolysen sind in Abschnitt
8.4.1 aufgeführt.
3.4.4 Isolierung und Aufreinigung von Hydroxyzimtsäure-Oligosacchariden
Für eine Abtrennung der durch die enzymatische Hydrolyse entstandenen Monosaccharide
bzw. nicht-veresterten OS wird meist eine Amberlite XAD-2-Säulenchromatographie durchge-
führt (Saulnier et al., 1995; Bunzel et al., 2002, 2005; Ralet et al., 2005). Dabei wird zu-
nächst eine Amberlite XAD-2-Säule mit demHydrolysat beladen, wobei die mit Hydroxyzimtsäu-
ren bzw. DFS veresterten OS an das unpolare Säulenmaterial adsorbiert werden. Nach Aus-
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waschung der abzutrennenden Verbindungen mit Wasser werden die adsorbierten OS meist
schrittweise mittels Methanol- bzw. Ethanol-Wasser-Mischungen eluiert. Um möglichst alle ad-
sorbierten Substanzen in einer Fraktion zu erhalten, wurde im Rahmen dieser Arbeit lediglich
eine Elution mit reinem Methanol durchgeführt (siehe Abschnitt 8.4.1). Zusätzlich wurde als Al-
ternative zu Amberlite XAD-2 silicabasiertes C18-Material verwendet, da dieses Material eine
gleichwertige oder bessere Adsorption von Hydroxyzimtsäure-OS gewährleisten sollte (siehe
Abschnitt 8.4.1).
Eine Vortrennung der aufgereinigten Hydrolysate wird häufig mittels GPC durchgeführt. Dabei
hat sich sowohl für Arabinoxylan-FS-OS als auch für Pektin-FS-OS das Material Sephadex LH-
20 etabliert (Ishii & Tobita, 1993; Ralet et al., 1994a; Saulnier et al., 1995; Bunzel et al.,
2002, 2005; Allerdings et al., 2006). Dieses Material besteht aus einem Netzwerk hydroxy-
propylierter Dextrane. Dadurch basiert die Sephadex LH-20-Trennung einerseits auf der Mo-
lekülgröße, andererseits auf den hydrophoben Wechselwirkungen zwischen den Analyten und
dem Material. Daher müssen relativ unpolare Substanzen wie DFS-OS mit Lösungsmittelgemi-
schen aus Wasser und Methanol bzw. Ethanol eluiert werden (Saulnier et al., 1999; Levigne
et al., 2004b; Allerdings et al., 2005; Ralet et al., 2005; Bunzel et al., 2008). Teilwei-
se werden für eine ergänzende GPC-Trennung Materialien wie Bio-Gel P-2 eingesetzt (Ralet
et al., 1994a; Bunzel et al., 2008). Im Rahmen dieser Arbeit wurde aufgrund der meist sehr
guten Trennung durch Sephadex LH-20 lediglich dieses Material verwendet (siehe Abschnitt
8.4.2). Zur Entfernung von Verunreinigungen wurden die Sephadex-Fraktionen auf einer se-
mipräparativen C18-Säule fraktioniert, welche bereits als gut geeignet zur Fraktionierung von
Pektin-FS-OS beschrieben wurde (Bunzel et al., 2005). Durch Anwendung der semipräpara-
tiven HPLC konnte somit eine deutlich schnellere Aufreinigung erzielt werden als durch eine
erneute GPC-Trennung. Die zur Aufreinigung verwendeten chromatographischen Bedingungen
sind in Abschnitt 8.4.3 aufgeführt. Aufgrund der guten Trennung wurde für das chromatographi-
sche Profiling der Hydroxyzimtsäure-OS ebenfalls eine RP-Säule verwendet (siehe Abschnitt
8.8).
3.5 Strukturcharakterisierung und Analyse von Oligosacchariden
3.5.1 Bestimmung der Monosaccharidzusammensetzung von Oligosaccha-
riden
Aufgrund der hohen Empfindlichkeit der HPAEC-PAD kann die Monosaccharidzusammenset-
zung von AN- undGN-OS nach Hydrolyse sehr kleiner OS-Mengen bestimmt werden. Zudem ist
aufgrund der guten Löslichkeit und der Abwesenheit von Uronsäuren eine kurze Hydrolyse mit
2 M TFA zur Spaltung der AN- und GN-OS ausreichend. Jedoch wird mit dieser Methode keiner-
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lei Information über die Konfiguration der Monosaccharide erhalten. Allerdings kann beispiels-
weise Gal sowohl in Arabinoxylanen als auch in RG-I in der l- und d-Konfiguration vorliegen
(Allerdings et al., 2006; Naran et al., 2008). Daher wurde zusätzlich zur Monosaccharidzu-
sammensetzung die Konfiguration der Monosaccharide bestimmt. Die Trennung der jeweiligen
Enantiomere kann durch die Verwendung einer chiralen GC-Säule erreicht werden (Allerdings
et al., 2006). Alternativ können die Enantiomere durch Derivatisierung mit einem chiralen Rea-
genz in Diastereomere überführt werden, welche auf einer nicht-chiralen Säule getrennt werden
können. Da die Derivatisierung sehr einfach mit einem Aliquot des TFA-Hydrolysats durchge-
führt werden kann und um die Anschaffung einer chiralen GC-Säule zu vermeiden, wurde diese
Variante gewählt. Als chirales Derivatisierungsreagenz wurde, wie bereits von Leontein et al.
(1978) beschrieben, (R)-2-Octanol verwendet. Zur GC-Analyse wurden die Octyl-Glykoside si-
lyliert, da dies in einer besseren Trennung als eine Acetylierung resultierte. Die zur Monosac-
charidanalyse von OS verwendeten Bedingungen sind in Abschnitt 8.5.1 beschrieben.
3.5.2 Analyse mittels Massenspektrometrie
Durch eine HPLC-MS-Analyse kann bei ausreichender Trennung zunächst auf dasMolekularge-
wicht der OS geschlossen werden. Zusammen mit der Monosaccharidzusammensetzung sind
so meist Rückschlüsse auf den Polymerisationsgrad und, falls vorhanden, auf das Molekular-
gewicht von Nicht-Kohlenhydrat-Substituenten möglich. Zudem können durch die Anwendung
von MSn-Experimenten erste Rückschlüsse auf die Verknüpfung zwischen den Monosaccharid-
Einheiten gezogen werden. Generell ist die Fragmentierung von OS sowohl zwischen den Mo-
nosaccharid-Einheiten (Spaltung glykosidischer Bindungen) als auch durch die jeweiligen Rin-
ge möglich, was meist in einer Vielzahl an Fragmenten resultiert (Domon & Costello, 1988).
Das Fragmentierungsmuster der OS ist dabei von den verwendeten MS-Bedingungen sowie
den bei der Elektrospray-Ionisation (ESI) anwesenden Salzen abhängig. So ergeben sich bei-
spielsweise für verschiedene Alkaliionen unterschiedliche Ausbeuten an Fragmentionen (Can-
cilla et al., 1996). Im Rahmen dieser Arbeit wurden die Lithiumaddukte der nicht-veresterten
AN- und GN-OS gemessen.Westphal et al. (2010b) konnten durch Messung dieser Addukte
bereits zwischen linearen und verzweigten AN-Tetrameren unterscheiden. Dabei zeigten sich
zwar stets die gleichen Fragmentionen, jedoch wurden teilweise deutliche Unterschiede in der
relativen Intensität der Fragmente festgestellt. Auch bei der Messung der Lithiumaddukte ver-
schieden verknüpfter Hexose-Disaccharide können durch die m/z-Verhältnisse der entstande-
nen Fragmentionen Informationen über die Art der glykosidischen Bindung erhalten werden
(Hofmeister et al., 1991). Bei OS, die aus Hexosen und Pentosen bestehen, kann durch die
entsprechenden Fragmentionen auf eine interne oder terminale Stellung der jeweiligen Mono-
saccharid-Einheiten geschlossen werden (Huisman et al., 2001a). So sollten terminale Einhei-
ten als einzelne Fragmente abgespalten werden, während Monosaccharide innerhalb des OS
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nur mit anderen Monosacchariden zusammen abspaltbar sein sollten. Die durch ein Stoßgas
vermittelte MS-Fragmentierung der durch ESI im Negativ-Modus erhaltenen FS- bzw. DFS-OS-
Molekülionen kann ebenfalls Rückschlüsse auf deren Struktur liefern (Levigne et al., 2004b,a;
Quemener & Ralet, 2004; Ralet et al., 2005). Für einige der bereits bekannten FS-OS wur-
de je nach Bindungsposition der FS ein voneinander abweichendes Fragmentmuster erhalten
(Quemener & Ralet, 2004). Durch die Kenntnis der entstandenen Fragmentmuster können so-
mit die Strukturen bekannter OS bestätigt sowie eventuell auch erste Hinweise auf die Struktur
unbekannter veresterter OS erhalten werden. Die für die HPLC-MS-Untersuchungen der OS
verwendeten Bedingungen sind in Abschnitt 8.5.2 aufgeführt.
3.5.3 Analyse mittels NMR-Spektroskopie
Die Struktur eines OS kann meist nur durch die Verwendung der NMR-Spektroskopie eindeutig
bestimmt werden. Durch Methylierungsanalyse bzw. MSn-Analyse können üblicherweise we-
der alle Bindungsverhältnisse ermittelt noch Informationen über die anomere Konfiguration der
einzelnen Monosaccharide erhalten werden. Häufig kann eine vollständige Strukturaufklärung
nur durch Kombination von verschiedenen zweidimensionalen NMR-Experimenten und den be-
schriebenen chromatographischen und massenspektrometrischen Techniken erreicht werden.
Für die NMR-Messung von OS ist die Wahl des Lösungsmittels von Bedeutung. AN- und GN-
OS sind sowohl in D2O als auch in DMSO-d6 löslich und können dementsprechend in beiden
Lösungsmitteln gemessen werden. Bei Verwendung von D2O werden die Protonen der leicht
sauren Hydroxygruppen der OS durch Deuterium ersetzt, wodurch lediglich die Signale der an
Kohlenstoffen gebundenen Protonen im 1H-Experiment detektiert werden. Da der Austausch
der Protonen der Hydroxygruppen in DMSO nicht bzw. deutlich langsamer stattfindet, werden
hier komplexere Spektren erhalten. Jedoch können die zusätzlichen Signale der unsubstituier-
ten Hydroxygruppen auch einen zusätzlichen Informationsgewinn ergeben, der zur Bestimmung
von Substitutionspositionen beitragen kann. Substanzen wie DFS-OS zeigen dagegen oft eine
schlechte Löslichkeit in reinen protischen Lösungsmitteln und werden daher meist in Lösungs-
mittelgemischen gemessen (Saulnier et al., 1999; Allerdings et al., 2005; Bunzel et al.,
2008).
Das 1H-Spektrum von OS besitzt oft nur einen begrenzten Informationsgehalt. So ergeben sich
für die Signale der meisten Protonen der Monosaccharid-Einheiten komplexe Multipletts, wel-
che sich zusätzlich größtenteils überlagern. Jedoch weisen die Signale der anomeren Protonen
häufig eine deutliche Tieffeldverschiebung auf und heben sich dadurch von den Signalen der
anderen Protonen ab. Somit können oft die vicinalen Kopplungskonstanten der anomeren Pro-
tonen bestimmt werden, deren Größe vom Diederwinkel der koppelnden Protonen abhängig ist
(Karplus, 1963). Wie in Abbildung 3.2 am Beispiel der α- und β-Galp gezeigt, kann durch die
Kopplungskonstante somit eine erste Information über die Konfiguration der anomeren Proto-
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Abbildung 3.2: Kopplungskonstanten der anomeren Protonen von α- bzw. β-Galactopyranose
(Galp) in Abhängigkeit vom Diederwinkel.
Da die reduzierende Monosaccharid-Einheit von OS jeweils als α- und β-Anomer vorliegt, wird
für die anderen Protonen der reduzierenden Monosaccharid-Einheit jeweils ein α- und ein β-
Signal erhalten. Diese Aufspaltung der Signale kann sich auch auf die an die reduzierende Ein-
heit gebundene Monosaccharid-Einheit auswirken, was im Falle des anomeren Protons auch
zu dessen Identifizierung genutzt werden kann. Bei Hydroxyzimtsäuren können durch die Kopp-
lungskonstanten der Protonen ebenfalls wichtige Strukturinformationen erhalten werden. So
kann durch die Größe der meist gut aufgelösten Kopplungskonstanten bestimmt werden, ob
trans- bzw. cis-Isomere vorliegen und welche Position aromatische Protonen zueinander ein-
nehmen (ortho, meta, para).
Aufgrund der Überlagerung vieler Signale im 1H-Spektrum können koppelnde Protonen der
verschiedenen Monosaccharid-Einheiten meist nur durch die Anwendung zweidimensionaler
NMR-Experimente identifiziert werden. Durch die im Correlated Spectroscopy (COSY)-Spek-
trum auftretenden Kreuzsignale können Kopplungen zwischen benachbarten Protonen deutlich
besser erkannt werden als über die Auswertung der Kopplungskonstanten im 1H-Spektrum. In
Abbildung 3.3 sind die in einem COSY-Spektrum theoretisch sichtbaren Kopplungen der mittle-
ren Araf -Einheit eines linearen AN-Trimers gezeigt.
Da das anomere Proton der Monosaccharid-Einheiten aufgrund seiner Tieffeldverschiebung
meist gut zu erkennen ist, können ausgehend von diesem Signal schrittweise die anderen Pro-
tonen zugeordnet werden. Falls sich jedoch die Signale mehrerer Protonen überlagern bzw.
mehrere Kreuzsignale vorhanden sind oder die Kopplungskonstanten zu klein sind, ist diese
Zuordnung meist nicht zweifelsfrei möglich. Bei überlagernden Kreuzsignalen kann die Zuord-
nung der Protonen mithilfe eines Total Correlated Spectroscopy (TOCSY)-Experiments erfolgen
oder bestätigt werden, da in diesem Experiment alle Protonen eines Spinsystems miteinander
korreliert werden. Im Fall von OS stellt jede Monosaccharid-Einheit ein in sich geschlossenes
Spinsystem dar. So wären ausgehend vom anomeren Proton der Araf -Einheit Kreuzsignale zu
allen anderen Protonen der Monosaccharid-Einheit zu sehen (siehe Abbildung 3.3).
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Abbildung 3.3: Beispiele für zur Strukturaufklärung bedeutende Correlated Spectroscopy
(COSY)- bzw. Total Correlated Spectroscopy (TOCSY)-Korrelationen innerhalb
eines linearen Arabinan-Trimers.
Da in OS an jedem Kohlenstoffatom ein Proton gebunden ist, können sämtliche 13C-Verschie-
bungen der jeweiligen Kohlenstoffe durch Auswertung eines Heteronuclear Single Quantum
Coherence (HSQC)-Spektrums bestimmt werden, in dem alle CH-Kopplungen über eine Bin-
dung sichtbar sind (1JC,H). Die HSQC-Korrelationen werden über die Resonanzen der Protonen
gemessen, weshalb ein HSQC-Spektrum in einer deutlich kürzeren Zeit als ein entkoppeltes
13C-Spektrum gemessen werden kann. Um alle HSQC-Signale einer Monosaccharid-Einheit
zu identifizieren, können diese durch ein HSQC-TOCSY-Spektrum miteinander korreliert wer-
den. Ein HSQC-TOCSY-Spektrum hat zwar einen gegenüber einem homonuklearen TOCSY-
Spektrum deutlich erhöhten Informationsgehalt, jedoch werden auch deutlich höhere Substanz-
mengen bzw. Messzeiten benötigt.
Eine Verknüpfung zwischen verschiedenen Monosaccharid-Einheiten wird meist bereits durch
eine entsprechende Tieffeldverschiebung der Protonen bzw. Kohlenstoffe an der substituierten
Position angedeutet. Für eine eindeutige Bestätigung kann ein Heteronuclear Multiple Bond
Correlation (HMBC)-Spektrum aufgenommen werden, in welchem CH-Korrelationen über meh-
rere Bindungen sichtbar sind (2,3JC,H). Beispielsweise kann somit für ein lineares AN-Trimer
durch die in Abbildung 3.4 gezeigte Korrelation zwischen C5 der mittleren Einheit und H1 der
terminalen Einheit eine (1→5)-Verknüpfung nachgewiesen werden (3JC,H). Auch die Ringform
der Araf -Einheiten ist durch eine Kopplung zwischen C4 und H1 einer Monosaccharid-Einheit
ersichtlich (3JC,H, siehe Abbildung 3.4). Durch Auswertung eines HMBC-Spektrums können zu-
sätzlich die 13C-Verschiebungen von in Hydroxyzimtsäuren vorhandenen quartären Kohlenstof-
fen bestimmt werden. Außerdem kann durch eine Kopplung zwischen C9 der Hydroxyzimtsäure
und dem Proton an der Substitutionsposition der Monosaccharid-Einheit die Bindungsstelle der
Hydroxyzimtsäure eindeutig gezeigt werden (3JC,H, siehe Abbildung 3.4). Der Nachteil eines
HMBC-Spektrums ist die relativ geringe Empfindlichkeit, wodurch ausreichende OS-Mengen
und lange Messzeiten benötigt werden. Die zur Strukturaufklärung der verschiedenen OS ver-
wendeten Lösungsmittel und NMR-Experimente sind in Abschnitt 8.5.3 aufgeführt.
Die 1H-NMR-Spektroskopie kann zusätzlich zur Strukturaufklärung auch zur Konzentrations-
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Abbildung 3.4: Beispiele für zur Strukturaufklärung bedeutende Heteronuclear Multiple Bond
Correlation (HMBC)-Korrelationen innerhalb eines linearen Arabinan-Trimers
und einer mit Ferulasäure veresterten Arabinobiose.
bestimmung von Substanzen genutzt werden. Die Quantifizierung der Analyten ist hierbei auf
verschiedene Arten durchführbar. Zum Beispiel kann in der eindimensionalen 1H-NMR-Spek-
troskopie eine externe Kalibrierung mit einem beliebigen Stoff durchgeführt werden, da die Si-
gnalintensität für ein Proton unabhängig von der chemischen Struktur ist. Die Nachteile dieses
Ansatzes liegen bei der Messungmehrerer zusätzlicher Proben, zudem nimmt die Probenmatrix
ebenfalls Einfluss auf die Intensität der Signale. Es kann jedoch auch eine interne Kalibrierung
vorgenommen werden. Dazu wird eine bekannte Menge einer Standardsubstanz zur Probe
gegeben und die relativen Intensitäten ausgewählter Signale der beiden Substanzen werden
bestimmt. Ein zur Konzentrationsbestimmung verwendeter interner Standard sollte eine gute
Löslichkeit im verwendeten Lösungsmittel besitzen und dabei für mindestens ein definiertes
Proton einen gut integrierbaren Peak ergeben. Zudem sollte er chemisch stabil, nicht hygro-
skopisch und in sehr reiner Form erhältlich sein. Bei einer quantitativen Messung von NMR-
Signalintensitäten ist eine ausreichend lange Relaxationszeit sehr wichtig, welche mindestens
fünfmal so groß wie die höchste Relaxationszeit der Probe sein sollte (Bharti & Roy, 2012).
Aufgrund der einfachen Durchführung wurde im Rahmen dieser Arbeit ein interner Standard
zur Konzentrationsbestimmung mittels NMR-Spektroskopie verwendet. Die für die quantitative
1H-NMR-Spektroskopie verwendeten Bedingungen sind in Abschnitt 8.6 beschrieben.
Bei Gemischen sehr ähnlicher Substanzen kann ein 1H-Spektrum aufgrund der starken Signal-
überlagerung meist nicht zur quantitativen Analyse verwendet werden. Jedoch ist durch die
Verwendung zweidimensionaler Experimente eine semiquantitative Abschätzung verschiede-
ner Strukturelemente möglich. Für Lignin wurden bereits einige Ansätze entwickelt, bei denen
durch Aufnahme zweidimensionaler NMR-Spektren Aussagen über die Anteile verschiedener
Strukturmerkmale getroffen werden können (Bunzel & Ralph, 2006; Mansfield et al., 2012).
Aufgrund der großen Verschiebungsdifferenzen im 13C-Spektrum und der Erhöhung der Auflö-
sung über die zweite Dimension ist ein HSQC-Spektrum für die Analyse verschiedener Struktu-
relemente besonders gut geeignet und wurde für die Entwicklung des NMR-spektroskopischen
Profilings verwendet (siehe Abschnitt 8.7).
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4.1 Charakterisierung der pflanzlichen Rohstoffe
Eine erste Charakterisierung der pflanzlichen Rohstoffe erfolgte durch HPAEC-PAD-Analyse der
Monosaccharide nach Säurehydrolyse. Dabei wurden aufgrund der jeweiligen Vor- und Nachtei-
le (siehe Abschnitt 3.3.1) sowohl die H2SO4-Hydrolyse als auch die Methanolyse zur Spaltung
der UBS und NSPS verwendet, während die löslichen PS und die LBS lediglich nachMethanoly-
se analysiert wurden. Zudemwurden die Verhältnisse der glykosidischen Bindungenmittels Me-
thylierungsanalyse bestimmt, wodurch Rückschlüsse auf die vorhandenen PS und derenGrund-
strukturen gezogen werden konnten. Bei den Pflanzen, die zur Ordnung der Caryophyllales
gehören und damit potentiell zellwandgebundene FS enthalten, wurden die Hydroxyzimtsäure-
und die DFS-Gehalte der UBS quantifiziert.
4.1.1 Lösliche Polysaccharide
Die Zusammensetzung der löslichen AN- und GN-PS ist sowohl für die Isolierung von Standard-
substanzen als auch für die Anwendung der Methoden von großer Bedeutung. Da die verwen-
deten PS aus AN- bzw. GN-reichen Materialien isoliert wurden (Zuckerrübe bzw. Kartoffel), ist
zu erwarten, dass diese Strukturelemente einen Großteil der Präparate stellen. Jedoch könnten
ebenso andersartige, mitfreigesetzte PS enthalten sein. Tabelle 4.1 zeigt die Ergebnisse der
Charakterisierung der löslichen AN-PS.
Der Hauptanteil der PS besteht aus AN-Strukturelementen, während nur kleinere Mengen an
(1→4)-verknüpften GN sowie Überreste des RG-I-Rückgrats vorhanden sind. Am Verhältnis
zwischen demPMAAder 1,5-substituierten Araf und den verzweigten Ara-PMAAs ist ersichtlich,
dass die AN-PS einen hohen Anteil an Verzweigungen aufweisen, wodurch die gute Löslichkeit
der AN-PS begründet sein könnte. Die Verzweigungen liegen hauptsächlich an Position O3 vor,
während Substitutionen an Position O2 bzw. an den Positionen O2 und O3 des AN-Rückgrats
lediglich in kleineren Anteilen vorkommen. Ein Großteil der terminalen Araf lässt sich auf die an
Verzweigungen gebundenen Araf -Reste zurückführen, was auf relativ lange Ketten hindeutet.
Da die AN-PS eine große strukturelle Vielfalt zeigen, sind sie sehr gut zur Isolierung von Stan-
dardsubstanzen sowie zur Anwendung der entwickelten Methoden geeignet.
Die in Tabelle 4.2 gezeigte Zusammensetzung der löslichen GN-PS weist ebenso einen hohen
Anteil an RG-I-assoziierten Monosacchariden auf.
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Tabelle 4.1: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach Methanolyse) und Anteile der partiell methylierten Alditolacetate (PMAAs, be-
stimmt mittels Methylierungsanalyse) der löslichen Arabinan-Polysaccharide. p =





















Die kleinen Mengen an Glc bzw. Xyl sind hierbei wahrscheinlich durch die Anwesenheit von
Resten an Xyloglucanen begründet, da Xyl lediglich in seiner terminalen Form vorliegt. Neben
den Monosacchariden des RG-I-Rückgrats sind laut Monosaccharidzusammensetzung hohe
Mengen an Gal und deutlich niedrigere Mengen an Ara vorhanden. Mittels Methylierungsana-
lyse wurde dagegen ein relativ ähnliches Verhältnis an Ara- und Gal-PMAAs und damit ein zu
geringer Gal-Anteil erhalten. Das ebenfalls sehr niedrige Verhältnis zwischen 1,4-substituierter
Galp und terminaler Galp hätte eine GN-Kettenlänge von durchschnittlich vier bis fünf Resten
zur Folge. Diese Daten deuten eine Unterbestimmung der 1,4-substituierten-Galp durch die Me-
thylierungsanalyse an, was durch die Detektion zu niedriger Anteile dieses Strukturelements in
anderen Analysen bestätigt werden konnte. Jedoch konnte durch die entsprechenden PMAAs
gezeigt werden, dass lediglich (1→4)-verknüpfte GN und lineare AN-Strukturelemente vorhan-
den sind. Die kleinen Anteile an terminaler Arap könnten GN-gebunden vorliegen, was durch
diese Analysen jedoch nicht eindeutig nachgewiesen werden kann.
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Tabelle 4.2: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach Methanolyse) und Anteile der partiell methylierten Alditolacetate (PMAAs, be-
stimmt mittels Methylierungsanalyse) der löslichen Galactan-Polysaccharide. p =




















Aufgrund der großen Heterogenität der PS der pflanzlichen Zellwand ist eine vollständige bzw.
eindeutige Zuordnung der Monosaccharide bzw. PMAAs in den UBS nicht immer möglich. Der
Pektinkomplex ist ein wichtiger und auch oft quantitativ bedeutender Teil der dikotylen Zellwand
und dementsprechend sind in UBS hohe Mengen an Pektinen zu finden. Zudem liegt aufgrund
ihrer Unlöslichkeit oft ein hoher Anteil an Cellulose vor. Xyloglucane sind die dominierenden He-
micellulosen in dikotylen Pflanzen, dementsprechend werden sie oft in höheren Mengen gefun-
den. Zusätzlich können auch kleinere Mengen an Xylanen oder Mannanen vorhanden sein.
4.1.2.1 Apfel
Die Monosaccharidzusammensetzung bzw. die Analyse der PMAAs zeigt, dass neben Cellulo-
se signifikante Mengen an Xyloglucanen in den Apfel-UBS vorhanden sind (Tabelle 4.3). Diesen
PS, welche vor allem durch das PMAA der 1,4,6-substituierten Glcp erkannt werden können,
ist wahrscheinlich auch ein Großteil der Xyl zuzuordnen, da diese hauptsächlich in terminaler
Form vorkommt. Ein Teil der Xyl kann jedoch auch als XGA-Seitenketten bzw. als Xylane vor-
liegen, worauf vor allem das hohe Xyl/Glc Verhältnis in der Methanolyse hindeutet. Geringere
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Tabelle 4.3: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse) und Anteile der partiell methylierten Aldi-
tolacetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) der unlöslichen Apfel-
Ballaststoffe. p = Pyranose, f = Furanose, t = terminal.





























Anteile linearer, (1→4)-verknüpfter Mannane sind ebenfalls Bestandteil der Apfel-UBS. Das Ver-
hältnis zwischen GalA und Rha in der Methanolyse deutet auf relativ RG-I-reiche Pektine hin,
die zudem an rund 50 % der Rha-Reste mit Seitenketten substituiert sind, was am Verhältnis
zwischen den 1,2,4- und 1,2-substituierten Rhap ersichtlich ist. Die als Seitenketten vorliegen-
den AN- und GN-PS stellen dabei selbst einen großen Teil der UBS. Die AN sind relativ stark
verzweigt, wobei das Rückgrat hauptsächlich an Position O3 (1,3,5-Araf ) und an den Positio-
nen O2 und O3 substituiert ist (1,2,3,5-Araf ). Die GN liegen dagegen hauptsächlich linear und
(1→4)-verknüpft vor. Die hier ermittelten Anteile der PS bzw. der Strukturelemente sind ver-
gleichbar mit den bereits für Apfel-NSPS beschriebenen Anteilen (Renard & Thibault, 1993;
Schols et al., 1995b; Pena & Carpita, 2004). Die detektierten Anteile an AN mit verschie-
denen Strukturelementen und (1→4)-verknüpften GN zeigen, dass sich die Apfel-UBS gut zur
Methodenentwicklung eignen.
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4.1.2.2 Amaranth
Tabelle 4.4: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse), Anteile der partiell methylierten Alditola-
cetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) und Gehalte an Hydroxy-
zimtsäuren (HZS) bzw. Dehydrodiferulasäuren (DFS, bestimmt mittels HPLC nach
Verseifung) der unlöslichen Amaranth-Ballaststoffe. p = Pyranose, f = Furanose,
t = terminal, KS = Kaffeesäure, p-CS = para-Cumarsäure, FS = Ferulasäure, c =
cyclisch, nc = nicht-cyclisch.
Monosaccharid H2SO4 Methanolyse PMAAs HZS/DFS [µg/g]
Fucose - 0,9 KS 46,2
Rhamnose 2,0 5,9 p-CS 71,7
1,2-Rhap 1,4 cis-p-CS 8,0
1,2,4-Rhap 0,4 FS 1020,7
Arabinose 24,3 30,3 cis-FS 120,9
t-Araf 9,4
1,5-Araf 17,0 Σ 8-5-DFS 85,7
1,3,5-Araf 6,3 8-8c-DFS 56,1
1,2,5-Araf 1,6 8-8nc-DFS 32,8
1,2,3,5-Araf 0,7 5-5-DFS 48,1















Äquivalent zu den Apfel-UBS liegen auch bei den Amaranth-UBS neben Cellulose größereMen-
gen an Xyloglucanen vor (Tabelle 4.4). Aufgrund des hohen Xyl-Anteils ist wiederum zu vermu-
ten, dass zudem kleinere Mengen an Xylanen bzw. XGA vorliegen. Die Pektine zeigen einen
relativ hohen RG-I-Anteil, wobei im Vergleich zu den Apfel-UBS eine geringere Substitution des
Rückgrats vorliegt. Als RG-I-Seitenketten, welche wiederum einen hohen Anteil an den UBS
haben, dominieren die AN, deren moderat verzweigtes Rückgrat hauptsächlich an Position O3
substituiert ist. Verzweigungen an Position O2 bzw. an den Positionen O2 und O3 können in
kleinerem Ausmaß ebenfalls beobachtet werden. Der Anteil an (1→4)-verknüpften Galactanen
ist dagegen deutlich geringer. Eine ähnliche Zellwandzusammensetzung wurde von Lamothe
et al. (2015) für Amaranthus caudatus beschrieben, jedoch wurden hierbei höhere Anteile an
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GalA und keine 1,2,5-substituierte Araf festgestellt.
Die Analyse der zellwandgebundenen Hydroxyzimtsäuren zeigt, dass die Amaranth-UBS neben
kleineren Mengen an Kaffeesäure und p-CS signifikante Mengen an wahrscheinlich pektinge-
bundener FS enthalten. Der ermittelte FS-Gehalt ist etwas höher als der bereits für Amaranthus
caudatus beschriebene (Bunzel et al., 2005), jedoch deutlich niedriger als bei Getreide (Guo
& Beta, 2013). Der Anteil an DFS ist ebenfalls niedriger als für andere Materialien beschrieben,
jedoch zeigt sich ein ähnliches DFS-Profil (Dobberstein & Bunzel, 2010). Trotz der etwas nied-
rigeren Gehalte ist zu vermuten, dass die FS und DFS bei PS-Bindung größere Auswirkungen
auf die Zellwandarchitektur haben.
4.1.2.3 Quinoa
Sowohl hinsichtlich der PS-Zusammensetzung als auch der vorhanden Strukturelemente wei-
sen Quinoa-UBS (Tabelle 4.5) eine starke Ähnlichkeit zu Amaranth-UBS auf. Unterschiede zei-
gen sich in einem niedrigeren Cellulose- bzw. Xyloglucan-Anteil und einem höheren AN-Anteil.
Weiterhin zeigen auch die AN-PMAAs leichte Unterschiede zwischen den beiden Pseudoce-
realien auf. Zwar ist das AN-Rückgrat beider Materialien hauptsächlich an Position O3 und zu
jeweils kleineren Anteilen an den Positionen O2- bzw. O2- und O3 substituiert, jedoch weist
Quinoa einen höheren Anteil an linearen Strukturelementen auf. Dagegen sind die Gehalte
zellwandassoziierter FS und DFS sowie die Anteile an DFS zwischen beiden Pseudocerealien
vergleichbar.
Die Ergebnisse sind vergleichbar mit Literaturdaten, so konnten Lamothe et al. (2015) eben-
falls nur kleinere Unterschiede bezüglich der Zellwandzusammensetzung von Amaranth und
Quinoa feststellen. Diese Ähnlichkeiten könnten durch die nahe botanische Verwandtschaft der
beiden Pflanzen begründet sein und in ähnlichen Eigenschaften der UBS resultieren. Die Ana-
lyse der Hydroxyzimtsäuren zeigt, dass signifikante Mengen PS-assoziierter FS und DFS in den
Samen der Pflanze vorliegen und einen Einfluss auf die Eigenschaften der PS haben könnten.
Die PS-assoziierten Hydroxyzimtsäuren und DFS wurden bisher lediglich in anderen Pflanzen-
geweben von Quinoa untersucht, wobei sich ebenfalls höhere Gehalte zeigten (Renard et al.,
1999b).
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Tabelle 4.5: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse), Anteile der partiell methylierten Aldi-
tolacetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) und Gehalte an Hy-
droxyzimtsäuren (HZS) bzw. Dehydrodiferulasäuren (DFS, bestimmt mittels HPLC
nach Verseifung) der unlöslichen Quinoa-Ballaststoffe. p = Pyranose, f = Furanose,
t = terminal, KS = Kaffeesäure, p-CS = para-Cumarsäure, FS = Ferulasäure, c =
cyclisch, nc = nicht-cyclisch.
Monosaccharid H2SO4 Methanolyse PMAAs HZS/DFS [µg/g]
Fucose 0,6 0,8 KS 8,3
Rhamnose 2,6 4,9 p-CS 34,4
1,2-Rhap 0,9 cis-p-CS 9,3
1,2,4-Rhap 0,3 FS 942,1
Arabinose 35,3 43,3 cis-FS 70,2
t-Araf 10,1
1,5-Araf 29,1 Σ 8-5-DFS 99,2
1,3,5-Araf 9,3 8-8c-DFS 34,7
1,2,5-Araf 0,7 8-8nc-DFS 42,5
1,2,3,5-Araf 0,7 5-5-DFS 40,6
















Nach H2SO4-Hydrolyse zeigen die Buchweizen-UBS (Tabelle 4.6) eine ähnliche Monosaccha-
ridzusammensetzung wie Amaranth und Quinoa. Dagegen wurde nach Methanolyse ein im
Vergleich höherer Anteil an Glc erhalten, was auf gut hydrolysierbare, nicht-kristalline Cellulo-
se und/oder einen erhöhten Xyloglucan-Anteil hindeutet. Durch die Methylierungsanalyse zeigt
sich wiederum, dass neben Cellulose hauptsächlich Xyloglucane und Pektine mit einem ho-
hen AN-Anteil und einem geringeren Anteil an (1→4)-verknüpften GN vorliegen. Damit liegt
insgesamt eine mit Amaranth und Quinoa vergleichbare Zusammensetzung bezüglich der vor-
handenen PS vor. Deutliche Unterschiede bestehen jedoch in der Struktur der AN, welche in
Buchweizen einen sehr hohen Grad an Verzweigungen aufweisen. Dabei findet die Substitution
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des Rückgrats lediglich an Position O3 statt. Die PMAAs der 1,2,5-substituierten Araf und der
1,2,3,5-substituierten Araf konnten nicht detektiert werden.
Tabelle 4.6: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse), Anteile der partiell methylierten Alditola-
cetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) und Gehalte an Hydroxy-
zimtsäuren (HZS) bzw. Dehydrodiferulasäuren (DFS, bestimmt mittels HPLC nach
Verseifung) der unlöslichen Buchweizen-Ballaststoffe. p = Pyranose, f = Furanose,
t = terminal, KS = Kaffeesäure, p-CS = para-Cumarsäure, FS = Ferulasäure, SiS =
Sinapinsäure, c = cyclisch, nc = nicht-cyclisch.
Monosaccharid H2SO4 Methanolyse PMAAs HZS/DFS [µg/g]
Fucose - 0,8 KS 11,2
Rhamnose 2,9 2,9 p-CS 30,1
1,2-Rhap 0,8 cis-p-CS 5,9
1,2,4-Rhap 0,5 FS 44,2
Arabinose 34,0 27,7 cis-FS 9,3
t-Araf 13,5 SiS 32,4
1,5-Araf 12,3
1,3,5-Araf 12,1 Σ 8-5-DFS -
Galactose 7,2 6,1 8-8c-DFS -
t-Galp 1,7 8-8nc-DFS -
1,4-Galp 0,9 5-5-DFS -












Ein weiterer Unterschied zu den anderen Pseudocerealien besteht in der Bindung von Hydroxy-
zimtsäuren an Zellwandpolymere, wie aus den nur in geringen Mengen nachgewiesenen Mo-
nomeren sowie Spuren von 8-O-4-DFS zu schließen ist. Obwohl bereits höhere Mengen an FS
in Callus-Zellen des Tatarischen Buchweizens (Fagopyrum tataricum) detektiert wurden (Lo-
zovaya et al., 2000), wurden auch für andere Buchweizenmehle und Mehlfraktionen ähnlich
geringe Gehalte beschrieben (Gallardo et al., 2006; Hung & Morita, 2008). Die von Jilek &
Bunzel (2013) für Buchweizenmehl beschriebenen DFS-Anteile und Gehalte liegen dagegen
deutlich über den hier festgestellten Mengen. Jedoch wurde in dieser Studie ein Mehl verwen-
det, in dem Schalenfragmente vorhanden waren. Da die hier analysierten Buchweizensamen
keine Schalen enthielten, ist es möglich, dass größere Mengen FS und DFS hauptsächlich in
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den Schalen vorliegen. Die hier bestimmten Gehalte in den geschälten Samen deuten darauf
hin, dass (Di-)Hydroxyzimtsäuren nur einen geringen Einfluss auf die Zellwandarchitektur des
Endosperms und der aufgelagerten Gewebe von Buchweizen haben.
4.1.2.5 Zuckerrübenschnitzel
Der niedrige Anteil an Glc nachMethanolyse sowie die geringenMengen an Xyl bzw. Xyl-PMAAs
deuten darauf hin, dass in den ZRS-UBS ein Großteil der Glc wahrscheinlich als kristalline Cellu-
lose vorliegt (Tabelle 4.7). Der ebenso niedrige Gehalt an Mannanen spricht für einen insgesamt
niedrigen Anteil an Hemicellulosen. Dagegen ist aus den Anteilen der Monosaccharide und der
PMAA-Zusammensetzung ersichtlich, dass hohe Mengen an RG-I-reichen Pektinen vorliegen,
in denen rund die Hälfte der Rha-Einheiten an Position O4 substituiert ist. Die neutralen Seiten-
ketten stellen fast 50 % der ZRS-UBS dar, wobei wiederum weniger GN- als AN-Seitenketten
vorliegen. Neben (1→4)-verknüpften GN konnten in den ZRS auch geringe Mengen an PMAAs,
die 1,3- bzw. 1,6-substituierte Galp repräsentieren und auf Typ II GN hindeuten, detektiert wer-
den. Die AN der ZRS weisen einen hohen Verzweigungsgrad auf, wobei die Substitution des
Rückgrats wiederum hauptsächlich an Position O3 erfolgt. Jedoch wurden auch kleinere Antei-
le der PMAAs der 1,2,5- und 1,2,3,5-substituierten Araf detektiert. Sowohl die Anteile der PS
als auch die in den einzelnen PS vorhandenen Strukturelemente zeigen eine gute Übereinstim-
mung mit bisher für ZRS publizierten Daten (Renard & Thibault, 1993; Micard et al., 1996;
Oosterveld et al., 1996).
Für ZRS wurden ebenfalls hohe Gehalte an estergebundener FS beschrieben (Renard & Thi-
bault, 1993; Micard et al., 1996; Oosterveld et al., 1996), was im Rahmen dieser Arbeit
durch die mittels HPLC ermittelten Gehalte bestätigt werden konnte. So weisen ZRS-UBS einen
im Vergleich mit Amaranth- und Quinoa-UBS deutlich höheren FS-Gehalt auf. Auch im Ver-
gleich zu vielen Getreidesorten zeigen die ZRS einen hohen FS-Gehalt. Beispielsweise wurde
für Weizen mit 3,5 mg/g UBS ein ungefähr halb so hoher FS-Gehalt beschrieben; lediglich in
Mais konnte mit 8,3 mg/g UBS ein leicht höherer FS-Gehalt festgestellt werden (Guo & Beta,
2013).
Der hohe Gesamtgehalt an DFS (1,8 mg DFS / g UBS) ist vergleichbar mit dem von Dobber-
stein & Bunzel (2010) für Zuckerrüben-UBS beschriebenen DFS-Gehalt (1,6 mg DFS / g UBS).
Ebenso zeigen sich ähnliche prozentuale Anteile der einzelnen DFS. Vermutlich ist ein Großteil
der FS und DFS an die in hohen Mengen vorhandenen neutralen Pektinseiten gebunden. Die
estergebundenen Substanzen beeinflussen daher vermutlich die Zellwandarchitektur der ZRS
maßgeblich.
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Tabelle 4.7: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse), Anteile der partiell methylierten Alditola-
cetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) und Gehalte an Hydroxy-
zimtsäuren (HZS) bzw. Dehydrodiferulasäuren (DFS, bestimmt mittels HPLC nach
Verseifung) der unlöslichen Zuckerrübenschnitzel-Ballaststoffe. p = Pyranose, f =
Furanose, t = terminal, p-CS = para-Cumarsäure, FS = Ferulasäure, c = cyclisch,
nc = nicht-cyclisch.
Monosaccharid H2SO4 Methanolyse PMAAs HZS/DFS [µg/g]
Fucose - - FS 7054,2
Rhamnose 2,2 6,8 cis-FS 155,3
1,2-Rhap 0,9 trans-p-CS 21,3
1,2,4-Rhap 0,8
Arabinose 37,2 53,5 Σ 8-5-DFS 823,9
t-Araf 21,1 8-8c-DFS 122,0
1,5-Araf 15,4 8-8nc-DFS 246,5
1,3,5-Araf 13,6 5-5-DFS 266,1






















Wie am Glc-Anteil nach Methanolyse und am niedrigen Anteil 1,4,6-substituierter Glcp ersicht-
lich ist, weisen die SES-UBS äquivalent zu den ZRS-UBS einen hohen Anteil an kristalliner Cel-
lulose auf (Tabelle 4.8). Jedoch sind deutlich höhere Anteile an Xyl enthalten, die sowohl terminal
als auch 1,2- bzw. 1,4-substituiert vorliegen und damit mögliche Bestandteile von Xylanen und
XGA sind. Huisman et al. (2001b) konnten mittels CDTA-Extraktion größere Mengen XGA und
RG-I aus Sojabohnen freisetzen, was ebenso wie der hohe Anteil an terminalen Einheiten für
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Tabelle 4.8: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse und Methanolyse) und Anteile der partiell methylierten
Alditolacetate (PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) der unlöslichen
Sojaextraktionsschrot-Ballaststoffe. p = Pyranose, f = Furanose, t = terminal.





























das Vorhandensein von XGA spricht. Das GalA/Rha-Verhältnis deutet wiederum auf sehr RG-I-
reiche Pektine hin und spricht ebenfalls für einen niedrigen Anteil an HG. Für die SES-UBS
zeigen sich basierend auf der Monosaccharidzusammensetzung sehr ähnliche Anteile an AN
undGN. Der Anteil der Gal-PMAAs ist dagegen deutlich niedriger, was wahrscheinlich aus deren
Unterbestimmung resultiert (siehe Abschnitt 4.1.1). Aus den PMAAs ist jedoch ersichtlich, dass
die GN zum Großteil (1→4)-verknüpft vorliegen. Zusätzlich wurden lediglich kleine Anteile an
1,6-substituierter Galp detektiert. Die vorhandenen AN zeigen deutliche Unterschiede zu den
AN der anderen Rohstoffe. So liegt zumBeispiel ein eher niedriger Verzweigungsgrad des Rück-
grats vor. Dabei sind hauptsächlich O3-Verzweigungen vorhanden, wobei jedoch der Anteil an
1,2,5-Araf höher als bei allen anderen Materialien ist. Die PS der Sojabohne wurden bereits als
relativ GN-reich beschrieben (Huisman et al., 1998, 2001b), was mit den für SES erhaltenen
Ergebnissen übereinstimmt. Zudem wurde von Cipriani et al. (2009) für ein aus Sojabohne
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isoliertes PS ebenfalls ein höherer Anteil an O2-substituierten AN beschrieben.
4.1.3 Lösliche Ballaststoffe
Reine Pektine sind meist wasserlöslich und ihr teilweise hohes Vorkommen in den UBS ist wahr-
scheinlich durch die Einbindung in den Zellwandverband begründet. Jedoch können meist auch
Teile der Pektine und anderer PS während der Ballaststoffisolierung herausgelöst werden und
sich daher in der LBS-Fraktion befinden. Da die LBS im Rahmen dieser Arbeit lediglich zur
Analyse der AN- und GN-Strukturelemente mittels NMR-Spektroskopie verwendet wurden (sie-
he Abschnitt 4.4.3.5), werden ihre Zusammensetzungen zusammengefasst erläutert. In Tabelle
4.9 sind die Monosaccharidzusammensetzungen der verschiedenen LBS zu sehen. Die Ergeb-
nisse der Methylierungsanalyse sind in Abschnitt 9.1 gezeigt.
Tabelle 4.9: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nachMethanolyse) der löslichen Ballaststoffe (LBS) von Apfel (Ap), Amaranth (AM),
Quinoa (Q), Buchweizen (BW), Zuckerrübenschnitzel (ZRS) und Sojaextraktions-
schrot (SES).
Monosaccharid Ap LBS AM LBS Q LBS BW LBS ZRS LBS SES LBS
Fucose - - - - - -
Rhamnose 3,5 4,5 7,4 5,6 3,8 3,0
Arabinose 18,5 30,8 6,4 18,4 32,9 15,4
Galactose 16,6 13,2 24,1 12,1 21,4 27,9
Glucose 2,7 9,5 4,4 12,9 10,5 7,8
Xylose 1,4 15,5 12,1 3,2 - 2,8
Mannose 12,3 16,8 23,6 24,5 7,6 30,3
Galacturonsäure 43,1 7,9 15,8 22,1 22,0 12,8
Glucuronsäure 1,8 1,7 6,2 1,2 1,8 -
Generell zeigt sich in den LBS ein eher niedriger Gehalt an Glc, welche in allen LBS lediglich
in terminaler und 1,4-substituierter Form vorliegt. Da dikotyle Pflanzen keine β-Glucane enthal-
ten (Scheller & Ulvskov, 2010), könnte es sich bei der vorhandenen Glc um Überreste des
Stärkeabbaus handeln. Die meisten LBS zeigen ebenso einen niedrigen Anteil an Xyl. Größere
Xyl-Mengen sind lediglich in Amaranth und Quinoa vorhanden, wobei der hohe Anteil an termi-
naler Xyl für das Vorliegen von XGA sprechen könnte. Bei fast allen LBS ist ein relativ hoher
Man-Anteil zu beobachten, welcher lediglich im Fall der SES-LBS durch die Detektion 1,4- bzw.
1,4,6-substituierter Manp auf lineare und verzweigte Mannane zurückgeführt werden konnte.
In den übrigen LBS konnte lediglich terminale Man detektiert werden, welche wahrscheinlich
Bestandteil anderer Strukturelemente ist. Die GalA/Rha-Verhältnisse deuten darauf hin, dass
eher HG-reiche Pektine in den LBS enthalten sind. Lediglich bei Amaranth und Quinoa scheint
ein etwas höherer RG-I-Anteil vorzuliegen. Ara und Gal zeigen in allen LBS einen hohen An-
teil. Auf Grundlage der PMAAs kann die Ara hauptsächlich AN-Strukturelementen und die Gal
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hauptsächlich Typ II GN zugeordnet werden. Daher stammt die vorhandene Gal wahrscheinlich
vor allem aus löslichen Arabinogalactan-Proteinen. Lediglich in den ZRS-LBS und den SES-
LBS konnten kleinere Anteile an 1,4-substituierter Galp detektiert werden. Die AN zeigen im
Vergleich zu den entsprechenden UBS eher lineare Strukturen, wobei die Verzweigungen auch
hier hauptsächlich an Position O3 vorliegen. Eine Ausnahme bilden die Amaranth-LBS, bei
welchen größere Mengen an 1,2,5-substituierten Araf vorliegen. Aus den erhaltenen Zusam-
mensetzungen wird ersichtlich, dass die Pektine meist einen großen Teil der LBS darstellen und
somit wahrscheinlich auch maßgeblich deren Eigenschaften beeinflussen.
4.1.4 Apfel-Nicht-Stärke-Polysaccharide (vor und nach Lagerung)
Da die löslichen PS bei der verwendeten Aufarbeitung nicht abgetrennt sondern wieder ausge-
fällt werden, sollten diese zusätzlich zu den UBS in den NSPS enthalten sein. Die Zusammen-
setzung der Apfel-NSPS vor und nach der Lagerung ist in Tabelle 4.10 zu sehen. Hierbei werden
aus Übersichtsgründen lediglich die Ergebnisse der H2SO4-Hydrolyse und der Methylierungs-
analyse dargestellt. Die Ergebnisse der Methanolyse lieferten dieselben Tendenzen und sind in
Abschnitt 9.2 dargestellt.
Die aus den nicht-gelagerten Äpfeln isolierten NSPS zeigen sowohl in Bezug auf die Mono-
saccharidzusammensetzung als auch bezüglich der PMAA-Anteile eine den Apfel-UBS sehr
ähnliche Zusammensetzung. Der etwas höhere GalA-Anteil in den NSPS kann wahrscheinlich
auf die Mitbestimmung der LBS, welche einen hohen GalA-Anteil haben (siehe Tabelle 4.9), zu-
rück geführt werden. Während der Lagerung kann zunächst ein deutlicher Ara-Verlust und ein
leichter Gal-Verlust beobachtet werden. Die leichten Zunahmen der anderen Monosaccharide
resultieren wahrscheinlich aus diesen relativen Abnahmen. Auch bei Betrachtung der PMAAs
zeigt sich eine deutliche Abnahme der AN-Strukturelemente. Dabei kann eine stärkere Abnah-
me der verzweigten Strukturelemente beobachtet werden, so dass ein höheres Verhältnis zwi-
schen dem PMAA der 1,5-substituierten Araf und den verzweigten PMAAs erhalten wird. Die
anderen Strukturelemente zeigen eine schwache relative Zunahme. Lediglich das Verhältnis
zwischen 1,2- und 1,2,4-substituierter Rhap deutet auf eine Depolymerisierung der Seitenket-
ten hin. Vergleichbare relative PMAA-Veränderungen konnten auch von Pena & Carpita (2004)
während der Reifung von Äpfeln festgestellt werden. Daraus zeigt sich, dass AN und GN eine
große Rolle bei der Lagerung und vermeintlich auch bei der Texturentwicklung von Äpfeln spie-
len.
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Tabelle 4.10: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach H2SO4-Hydrolyse) und Anteile der partiell methylierten Alditolacetate
(PMAAs, bestimmt mittels Methylierungsanalyse) der Apfel-Nicht-Stärke-Polysac-
charide vor (S1) und nach dreiwöchiger Lagerung (S2). p = Pyranose, f = Fura-
nose, t = terminal.
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4.2 Isolierung und Charakterisierung von Standardsubstanzen
Zur Isolierung von Standardsubstanzen wurden, falls anwendbar, zunächst die kommerziell er-
hältlichen, löslichen PS verwendet, da diese einen sehr hohen AN- bzw. GN-Anteil und eine
gute enzymatische Zugänglichkeit besitzen. Des Weiteren wurden die UBS der pflanzlichen
Rohstoffe für die Isolierung der OS verwendet, um ein möglichst breites Spektrum an Stan-
dardsubstanzen zu erhalten. Teilweise wurden dabei zur Erhöhung der Ausbeute verschiedene
Extraktionsmethoden wie eine Autoklavenextraktion oder eine Ca(OH)2-Extraktion angewen-
det. Da Nebenprodukte der enzymatischen Spaltung ebenfalls von Interesse für die späteren
Methoden sein können, wurden diese, falls möglich, ebenfalls isoliert und charakterisiert. Um
Rückschlüsse auf die Art der Monosaccharid-Einheiten zu ziehen, wurden die Monosaccha-
ridzusammensetzungen der OS mittels HPAEC-PAD bestimmt. Zusätzlich wurde die absolute
Konfiguration der jeweiligen Monosaccharide nach entsprechender Derivatisierung mittels GC-
MS ermittelt, wobei stets l-Ara und d-Gal vorlagen. Alle isolierten OS wurden zur Ermittlung
des Molekulargewichts mittels HPLC-MS analysiert. Dabei wurden auch MS2-Spektren der OS
aufgenommen (siehe Abschnitt 9.4), aus welchen teilweise wichtige Strukturinformationen ab-
geleitet werden können. Zudem können diese Spektren für den Nachweis und die Unterschei-
dung der Substanzen in enzymatischen Hydrolysaten genutzt werden. Ein Schwerpunkt bei
der Strukturcharakterisierung der Standardsubstanzen lag jedoch auf der Verwendung ein- und
zweidimensionaler NMR-spektroskopischer Techniken. Meist kann nur durch die Anwendung
dieser Techniken eine eindeutige Zuordnung von Ringform und Verknüpfungsart erreicht wer-
den (siehe Abschnitt 3.5.3). Daher wurden nur Substanzen als Standardsubstanzen verwendet,
die mittels NMR-Spektroskopie eindeutig charakterisiert werden konnten. Die chemischen Ver-
schiebungen aller Standardsubstanzen sind in Abschnitt 9.3 aufgeführt.
4.2.1 Isolierung und Charakterisierung von Arabinan-Oligosacchariden
Die löslichen AN-PS wurden verwendet, um angemessene Mengen der Hauptprodukte der en-
do-Arabinanase-Spaltung freizusetzen. Zusätzlich wurden die UBS von Amaranth und Quinoa
zur Isolierung neuartiger Strukturelemente mit endo-Arabinanase behandelt. In Vorversuchen
wurde festgestellt, dass Rotkleesprossen-UBS potentiell höhere Mengen mancher AN-OS ent-
halten, weshalb dieser Rohstoff ebenfalls verwendet wurde. Es war ebenfalls von Interesse,
größere Mengen an Nebenprodukten, die durch eine α-Arabinofuranosidase-Aktivität entste-
hen würden, zu erhalten. Dazu wurden die löslichen AN-PS mittels Driselase, welche eine
α-Arabinofuranosidase-Aktivität enthält, hydrolysiert. Durch die verwendeten enzymatischen
Hydrolysen wurden Gemische aus OS mit verschiedenen Polymerisationsgraden erhalten. Die-
se wurden zur Vorreinigung zunächst mittels Bio-Gel P-2 nach ihrem hydrodynamischen Vo-
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lumen fraktioniert. Die erhaltenen Fraktionen wurden anschließend mittels semipräparativer
HPLC aufgereinigt. Durch Verwendung einer C18 Phase mit 100 % Wasser als Eluent konnten
die meisten AN-OS getrennt werden. Falls die Trennung nicht möglich war oder eine für die
Charakterisierung bzw. die Verwendung als Standardsubstanz unzureichende Reinheit vorlag,
wurden die AN-OS mittels einer PGC-Phase weiter aufgereinigt.
4.2.1.1 endo-Arabinanase-Spaltung von Arabinan-Polysacchariden









































































































































Abbildung 4.1: Strukturen der aus den enzymatischen Hydrolysaten der löslichen Arabinan-
Polysaccharide isolierten Oligosaccharide.
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Die hier charakterisierten AN-OS wurden allesamt bereits von Westphal et al. (2010a) aus
ZRS-AN isoliert. Lediglich das durch A7a repräsentierte Strukturelement wurde vonWestphal
et al. (2010a) mit einer zusätzlichen Araf -Einheit am reduzierenden Ende isoliert. Die durch
Auswertung der 1D- und 2D-NMR-Spektren der isolierten OS erhaltenen chemischen Verschie-
bungen (siehe Abschnitt 9.3) zeigten eine gute Übereinstimmung mit den bereits publizierten
Daten. Jedoch zeigten die 13C-NMR-Daten konstant eine um 1 - 2 ppm höhere Verschiebung,
was wahrscheinlich auf Unterschiede in der Spektrenkalibrierung zurückzuführen ist.
Die OS A2a und A3a resultieren aus der Spaltung des linearen AN-Rückgrats. Wie bereits von
Dunkel & Amado (1995) beschrieben, konnte A3a durch endo-Arabinanase weiter zu Ara und
A2a abgebaut werden und stellt damit nur ein Nebenprodukt dar, das durch einen unvollstän-
digen Abbau der AN entsteht. Das Rückgrat der löslichen AN-PS weist hauptsächlich eine Ver-
zweigung an PositionO3 auf (siehe Abschnitt 4.1.1); dementsprechend konnten große Mengen
an A4a isoliert werden. Da 1,2,3,5-substituierte Araf im Rahmen der Methylierungsanalyse auch
durch Untermethylierung entstehen kann, besitzt A5a für den eindeutigen Nachweis einer dop-
pelten Substitution des AN-Rückgrats besondere Bedeutung. Bei den verzweigten OS mit hö-
herem Polymerisationsgrad weisen benachbarte Araf -Einheiten (A6a und A7a) oder durch eine
1,5-substituierte α-Araf -Einheit getrennte Araf -Einheiten (A7b) eine Substitution an Position
O3 bzw. eine Substitution an den Positionen O3 und O2 auf. Diese OS können wichtige Rück-
schlüsse über die Komplexität der analysierten AN-PS liefern, da sie Hinweise auf die Häufig-
keit stärker verzweigter Bereiche geben. Solche hochverzweigten Bereiche könnten durch die
Beeinflussung der Löslichkeit und der PS-Spaltung durch die Dickdarm-Mikrobiota sowohl die
physikochemischen Eigenschaften als auch die ernährungsphysiologischen Eigenschaften von
Pektinen beeinflussen.
4.2.1.2 endo-Arabinanase-Spaltung von unlöslichen Rotkleesprossen-Ballaststoffen
Ein an Position O2 verzweigtes AN-Tetramer (A4b, siehe Abbildung 4.2) konnte nur in sehr klei-
nen Mengen in den Hydrolysaten der löslichen AN-PS detektiert werden, weshalb dieses nach
Ca(OH)2-Extraktion zur Steigerung der Ausbeute aus den UBS von Rotkleesprossen isoliert
wurde. In den Hydrolysaten dieses Materials lagen die beiden verschieden verzweigten Tetra-
mere A4a und A4b ungefähr in gleicher Menge vor. Jedoch können A4a und A4b durch Ver-
wendung einer C18-Phase nicht getrennt werden, weshalb die Aufreinigung dieses OS durch
eine PGC-Säule erfolgen musste (siehe Abbildung 4.2).
Zwar wurden teilweise bereits Strukturelemente von PS, die O2-substituierte Araf -Einheiten
enthalten, charakterisiert, jedoch wurde noch keine vollständige Charakterisierung des isolier-
ten OS vorgenommen (Eriksson et al., 1996; Navarro et al., 2002). Für A4b wurde eine
starke Tieffeldverschiebung des C2/H2-Signals der mittleren Rückgrat-Araf -Einheit festgestellt
(siehe Tabelle 9.6, Seite 185), was ebenfalls für die beschriebenenO2-substituierten Araf Struk-
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Abbildung 4.2: Struktur des aus den unlöslichen Rotkleesprossen-Ballaststoffen isolierten Oli-
gosaccharids A4b und ein Chromatogramm der Trennung der Oligosaccharide
A4a und A4b auf einer Porous Graphitized Carbon-Säule.
turelemente beschrieben wurde. Zudem konnte die O2-Substitution durch einen HMBC cross-
peak zwischen dem H1-Proton der O2-gebundenen, terminalen Araf und dem C2-Kohlenstoff
der Rückgrat-Araf -Einheit bestätigt werden. Um Materialien wie SES mit einer hohen O2-Sub-
stitution des AN-Rückgrats zu charakterisieren, ist A4b als Standardsubstanz essentiell. Des
Weiteren kann dieses OS von Bedeutung sein, um die pflanzenphysiologischen und ernäh-
rungsphysiologischen Auswirkungen einer Substitution der AN an verschiedenen Positionen zu
evaluieren.
4.2.1.3 endo-Arabinanase-Spaltung von unlöslichen Amaranth-Ballaststoffen
Aus dem endo-Arabinanase-Inkubationsansatz der Amaranth-UBS konnte ein zusätzliches Di-










Abbildung 4.3: Struktur des aus unlöslichen Amaranth-Ballaststoffen isolierten Disaccharids.
Die Anwesenheit von Xyl konnte durch Analyse der Monosaccharidzusammensetzung gezeigt
werden. Zudemwaren die chemischen Verschiebungen (Tabelle 9.4, Seite 184) vergleichbar mit
Daten für an Xyl-gebundene terminale β-Xyl-Einheiten (Schendel et al., 2015a). Die (1→5)-
Verknüpfung zwischen den beiden Monosaccharid-Einheiten konnte durch einen cross-peak
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zwischen dem H1-Proton der Xyl und dem C5-Kohlenstoff der Ara bestätigt werden.
Da endo-Arabinanase nur zwischen α-(1→5)-verknüpften Araf -Einheiten spalten sollte, deutet
die Freisetzung von A2b darauf hin, dass es Teil der AN in Amaranth war. Jedoch ist lediglich
eine Araf -Einheit vorhanden. Daher kann aus der Isolierung dieses OS nicht eindeutig abgelei-
tet werden, ob terminale Xyl-Reste an AN-Ketten gebunden sind. Somit bleibt die Möglichkeit
offen, dass A2b Teil anderer PS ist und/oder durch eine Nebenaktivität der Enzympräparation
freigesetzt wird.
4.2.1.4 endo-Arabinanase-Spaltung von unlöslichen Quinoa-Ballaststoffen
Durch die endo-Arabinanase-Hydrolyse von Quinoa-UBS konnten zwei AN-OS isoliert werden,








































Abbildung 4.4: Strukturen der aus den unlöslichen Quinoa-Ballaststoffen isolierten Oligosac-
charide.
Diese Seitenkette ist entweder an Position O3 (A5b) oder Position O2 (A5c) der mittleren Araf -
Einheit eines α-(1→5)-verknüpften AN-Trimers gebunden. Für die Araf -Einheiten des Rück-
grats von A5b bzw. A5c wurden dabei sehr ähnliche chemische Verschiebungen wie bei den
OS A4a bzw. A4b erhalten (siehe Abschnitt 9.3). Der an das Rückgrat gebundene Teil der Sei-
tenkette wies jeweils charakteristische Verschiebungen im HSQC-Spektrum auf. So lag für die
C3/H3-Signale eine Tieffeldverschiebung vor, während für die C5/H5-Signale eine für terminale
Araf -Einheiten typische Verschiebung erhalten wurde. Die terminalen Einheiten der Seitenkette
wiesen eine für α-Araf -Einheiten untypische chemische Verschiebung auf, welche jedoch mit
für β-Araf publizierten Daten vergleichbar war (Cardoso et al., 2002). Des Weiteren zeigten
die C2/H2- und C3/H3-HSQC-cross-peaks ähnliche Verschiebungen wie die Signale der redu-
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zierenden β-Araf . Aus diesen Daten wurde geschlossen, dass eine O3-gebundene β-Araf als
terminales Ende der Seitenketten vorliegt. Die Strukturen der OS konnten durch die Auswertung
der zweidimensionalen NMR-Spektren bestätigt werden. In Abbildung 4.5 ist beispielhaft das
HMBC-Spektrum der Verbindung A5b gezeigt.
F2 [ppm]











































Abbildung 4.5: Struktur und HMBC-Spektrum des Pentasaccharids A5b. Für die Strukturbestim-
mung diagnostische Korrelationen sind entsprechend bezeichnet.
Durch die Interpretation dieses Spektrums konnten die Verknüpfungen des Rückgrats (RC5/
AH1, AC5/TH1), die Ringformen der meisten Monosaccharid-Einheiten (AC4/AH1, TC4/TH1,
bC4/bH1), die Bindungsposition der Seitenkette (AC3/aH1) sowie die glykosidische Bindung in-
nerhalb der Seitenkette (bC1/aH3) bestätigt werden.
Bisher wurden β-(1→3)-verknüpfte, dimere Seitenketten in der Literatur noch nicht als Struk-
turelemente von AN beschrieben. Dieses Strukturelement könnte eine wichtige Rolle in der
Physiologie der pflanzlichen Zellwand spielen, da bestimmte zellwandmodifizierende Enzyme,
wie zum Beispiel α-Arabinofuranosidase, keine β-Araf -Einheiten abspalten können. Ebenso
besteht die Möglichkeit, dass die Fermentation der AN im Dickdarm durch die β-Araf -Einheiten
beeinflusst wird. Das zur Spaltung notwendige Enzym β-Arabinofuranosidase wurde bereits
aus Bifidobacterium longum kloniert. Je nachdem, welche Darmbakterien ebenfalls in der Lage
sind, dieses Enzym zu exprimieren, könnte ein bifidogener Effekt der AN durch dieses Struktu-
relement verstärkt werden.
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4.2.1.5 Driselase-Spaltung von Arabinan-Polysacchariden
Bei verschiedenen Vorversuchen ergaben sich Hinweise darauf, dass das endo-Arabinanase-
Präparat eine Arabinofuranosidase-Nebenaktivität enthält. Um die dadurch entstehenden Pro-
dukte identifizieren zu können, wurden die löslichen AN-PS mit Driselase inkubiert. Aufgrund
der in Driselase enthaltenen Arabinofuranosidase-Aktivität wurden, neben den bereits beschrie-
benen OS, höhere Mengen potentieller Nebenprodukte erhalten. Drei dieser Nebenprodukte

























































Abbildung 4.6: Strukturen der nach Driselase-Spaltung der löslichen Arabinan-Polysaccharide
isolierten Oligosaccharide.
Die Strukturen der OS konnten durch Anwendung verschiedener zweidimensionaler NMR-Ex-
perimente aufgeklärt werden. Die dabei ermittelten chemischen Verschiebungen (siehe Ab-
schnitt 9.3) waren wiederum mit den von Westphal et al. (2010a) für die Verbindungen A3b
und A5d beschriebenen Verschiebungen vergleichbar.
Die isolierten OS besitzen die gleiche Rückgrat-Substitution wie A4a (A3b), A6a (A5d) und A7b
(A6b), jedoch fehlt die für die endo-Arabinanase-Spaltung charakteristische terminale, O5-ge-
bundene Araf -Einheit. Dadurch stellen diese OS potentielle Nebenprodukte einer Arabinofuran-
osidase-Nebenaktivität dar. Es kann jedoch nicht ausgeschlossen werden, dass sie in manchen
Materialien Teil der nativen AN-Strukturen sind. Die OS lagen allerdings stets nur in kleinen
Anteilen, welche mit steigender Enzymmenge ebenfalls anstiegen, in den endo-Arabinanase-
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Hydrolysaten vor. Dies spricht für die Entstehung durch eine Arabinofuranosidase-Nebenak-
tivität des endo-Arabinanase-Präparats, weshalb die OS bei den entwickelten Methoden als
Nebenprodukte deklariert wurden.
4.2.2 Isolierung und Charakterisierung von Galactan-Oligosacchariden
Zur Isolierung vonGN-Standardsubstanzenwurden sowohl löslicheGN-PS, als auch SES-UBS,
welche sehr GN-reich sind, verwendet. Analog zu den AN-OS wurden die enzymatischen Hy-
drolysate mittels GPC vorgereinigt und anschließend mittels semipräparativer C18-HPLC bei
niedrigeren Temperaturen fraktioniert. Da die Reinheit einiger OS nicht ausreichend für eine
Charakterisierung oder die Verwendung als Standardsubstanzen war, wurden weitere Fraktio-
nierungen auf einer analytischen C18-Säule und/oder einer PGC-Säule durchgeführt.
4.2.2.1 Driselase-Spaltung von Galactan-Polysacchariden
In Vorversuchen zur Spaltung der löslichen GN-PS wurde festgestellt, dass durch eine endo-
Galactanase- und eine Driselase-Spaltung ein ähnliches Produktspektrum freigesetzt wird. Bei
Verwendung einer Driselase-Spaltung wurden jedoch deutlich höhere Mengen an GN-OS bei
einem moderaten Anteil an gut abtrennbaren Nebenprodukten (RG-I-OS) erhalten. Daher wur-
de diese Enzymmischung zur Isolierung der Standardsubstanzen verwendet. In Vorversuchen
wurde zudem ein Polygalacturonsäure-Präparat mit Driselase hydrolysiert. Dabei konnten, wie
auch aus den GN-PS, die in Abbildung 4.7 gezeigten, β-(1→4)-verknüpften GN-OS isoliert wer-
den. Da die G3a-Fraktion aus Polygalacturonsäure ein geringeres Maß an Verunreinigungen






























Abbildung 4.7: Strukturen der aus den löslichen Galactan-Polysacchariden isolierten, β-(1→4)-
verknüpften Galactan-Oligosaccharide.
Die Strukturen der beiden OS konnten mittels ein- und zweidimensionaler NMR-Spektroskopie
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eindeutig bestimmt werden und die chemischen Verschiebungen (siehe Abschnitt 9.3) zeigten
eine gute Übereinstimmung mit bisher publizierten Daten (Fransen et al., 1998; Lichtentha-
ler et al., 2001). Diese OS stellen lineare Abschnitte des GN-Rückgrats und somit die Haupt-
produkte der Spaltung durch endo-Galactanase dar. Da G3a durch endo-Galactanase in Gal
und G2a spaltbar ist, kann G3a als Nebenprodukt einer unvollständigen Spaltung deklariert
werden. Aus den Driselase-Hydrolysaten der GN-PS wurden zudem zwei l-Ara-enthaltende






































Abbildung 4.8: Strukturen der aus den löslichen Galactan-Polysacchariden isolierten, Arabino-
se-enthaltenden Galactan-Oligosaccharide.
Aus der Monosaccharidzusammensetzung konnte geschlossen werden, dass jeweils eine Ara-
Einheit in den OS vorlag. Die MS2-Analyse der Lithium-Addukte lieferte erste wichtige Hinweise
auf die Struktur. So konnte bei G3b die Abspaltung einer Anhydro-Ara (-132) beobachtet wer-
den, bei G4a jedoch nicht (Abschnitt 9.4). Dies deutet darauf hin, dass die Ara-Einheit terminal
(G3b) bzw. intern (G4a) vorliegt. Durch die Interpretation der NMR-Spektren konnte festgestellt
werden, dass in beiden OS α-Arap-Einheiten vorliegen. Dies wurde aus den charakteristischen
1H- und 13C-Verschiebungen (siehe Abschnitt 9.3), den Kopplungskonstanten der anomeren
Protonen von ca. 8 Hz und durch den Vergleich mit Literaturdaten für α-Arap (Ishii et al., 2005b)
abgeleitet. Der Kohlenstoff an Position 4 der Arap-Einheit zeigte für G4a eine Tieffeldverschie-
bung (Tabelle 9.23, Seite 193), was auf eine Substitution an dieser Stelle hindeutet. Durch die
Interpretation der HMBC-Spektren konnte die Struktur der OS inklusive der Ringform und der
Position der Arap-Einheiten eindeutig gezeigt werden (Abbildung 4.9). So wurden durch die je-
weiligen C4/H1-Korrelationen die (1→4)-Verknüpfungen zur jeweils nächsten Monosaccharid-
Einheit nachgewiesen. Außerdem wurde durch einen schwachen cross-peak zwischen dem
C5-Kohlenstoff und dem H1-Proton der Arap-Einheit deren Ringform bestätigt.
Bisher wurden in der Literatur lediglich terminale Arap-Einheiten als Strukturelemente von
β-(1→4)-verknüpften GN vermutet. So konnten Ishii et al. (2005b) durch die Verwendung
mikrosomaler Membranen α-Arap auf GN-OS transferieren und die entstandenen OS mittels
NMR-Spektroskopie charakterisieren. Zudem wurde terminale Arap als Strukturelement von
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Abbildung 4.9: Struktur und HMBC-Spektrum des Oligosaccharids G4a. Die zur Strukturbestim-
mung bedeutenden Korrelationen sind entsprechend bezeichnet.
Sojabohnen-GN beschrieben, allerdings wurde dies auf Basis der Methylierungsanalyse ge-
zeigt und nicht durch Isolierung und Charakterisierung eines entsprechenden OS (Huisman
et al., 2001a). Daher wurde mit G3b im Rahmen dieser Arbeit erstmals ein GN-OS, welches
terminale Arap enthält, aus pflanzlichem Material isoliert und vollständig charakterisiert. Die
1,4-substituierten α-Arap-Einheiten innerhalb der GN-Ketten sind dagegen ein bisher nicht be-
schriebenes Strukturelement. Dieses Strukturmerkmal ist zudem sehr schwer nachweisbar, da
es bei der Methylierungsanalyse dasselbe PMAA ergibt wie eine 1,5-substituierte Araf .
Das Vorkommen der Arap-Einheiten in GN hat potentielle Auswirkungen auf die Eigenschaften
der GN-PS. Neben der Fermentation im Dickdarm könnte auch ein durch β-Galactosidase ver-
mittelter Abbau der GN in der pflanzlichen Zellwand beeinflusst werden. Bei beiden Prozessen
wären Enzyme notwendig, die glykosidische Bindungen zu α-Arap-Einheiten spalten können.
Aus einemDriselase-Hydrolysat der löslichen GN-PS konnte das in Abbildung 4.10 gezeigte OS
G4b isoliert werden. Aufgrund der geringen isolierten Menge erfolgte die Strukturaufklärung le-
diglich auf Basis des H,H-TOCSY-Spektrums und des HSQC-Spektrums (Abbildung 4.10).
Durch die TOCSY-Korrelationen und den Vergleich der chemischen Verschiebungen mit de-
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Abbildung 4.10: Struktur und HSQC-Spektrum des Tetrasaccharids G4b. Diagnostische Korre-
lationen sind entsprechend bezeichnet.
nen der bisher charakterisierten GN-OS konnten zunächst die HSQC-Peaks der reduzierenden,
O4-substituierten Galp- und der 1,4-substituierten β-Galp-Einheit zugeordnet werden. Die mit-
hilfe des TOCSY-Spektrums zugeordneten HSQC-Signale der dritten Galp-Einheit wiesen dia-
gnostische chemische Verschiebungen auf (Tabelle 9.24, Seite 193). So konnte für Position 4
keine, für eine Substitution an dieser Position charakteristische, Tieffeldverschiebung beobach-
tet werden. Dagegen lag für Position 6, deren HSQC-Peaks im phasensensitiven Experiment zu-
sätzlich durch die Phasenverschiebung identifiziert werden können, eine 13C-Tieffeldverschie-
bung von ca. 9 ppm vor (siehe Signal BC6/BH6 in Abbildung 4.10), woraus eine Substitution an
dieser Position abgeleitet wurde. Aufgrund derO6-Bindung zeigte sich an Position 1 der termina-
len Galp eine charakteristische chemische Verschiebung (TC1/TH1 in Abbildung 4.10), während
die Verschiebungen der restlichen Protonen bzw. Kohlenstoffemit den Verschiebungen termina-
ler Galp-Einheiten vergleichbar waren. Die Inkubation des isolierten OS mit endo-Galactanase
resultierte in einem nicht vollständigen Abbau von G4b zu Gal und einem unbekannten Peak.
Dies bestätigt einerseits das Vorkommen eines β-(1→4)-verknüpften Abschnitts innerhalb des
OS und zeigt andererseits, dass G4b kein Endprodukt der enzymatischen Hydrolyse ist und
daher als Nebenprodukt deklariert werden kann. Jedoch konnte das Endprodukt bzw. größere
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Mengen der Verbindung G4b weder aus anderen Hydrolysaten isoliert werden, noch in endo-
Galactanase-Hydrolysaten detektiert werden.
Die Bindung von Seitenketten über die Position O6 innerhalb (1→4)-verknüpfter GN wurde be-
reits in der Literatur beschrieben (Wood & Siddiqui, 1972), wobei allerdings bis dato keine
entsprechenden GN-OS isoliert und mittels NMR-Spektroskopie charakterisiert werden konn-
ten. Da die O6-substituierte Gal-Einheit nicht weiter substituiert ist, können keine eindeutigen
Rückschlüsse auf die native Struktur gezogen werden. So könnte G4b einerseits nach enzy-
matischer Abspaltung der O4-gebundenen Gal-Einheiten aus einem Verzweigungspunkt des
Rückgrats entstanden sein, andererseits könnte eine O6-substituierte Gal-Einheit terminal an
den Kettenenden oder innerhalb des Rückgrats vorliegen.
4.2.2.2 endo-Galactanase-Spaltung von unlöslichen Sojaextraktionsschrot-Ballast-
stoffen
Durch die endo-Galactanase-Hydrolyse der SES-UBS konnten drei weitere Arap-enthaltende







































Abbildung 4.11: Strukturen der aus unlöslichen Ballaststoffen von Sojaextraktionsschrot isolier-
ten, Arabinopyranose-enthaltenden Galactan-Oligosaccharide.
In allen isolierten OS liegen die Arap-Einheiten α-(1→4)-verknüpft vor. Der einzige Unterschied
zu den bereits im Rahmen dieser Arbeit beschriebenen OS G3b und G4a (Abbildung 4.8)
liegt im Fehlen von Galp-Einheiten, was durch eine detaillierte Charakterisierung mittels NMR-
Spektroskopie gezeigt wurde. Durch Inkubation der vorher isolierten Arap-enthaltendenOSG3b
und G4a konnte evaluiert werden, dass G2b und G2c die Endprodukte und G3b und G4a die
Nebenprodukte der endo-Galactanase-Hydrolyse darstellen. So wurde G3b durch eine weitere
endo-Galactanase-Inkubation zu G2b und Gal abgebaut, während sich bei der Inkubation von
G4a ähnliche Mengen an G2a (Abbildung 4.7) und G2c und kleinere Mengen an Gal und G3c
bildeten. Dadurch konnte zusätzlich gezeigt werden, dass G3c ein Zwischen- bzw. Nebenpro-
dukt der endo-Galactanase-Hydrolyse ist.
Durch die zur Spaltung der löslichen GN-PS verwendeten Mengen an endo-Galactanase bzw.
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Driselase wurden neben den linearen GN-OS hauptsächlich die Nebenprodukte G3b und G4a
freigesetzt. Dies liegt wahrscheinlich in der relativ zum GN-Anteil niedrigeren Aktivität an en-
do-Galactanase begründet. Bei einem chromatographischen Screening der enzymatisch frei-
gesetzten OS erfolgt die Auswertung über die Anteile der durch die endo-Galactanase-Spaltung
freigesetzten OS, wofür die Kenntnis der Endprodukte und der niedermolekularen Nebenpro-
dukte essentiell ist. Für eine Bestimmung von NMR-Markersignalen sind die Nebenprodukte von
großer Bedeutung, um den Einfluss benachbarter Monosaccharid-Einheiten auf die chemische
Verschiebung zu evaluieren.
4.2.3 Isolierung und Charakterisierung von Hydroxyzimtsäure-Oligosaccha-
riden
Zur Isolierung verschiedener monomerer und dimerer Hydroxyzimtsäure-OS wurden die pflanz-
lichen Rohstoffe Quinoa und ZRS verwendet, welche signifikante Mengen gebundener Hydro-
xyzimtsäuren enthalten (siehe Abschnitt 4.1.2.3 und Abschnitt 4.1.2.5).
Die kommerziell erhältlichen, löslichen AN-PS werden durch basische Extraktion gewonnen,
wodurch estergebundene FS größtenteils entfernt wird. Daher können die löslichen PS nicht
zur Isolierung von Standardsubstanzen verwendet werden. Die enzymatische Spaltung erfolg-
te einerseits durch das hierfür oft verwendete Multienzympräparat Driselase, andererseits durch
das deutlich kostengünstigere Multienzympräparat Viscozyme L. In Vorversuchen wurde fest-
gestellt, dass diese Enzymmischung wie Driselase eine sehr niedrige Esterase-Aktivität, dage-
gen aber hohe pektinolytische Aktivität besitzt. Um sehr große Rohstoffmengen hydrolysieren
zu können, wurde die Verwendung dieses Enzymgemisches mit zeitsparenden Aufarbeitun-
gen der Rohstoffe kombiniert. So wurde Quinoa nach enzymatischer Stärke- und Proteinhy-
drolyse bzw. ZRS ohne jegliche Aufarbeitung mit Viscozyme L hydrolysiert, während Driselase
zur Hydrolyse der ZRS-UBS verwendet wurde. Nach säulenchromatographischer Aufreinigung
der Hydrolysate wurden die Hydroxyzimtsäure-OS mittels Sephadex LH-20-Chromatographie
vorgetrennt. Hierbei findet einerseits eine Trennung nach Größe, andererseits auch nach se-
kundären Wechselwirkungen statt. Daher müssen sehr unpolare Substanzen wie zum Beispiel
DFS-OS mit organischen Lösungsmitteln von der Säule eluiert werden. Zur weiteren Aufreini-
gung der OS wurde die RP-HPLC unter Verwendung semipräparativer und analytischer Säulen
verwendet.
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4.2.3.1 Einfach Ferulasäure-substituierte Oligosaccharide
Die in Abbildung 4.12 gezeigten FS-OS sind als Hauptprodukte der enzymatischen Hydrolyse
von Pektinen bekannt und wurden bereits aus Amaranth, Spinat und Zuckerrübe isoliert (Ishii









































Abbildung 4.12: Strukturen der aus den unlöslichen Ballaststoffen von Zuckerrübenschnitzeln
isolierten Ferulasäure-Oligosaccharide.
Sowohl aus den ZRS als auch aus den ZRS-UBS konnten größere Mengen dieser FS-OS iso-
liert werden. Allerdings wurden die FS-OS je nach eingesetztem Enzympräparat in unterschied-
lichem Ausmaß freigesetzt, was durch die Substratspezifität der Enzyme begründet werden
kann (siehe Abschnitt 4.5.1). Die Struktur der OS konnte durch die Verwendung verschiedener
NMR-Experimente und den Vergleich der chemischen Verschiebungen (Abschnitt 9.3) mit Lite-
raturdaten eindeutig gezeigt werden (Ishii & Tobita, 1993; Colquhoun et al., 1994; Bunzel
et al., 2005). Die MS2- bzw. MS3-Spektren der Standardsubstanzen (siehe Abschnitt 9.4) wa-
ren vergleichbar mit den von Quemener & Ralet (2004) beschriebenen und können sehr gut
zur Identifizierung verwendet werden.
Die drei isolierten FS-OS stellen die wichtigsten Hydrolyseprodukte der mit FS veresterten AN-
und GN-PS dar und sind bedeutend, um Aussagen über die Anteile der veresterten Struktur-
elemente zu treffen.
4.2.3.2 Dehydrodiferulasäure-Oligosaccharide
Aus dem Viscozyme L-Hydrolysat des Quinoamehls konnten die zwei in Abbildung 4.13 gezeig-
ten DFS-OS isoliert und charakterisiert werden. In den ZRS-Hydrolysaten wurden die beiden
OS ebenfalls nachgewiesen.
Aufgrund seiner Symmetrie zeigte das OS 5-5-DFS(AA)2 weniger komplexe NMR-Spektren. Die
5-5-DFS konnte durch das 1H- und das H,H-COSY-Spektrum eindeutig identifiziert werden, da
im phenolischen Bereich lediglich die jeweils miteinander koppelnden Signale für H7/H8 bzw.
H2/H6 auftraten. Die im HSQC ermittelten entsprechenden 13C-Verschiebungen (Tabelle 9.31,
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Abbildung 4.13: Strukturen der aus Quinoamehl nach enzymatischer Hydrolyse isolierten De-
hydrodiferulasäure-Oligosaccharide.
Seite 196) zeigten eine gute Übereinstimmung mit bisher für estergebundene 5-5-DFS publi-
zierten Daten (Ishii, 1991; Saulnier et al., 1999). Die 13C-Verschiebungen der Ara-Einheiten
waren vergleichbar mit denen von FAA (Abbildung 4.12). Die Struktur konnte durch eine HMBC-
Kopplung zwischen dem C5-Kohlenstoff und dem H1-Proton der beiden Araf -Einheiten bzw.
zwischen demC9-Kohlenstoff der DFS und demH2-Proton der nicht-reduzierenden Araf -Einheit
bestätigt werden.
Durch das H,H-COSY-Spektrum von 8-O-4-DFS(AA)2 (Abbildung 4.14) konnten erste Hinweise
auf die Struktur dieses OS gewonnen werden.
Im phenolischen Bereich ist lediglich ein miteinander koppelndes Paar (Kopplungskonstante
16 Hz) an H7-/H8-Protonen vorhanden. Bei 5-5- bzw. 4-O-5-verknüpften DFS müssten zwei
Paare vorhanden sein. Dies lässt auf eine an Position 8 substituierte DFS schließen. Da jeweils
zwei H2-, H5- und H6-Protonen vorkommen, kann das verbleibende Singulett dem Proton H7 ei-
ner 8-O-4-DFS zugeordnet werden. Die durch Auswertung desHSQC-Spektrums zugeordneten
13C-Verschiebungen (Tabelle 9.30, Seite 196) zeigten eine gute Übereinstimmung mit den für
estergebundene 8-O-4-DFS publizierten Daten (Allerdings et al., 2005). Aufgrund der Asym-
metrie der zentralen DFS zeigen die daran gebundenen Araf -Einheiten leicht unterschiedliche
chemische Verschiebungen (siehe Abbildung 4.14), welche jedoch wiederum charakteristisch
für eine an Position O2 substituierte, α-(1→5)-verknüpfte Arabinobiose sind. Die Zuordnungen
konnten ebenfalls durch die Auswertung des HMBC-Spektrums bestätigt werden.
Mit 5-5-DFS(AA)2 und 8-O-4–DFS(AA)2 konnten im Rahmen dieser Arbeit erstmals zwei AN-
DFS-OS isoliert und vollständig charakterisiert werden. Dabei konnte zudem die Positionen,
an denen die DFS an die Araf -Einheiten gebunden ist, eindeutig bestimmt werden, was durch
die in vorherigen Studien benutzten MS2-Techniken nicht möglich war (Levigne et al., 2004b;
Ralet et al., 2005). Die Isolierung dieser OS lässt vermuten, dass DFS-cross-links zwischen
AN-PS ebenfalls eine Rolle für die physikochemischen und funktionellen Eigenschaften dikoty-
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Abbildung 4.14: Struktur und H,H-COSY-Spektrum von 8-O-4-DFS(AA)2. Die durch die Kreuz-
signale zugeordneten 1H-Signale sind entsprechend bezeichnet.
ler Pflanzenzellwände spielen. Vergleichbar zu deren Funktion in monokotylen Pflanzen können
sie eine erhöhte Festigkeit der pflanzlichen Zellwand bewirken und damit auch die enzymati-
sche Zugänglichkeit bzw. die Fermentierbarkeit beeinflussen. Darüber hinaus könnten sie durch
eine Verknüpfung der PS zu einer erhöhten Viskosität dieser beitragen.
4.2.3.3 Zweifach Ferulasäure-substituiertes Oligosaccharid aus Zuckerrübe
Aus dem 70:30Methanol/Wasser Sephadex-LH-20-Eluat des Viscozyme L-Hydrolysats der ZRS
konnte das in Abbildung 4.15 gezeigte OS isoliert werden.
Die Signale im phenolischen Bereich des 1H-NMR-Spektrums des isolierten OS konnten zwei
trans-FS zugeordnet werden, welche sich bei gleichen 13C-Verschiebungen nur leicht in ih-
ren 1H-Verschiebungen unterscheiden (Tabelle 9.29, Seite 195). Gleiches wurde für die Araf -
Einheiten festgestellt, da im anomeren Bereich neben den für reduzierende Araf -Einheiten cha-
rakteristischen Signalen je zwei Peaks einer an PositionO2 substituierten Araf -Einheit vorlagen.
Aufgrund der kleinen isolierten Menge konnte kein HMBC-Spektrum aufgenommen werden, so
dass nicht eindeutig bestimmt werden konnte, welche FS-Einheit an welche Araf -Einheit gebun-
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Abbildung 4.15: Struktur des aus dem enzymatischen Hydrolysat von Zuckerrübenschnitzeln
isolierten, mit zwei Ferulasäuren substituierten Oligosaccharids.
den ist. Jedoch konnte, basierend auf den charakteristischen HSQC-Signalen, die in Abbildung
4.15 gezeigte Struktur bestimmt werden.
Ein mit zwei FS substituiertes AN-Trimer wurde bereits von Levigne et al. (2004a) aus Zucker-
rübe isoliert und durch MS2-Techniken charakterisiert. Als Substitutionsstellen wurden hierbei
die Position O5 der terminalen Araf -Einheit und die Position O2 der mittleren Araf -Einheit be-
stimmt. Die für das OS beschriebene MS2-Fragmentierung zeigt signifikante Unterschiede zu
der MS2-Fragmentierung von FFAAA (Abbildung 9.27, Seite 205), was für eine unterschiedliche
Struktur der beiden OS spricht. Durch die Charakterisierung von FFAAA konnte erstmals ein-
deutig gezeigt werden, dass zwei benachbarte Araf -Einheiten innerhalb des AN-Rückgrats mit
FS substituiert sein können. Die erhöhte Substitution des AN-Rückgrats kann wiederumEinfluss
auf die Aktivität von Feruloyl-Esterasen und damit auf die Abbaubarkeit und die Freisetzung der
FS haben.
4.2.3.4 p-Cumarsäure-Oligosaccharid aus Quinoa
Bei der Aufreinigung der FAA-Fraktion des Viscozyme L-Hydrolysats des Quinoamehls konnten
kleine Mengen eines OS isoliert werden, dessen Molekulargewicht (m/z 427) und Maximum im
UV-Spektrum (315 nm) auf eine mit p-CS veresterte Arabinobiose hinwiesen. ImMS2-Spektrum
des Quasimolekülions [M-H]– des OS konnten Fragmente, die typisch für Ringspaltungen durch
eine an Position O5 substituierte, reduzierende Araf sind (-60 und -90), detektiert werden (Ab-
bildung 9.29, Seite 206). Zudem konnte die Abspaltung einer Anhydro-Ara (-132) detektiert
werden. Ein MS3-Experiment mit diesem Fragmention ergab m/z 187 als einziges intensives
Fragment (Abbildung 9.29, Seite 206). Dieser Massenverlust von 108 wurde von Quemener &
Ralet (2004) als charakteristisch für eine an Position O2 mit FS substituierte Araf beschrie-
ben. Diese Daten deuten auf eine α-(1→5)-verknüpfte Arabinobiose hin, die an Position O2
der nicht-reduzierenden Araf mit p-CS substituiert ist. Die in Abbildung 4.16 gezeigte Struktur
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wurde durch Auswertung der zweidimensionalen NMR-Spektren bestätigt.









































Abbildung 4.16: Struktur und H,H-COSY-Spektrum von CAA. Für die Strukturbestimmung be-
deutende Korrelationen sind entsprechend bezeichnet. tr = trans.
Im H,H-COSY-Spektrum (Abbildung 4.16) wurden vor allem im phenolischen Bereich eine hö-
here Anzahl an Protonen-Signalen festgestellt als für eine p-CS-Einheit zu erwarten wären. Je-
doch konnten durch die entsprechenden cross-peaks alle Signale zu einer cis- bzw. trans-p-CS
zugeordnet werden. Die Isomere konnten über die H7/H8-Kopplungskonstanten eindeutig be-
stimmt werden (trans: 16 Hz, cis: 12 Hz). Es kann vermutet werden, dass das cis-Isomer durch
Lichteinwirkung während der Probenaufarbeitung entstanden ist (Bunzel et al., 2005). Die für
die beiden Ara-Einheiten bestimmten 1H-Verschiebungen zeigten im Vergleich mit FAA leichte
Unterschiede (Abschnitt 9.3). Jedoch wurden für den Kohlenhydrat-Teil von CAA und FAA sehr
ähnliche 13C-Verschiebungen erhalten, was die vermutete Struktur bestätigt. Durch charakte-
ristische HMBC-Signale konnte die Ringform der terminalen Araf und die α-(1→5)-Verknüpfung
zwischen den Araf -Einheiten bewiesen werden.
Die Bindung von p-CS an Arabinoxylane in monokotylen Pflanzen konnte bereits durch die Iso-
lierung entsprechender OS gezeigt werden (Mueller-Harvey et al., 1986; Ishii & Hiroi, 1990;
Allerdings et al., 2006). Im Rahmen dieser Arbeit konnte nun erstmals gezeigt werden, dass
p-CS auch in dikotylen Pflanzen zellwandgebunden vorliegen kann und dabei an AN gebunden
ist. Welche Bedeutung die Bindung von p-CS an AN hat, ist derzeit unbekannt.
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4.3 Chromatographisches Profiling von Arabinan- und Galactan-
Oligosacchariden
Durch die Analyse von aus Zellwandmaterialien oder isolierten PS enzymatisch freigesetzten
OSmit niedrigem Polymerisationsgrad können erste detaillierte Rückschlüsse auf die vorliegen-
den Strukturelemente gezogenwerden. Da endo-Enzymewie beispielsweise endo-Arabinanase
und endo-Galactanase ausschließlich lineare PS-Abschnitte spalten können, sind sie sehr gut
zur Analyse verzweigter Strukturelemente geeignet. Die für die Methode als Standardsubstan-
zen verwendeten AN- und GN-OS sowie ihre Einordnung als Haupt- oder Nebenprodukte der
enzymatischen Hydrolyse mittels endo-Enzymen sind in Tabelle 4.11 zusammengefasst. Die
Strukturen der OS sind in den Abbildungen 9.2 und 9.3 zusammengefasst (Seite 182 und 183).
Tabelle 4.11: Für das chromatographische Profiling von Arabinan- und Galactan-Oligosaccha-
riden verwendete Standardsubstanzen sowie ihre Einordnung als Haupt- oder
Nebenprodukte der endo-Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Hydrolyse. Die
Strukturen der Oligosaccharide sind in Abbildung 9.2 auf Seite 182 und Abbildung



















Die isolierten OS repräsentieren zum einen die Hauptstrukturelemente der PS und zum anderen
neuartige, bisher unbekannte und schwer nachzuweisende Strukturmerkmale. Nebenprodukte
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wurden ebenfalls in die Methode mit aufgenommen, da ihr Auftreten auf eine unzureichen-
de Enzymaktivität bzw. Nebenaktivitäten der eingesetzten endo-Enzyme hinweisen kann. Des
Weiteren könnten sie für die Analyse enzymatischer Abbaureaktionen von Bedeutung sein und
in manchen Materialien teilweise als native Strukturelemente vorliegen. Mittels HPAEC-PAD
können OS sehr empfindlich detektiert und quantifiziert werden, wodurch sich die Möglichkeit
ergibt, auch geringe Mengen verzweigter OS neben hohen Mengen an linearen Spaltprodukten
zu erfassen. Zudem wurde das Potential der chromatographischen Trennung an einer PGC-
Phase in Kombination mit der MS- bzw. ELSD-Detektion als Alternativ- bzw. Zusatzmethode
evaluiert.
4.3.1 Konzentrationsbestimmung der Standardsubstanzen
Zur Entwicklung einer flüssigkeitschromatographischen Methode zum Screening der verschie-
denen AN- und GN-OS werden Stammlösungen einer definierten Konzentration benötigt. Die
isolierten Standardsubstanzen lagen jedoch teilweise in nur sehr geringen Mengen vor, so dass
eine gravimetrische Mengenbestimmung nicht möglich war. Zudem sind vor allem die AN-OS
stark hygroskopisch, was die Einwaage der Substanzen für Stammlösungen erschwert.
Aufgrund dessen wurden die Konzentrationen der OS mittels quantitativer 1H-NMR-Spektro-
skopie nach Zugabe einer internen Standardsubstanz bestimmt, was eine einfache Durchführ-
barkeit und hohe Robustheit aufweist. Von Rundlöf et al. (2014) wurde Acetanilid als interne
Standardsubstanz für die quantitative NMR-Spektroskopie vorgeschlagen, da es chemisch sta-
bil, nicht hygroskopisch und in sehr reiner Form erhältlich ist. Dazu zeigt Acetanilid eine gute
Löslichkeit in Wasser und ergibt ein Singulett-Signal bei 2,17 ppm (referenziert zu Aceton bei
2,22 ppm nach Gottlieb et al. (1997)). Die Substanz erfüllt daher alle Anforderungen an
einen internen Standard für die Konzentrationsbestimmung von OS in wässriger Lösung. Eine
Entfernung des Acetanilids nach der NMR-Messung ist nicht nötig, da es mittels HPAEC-PAD
nicht detektiert wird. Dies wurde durch Injektion einer entsprechenden wässrigen Lösung evalu-
iert. Als Pulssequenz wurde das bei quantitativen 1H-NMR-Messungen häufig verwendete "zg"
Pulsprogramm mit einer Relaxationszeit von 60 s verwendet. In Abbildung 4.17 ist beispielhaft
das Spektrum von A2a in einer 3,9 mM Acetanilidlösung in D2O zu sehen.
Nach Phasen- und Basislinienkorrektur wurden mithilfe der HSQC-Spektren zur Integration ge-
eignete 1H-Signale bestimmt. Idealerweise sollte hierfür ein gut separiertes Signal für ein einzel-
nes Proton verwendet werden. Jedoch findet bei den analysierten OS des Öfteren eine Überla-
gerung mehrerer Protonensignale statt. In diesem Fall wurden die Signale zusammen integriert
und dies bei der Berechnung der relativen Intensitäten berücksichtigt. Die zur Quantifizierung
verwendeten Signale sind in Abschnitt 9.5 aufgeführt. Durch diesen Ansatz war es möglich,
auch für die in sehr geringen Mengen vorliegenden OS eine Stammlösung definierter Konzen-
tration zu erstellen.
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Abbildung 4.17: 1H-NMR-Spektrum der Verbindung A2a (Abbildung 9.2, Seite 182) in einer
3,9 mM Acetanilidlösung. AA = Acetanilid, arom = aromatisch, nr = nicht
reduzierend.
4.3.2 Chromatographische Analyse
4.3.2.1 Analyse mittels HPAEC-PAD
Zur HPAEC-PAD-Trennung der AN- und GN-OS wurde zunächst eine CarboPac PA100-Säule
verwendet, wodurch fast alle Haupt- und Nebenprodukte der endo-Arabinanase- bzw. endo-
Galactanase-Hydrolyse getrennt werden konnten. Zusätzlich wurde eine CarboPac PA200-Säu-
le getestet, da die beiden OS A4a und A4b, die für die Strukturbeschreibung von AN wichtig
sind, auf der CarboPac PA100-Säule koeluierten (siehe Abbildung 4.18A). Durch Verwendung
dieser Trennsäule konnte eine vollständige Trennung aller AN- bzw GN-OS erreicht werden,
auch wenn bei A4a und A4b keine Basislinientrennung erzielt werden konnte (siehe Abbildung
4.18B).
Generell werden AN-OS stärker retardiert als GN-OS, jedoch weisen manche Standardsub-
stanzen mit verschiedenen Polymerisationsgraden ähnliche Retentionszeiten auf. Zudem ent-
stehen bei der endo-Galactanase-Hydrolyse viele Nebenprodukte (siehe Abschnitt 4.3.3), die
mit AN-OS koeluieren. Daher wurden separate Gradientenprogramme für die AN- bzw. GN-OS
entwickelt und die Inkubationen mit den jeweiligen Enzymen in separaten Ansätzen durchge-
führt. Durch die separate Inkubation wird zudem ausgeschlossen, dass eine Modifikation der
AN durch das endo-Galactanase-Präparat bzw. der GN durch das endo-Arabinanase-Präparat
stattfindet, insbesondere durch mögliche Verunreinigungen der Enzympräparate.
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Abbildung 4.18: HPAEC-PAD-Trennung der Oligosaccharide A4a und A4b (Abbildung 9.2, Seite
182) auf einer CarboPac PA100-Säule (A) und einer CarboPac PA200-Säule
(B).
4.3.2.2 Analyse mittels HPLC-MS
Durch die Verwendung einer PGC-Säule konnte ebenfalls eine gute Trennung der AN-OS er-
reicht werden. Hierbei konnten auch die beiden OS A4a und A4b eindeutig getrennt werden. Im
Rahmen der Isolierung von Standardsubstanzen wurden zudem teilweise Mischungen aus A4a,
A4b und einem linearen AN-Tetramer erhalten. Diese sollten zwar durch endo-Arabinanase voll-
ständig gespalten werden, bei hoher Substratmenge oder niedriger Enzymaktivität könnten sie
jedoch als Nebenprodukt vorhanden sein. Eine eindeutige Basislinientrennung dieser Verbin-























Abbildung 4.19: Trennung einer Mischung aus einem linearen Arabinan-Tetramer (lin Ara4) und
den Arabinan-Oligosacchariden A4a und A4b (Abbildung 9.2, Seite 182) auf
einer Porous Graphitized Carbon-Säule (Detektion durch MS2-Messung der
Lithiumaddukte (m/z 553))
74
4.3 Chromatographisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
Eine vollständige Trennung der GN-OS war bei Verwendung der PGC-Phase jedoch nicht mög-
lich, was hauptsächlich auf eine starke Peakverbreiterung durch die α- und β-Anomere zurück-
zuführen ist. Wie in Abbildung 4.20 zu sehen, zeigen zum Beispiel G2a und G2b sehr breite
Peaks sowie eine sehr ähnliche Retentionszeit und können demnach lediglich durch ihre Mas-
se unterschieden werden.




















Abbildung 4.20: Totalionenstrom-Chromatogramme der Verbindungen G2a und G2b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183) auf einer Porous Graphitized Carbon-Säule.
Da eine Peakverbreiterung aufgrund des α-/β-Anomerengleichgewichts bei den entsprechen-
den Zuckeralkoholen nicht auftreten kann, wurde eine Reduktion der OS nach Pitson et al.
(1997) durchgeführt. Bei vielen der höhermolekularen Nebenprodukte wie zum Beispiel G3a,
G3b und G3c konnte durch die resultierenden schmalen Peaks eine sehr gute Trennung er-
reicht werden. Jedoch konnte bei den OS G2a und G2b aufgrund der geringen Retention keine
Trennung erzielt werden, während das OS G2c nach der Reduktion nicht mehr detektiert wur-
de. Dementsprechend wäre eine Analyse mittels HPLC-ELSD eventuell zur Quantifizierung von
AN-OS geeignet, jedoch nicht von GN-OS. Daher wurde die HPAEC-PAD als Standardmethode
zur Quantifizierung der AN- und GN-OS etabliert. Die HPLC-MS stellt jedoch eine sehr gute Zu-
satzmethode zur empfindlichen und eindeutigen Identifizierung von OS dar, da für diese neben
der PGC-Retentionszeit (siehe Abschnitt 9.6) die MS2-Fragmentierung der OS (siehe Abschnitt
9.4) benutzt werden kann.
4.3.2.3 Quantifizierung
Es wurde in Vorversuchen festgestellt, dass sich der HPAEC-PAD-Response mit der Neubereit-
stellung von Eluenten verändert. Bei Anwendung einer externen Kalibrierung müsste dement-
sprechend nach jedem Eluentenwechsel neu kalibriert werden. Einige der OS lagen jedoch nur
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in kleinen Mengen vor, und aufgrund von kleineren Verunreinigungen konnten nicht alle OS mit-
einander vermischt werden. Daher würde jede erneute Kalibrierung viel Messzeit kosten und
größere Mengen an isolierten Standardsubstanzen verlangen. Deshalb wurden für die Quan-
tifizierung die RRFs zu einem internen Standard verwendet. Ein geeigneter interner Standard
ist eine Substanz, die in großer Menge und Reinheit sowie kostengünstig verfügbar ist, nicht in
Pflanzenmaterialien vorkommt und sich in die chromatographische Trennung einpasst. Jedoch
wurden bei vielen getesteten Monosacchariden oder OS Koelutionen mit Standardsubstanzen
oder Matrixpeaks der endo-Arabinanase- oder endo-Galactanase-Hydrolysate festgestellt. Le-
diglich bei Raffinose fand keine Koelution statt, allerdings kann dieses OS in manchen Pflan-
zenmaterialien vorkommen. Da OS jedoch bei der üblicherweise verwendeten Aufarbeitung zur
Gewinnung der Ballaststoffe bzw. Zellwände im Waschschritt mit Ethanol/Wasser (80:20, v/v)
quantitativ entfernt werden, wurde Raffinose dennoch als interner Standard verwendet. Um ei-
ne Verschleppung von Raffinose in die PS-Präparate nachzuweisen, sollte jedoch stets eine
Inkubation ohne Enzym- und Raffinosezugabe mitgeführt werden.
Eine Voraussetzung für die Verwendung der RRFs zu Raffinose zur Bestimmung der OS-Anteile
ist, dass sie lediglich in einem Konzentrationsbereich verwendet werden, in dem der Respon-
se der OS linear verläuft. Bei der Injektion verschiedener Mengen der Verbindung A2a wurde
festgestellt, dass der Response bei niedrigen Konzentrationen linear verläuft, bei höheren Kon-
zentrationen jedoch stark abflacht (siehe Abbildung 4.21).














Abbildung 4.21: PAD-Response zu verschiedenen Konzentrationen der Verbindung A2a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).
Im Falle des OS A2a lag eine ausreichende Linearität bis zu einer Konzentration von 30 µM
vor. Liegt die A2a-Konzentration im analysierten Inkubationsansatz über 30 µM, muss dieser
entsprechend verdünnt werden. Durch diese Verdünnung würde sich auch die Konzentration
der als internen Standard zugegebenen Raffinose verändern, was sich wiederum auf den RRF
des OS auswirken könnte. Daher wurden die RRFs des OS A2a zu Raffinose in einer Kon-
zentration von 10 bzw. 20 µM nach chromatographischer Trennung bestimmt. Dabei wurden je
76
4.3 Chromatographisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
nach Raffinosekonzentration verschiedene RRFs erhalten, weshalb für die Methode eine kon-
stante Raffinosekonzentration von 10 µM gewählt wurde. Die Verwendung der RRFs zu einer
konstanten Raffinosekonzentration hat zur Folge, dass Raffinose für jede Verdünnung des Hy-
drolysats neu zugegeben werden muss. Daher wurde die Zugabe der internen Standardsub-
stanz nach der Enzyminkubation vorgenommen, um eine zeitaufwändige Wiederholung dieser
zu vermeiden. Um die Robustheit der RRFs zu überprüfen, wurden diese für das OS A2a mit
zu verschiedenen Zeitpunkten hergestellten Eluenten bestimmt. Obwohl die absoluten Flächen
hierbei kleinere Änderungen zeigten, blieben die RRFs konstant. Daher bietet die Anwendung
der RRFs zu Raffinose einen robusten und praktikablen Ansatz zur Bestimmung der Anteile der
AN- und GN-OS.
Für die Bestimmung der RRFs der AN- und GN-OS wurden, soweit aufgrund kleinerer Ver-
unreinigungen möglich, jeweils Mischungen mehrerer OS hergestellt. Von diesen Mischungen
wurdenmindestens sechs Konzentrationen in dem für A2a bestimmten linearen Konzentrations-
bereich von 0,1 µM bis 30 µMmittels HPAEC-PAD gemessen. Bei OS, die in kleineren Mengen
als Standardsubstanz vorlagen und ebenso auch in kleineren Mengen in den meisten Zellwand-
strukturen vorkommen, wurden teilweise niedrigere Konzentrationsbereiche verwendet. Zur Er-
mittlung der RRFs und der linearen Konzentrationsbereiche wurde für jede Standardsubstanz
eine Auftragung von cAnalyt ·AreaRaffinose gegen cRaffinose ·AreaAnalyt vorgenommen. Bei man-
chen OS war bereits ab niedrigeren Konzentrationen keine Linearität mehr gegeben. Deshalb
und aufgrund der teilweise geringeren verwendeten Mengen sind in Tabelle 4.12 für manche
OS niedrigere lineare Konzentrationsbereiche angegeben. Durch weitere Verdünnungen der
OS-Mischungen und der Messung des Signal-zu-Rausch Verhältnisses wurden zusätzlich die
Nachweis- und Bestimmungsgrenzen der OS evaluiert (Signal-zu-Rausch-Verhältnis 3:1 bzw.
9:1). Die bei der Mehrfachinjektion der verschiedenen OS erhaltenen relativen Standardabwei-
chungen der Flächen lagen meist unter 5 %, was eine gute Präzision der HPAEC-PAD-Messung
zeigt. In Tabelle 4.12 sind die HPAEC-PAD-Retentionszeiten der AN- und GN-OS, ihre RRFs,
deren Konzentrationsbereiche sowie die Nachweis- und Bestimmungsgrenzen der OS aufge-
führt.
Die RRFs der Monosaccharide und der früh eluierenden OS sind im Vergleich zu den spä-
ter eluierenden OS etwas höher. Dies könnte mit der sich im Laufe des Gradientenprogramms
verändernden Eluentenzusammensetzung zusammenhängen. Durch die entwickelte Methode
können die AN- und GN-OS über weite Konzentrationsbereiche bestimmt werden, wodurch sich
teilweise die Messung mehrerer Verdünnungen vermeiden lässt. Zudem kann bis in den nied-
rigen µM-Bereich quantifiziert werden, wodurch auch OS mit sehr niedrigen Anteilen bestimmt
werden können.
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Tabelle 4.12: Retentionszeiten (RT), relative Responsefaktoren (RRFs), lineare Konzentrations-
bereiche der RRFs, Bestimmungsgrenzen (LOQ) und Nachweisgrenzen (LOD)
der Arabinan- und Galactan-Oligosaccharide (OS). Die Strukturen der OS sind in
Abbildung 9.2 auf Seite 182 und Abbildung 9.3 auf Seite 183 gezeigt.
OS RT RRF Konzentrationsbereich [µM] LOQ LOD
Arabinan-Hauptprodukte
Raffinose 13,70 1,000 - - -
Ara 5,36 2,214 1,0 - 30,0 0,169 0,048
A2a 28,00 0,880 0,1 - 30,0 0,088 0,036
A2b 21,10 0,827 0,5 - 10,0 0,083 0,032
A4a 49,45 0,597 0,1 - 24,0 0,066 0,032
A4b 49,78 0,719 0,1 - 20,0 0,073 0,038
A5a 51,55 0,571 0,1 - 18,0 0,056 0,023
A5b 54,25 0,567 0,1 - 18,0 0,060 0,028
A5c 55,35 0,697 0,5 - 10,0 0,065 0,023
A6a 67,50 0,561 0,1 - 18,0 0,057 0,025
A7a 68,58 0,611 0,1 - 15,0 0,050 0,014
A7b 71,17 0,504 0,1 - 18,0 0,055 0,027
Galactan-Hauptprodukte
Raffinose 17,15 1,000 - - -
Gal 6,92 1,134 0,5 - 18,0 0,163 0,081
G2a 19,28 0,874 0,5 - 24,0 0,116 0,049
G2b 15,35 1,134 0,5 - 24,0 0,108 0,040
G2c 12,19 0,780 0,25 - 12,0 0,067 0,013
Arabinan-/Galactan-Nebenprodukte
A3a 38,60 0,616 0,1 - 24,0 0,073 0,036
A3b 40,15 0,659 0,1 - 24,0 0,062 0,024
A5d 62,10 0,593 0,1 - 20,0 0,077 0,042
A6b 68,80 0,655 0,1 - 15,0 0,082 0,047
G3a 35,15 0,578 0,1 - 24,0 0,061 0,023
G3b 33,10 0,596 0,1 - 24,0 0,075 0,040
G3c 30,84 0,598 0,1 - 24,0 0,071 0,028
G4a 40,24 0,686 0,1 - 24,0 0,060 0,019
G4b 37,45 0,690 0,1 - 20,0 0,056 0,024
4.3.2.4 Matrixeinflüsse
Enzymatische Reaktionen werden häufig in Puffersystemen durchgeführt, da die enzymatische
Aktivität neben der Temperatur und Substrat- bzw. Enzymkonzentration (siehe Abschnitt 4.3.3)
auch vom pH-Wert, der Ionenstärke und der Ionenart abhängig ist. Für endo-Arabinanase- bzw.
endo-Galactanase-Inkubationen wurde die Verwendung von Natriumacetatpuffer (pH 4,8 bzw.
5,0) als geeignetes Puffersystem beschrieben (Van de Vis et al., 1991; Dunkel & Amado,
1994). Da ionenchromatographische Methoden anfällig gegenüber Fremdionen sind, wurde der
Einfluss größerer Mengen an Puffersalzen auf die HPAEC-PAD-Analyse evaluiert. Dazu wurden
die Stammlösungen verschiedener OS mit Natriumacetatpuffer (0,05 M, pH 5,0) verdünnt und
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anschließend die RRFs der OS zu Raffinose bestimmt. Wie in Abbildung 4.22 zu sehen, wurden




































Abbildung 4.22: Chromatogramm einer Mischung, bestehend aus Raffinose (Raf) und den Ver-
bindungen A2a, A4a und A7b (Abbildung 9.2, Seite 182), gelöst in Wasser (A)
und in Natriumacetat-Puffer (B).
In weiteren Versuchen wurde festgestellt, dass die Verwendung eines Puffers im Vergleich zur
Inkubation in Wasser zwar höhere Mengen an freigesetzten OS zur Folge hat, die Verhältnisse
zwischen den OS jedoch vergleichbar sind. Aufgrund der starken Beeinflussung der chromato-
graphischen Analyse und da durch die verwendeten unlöslichen bzw. salzfreien PS-Präparate
keine Veränderung der Ionenstärke stattfinden sollte, wurde auf die Verwendung eines Puffers
verzichtet. Eine absolute Quantifizierung der den freigesetzten OS entsprechenden Struktur-
elementen sollte sich ohnehin sehr schwierig gestalten, da auch eine komplexe Zellwandarchi-
tektur bzw. Bereiche hoher Verzweigung die Effektivität der enzymatischen Spaltung negativ
beeinflussen. Falls eine absolute Quantifizierung der den OS entsprechenden Strukturelemen-
ten durchgeführt wird, sollte bedacht werden, dass nur die unter den verwendeten Bedingun-
gen zugänglichen PS gespalten und die darauf freigesetzten OS analysiert werden. Aufgrund
der starken Unterschiede in der Zellwandarchitektur zwischen verschiedenen Materialien ist ein
Vergleich der absolut freigesetzten Mengen zwischen diesen wahrscheinlich häufig nicht ziel-
führend. Jedoch wäre dieser Ansatz eventuell gut anwendbar auf Proben mit sehr ähnlicher
Zellwandarchitektur, was zum Beispiel bei der Analyse verschiedener Sorten oder bei Lage-
rungsversuchen der Fall wäre.
Im Hydrolysat der endo-Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Inkubationsansätze sollten als
probenbedingte Matrixbestandteile hauptsächlich lösliche OS bzw. PS vorhanden sein. Um de-
ren Einfluss auf die HPAEC-PAD-Analyse zu evaluieren, wurde die Verbindung A2a mit ver-
schiedenenOS- und PS-enthaltenden Lösungen verdünnt und anschließend der RRF bestimmt.
Verwendet wurden dazu lösliche AN-PS, Malto-OS und andere AN-OS. Hierbei konnte kein si-
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gnifikanter Einfluss auf den RRF festgestellt werden, was eine ausreichende Robustheit dieses
Ansatzes zeigt.
Bei der Analyse der PS-Zusammensetzung der LBS ist des Weiteren zu berücksichtigen, dass
bei der Ausfällung der LBS auch Begleitsubstanzen und Puffersalze mitgefällt werden können.
Daher wurde evaluiert, ob ein Einfluss dieser Komponenten auf die enzymatische Spaltung
und die HPAEC-PAD-Analyse vorliegt. Bei der endo-Arabinanase-Inkubation von Quinoa-LBS
wurden nur kleine Mengen an AN-OS freigesetzt, was darauf hindeutet, dass die enzymati-
sche Spaltung durch Matrixkomponenten teilweise inhibiert bzw. reduziert wird. Zudem wies
das HPAEC-PAD-Chromatogramm diverse Matrixpeaks auf, die teilweise mit Standardsubstan-
zen koeluierten. Auch durch eine 24-stündige Dialyse (Molecular Weight Cut Off: 3500) konnten
die Matrixpeaks nur teilweise entfernt werden. Daher wurden die LBS der pflanzlichen Rohstoffe
nicht mit dieser Methode analysiert. Um die Eignung der Methode für lösliche PS zu evaluieren,
wurden dementsprechend lediglich die kommerziell erhältlichen AN- und GN-Präparationen als
Ausgangsstoffe verwendet. Diese sind komplett löslich und sollten frei von Salzen und anderen
Begleitstoffen sein.
4.3.3 Enzymatische Freisetzung
Eine optimale Aktivität der endo-Arabinanase bzw. endo-Galactanase wurde für vergleichswei-
se hohe Temperaturen beschrieben (50 - 55°C), während die Enzyme meist nur bei niedrige-
ren Temperaturen (30 - 40°C) über längere Zeit stabil sind (Rombouts et al., 1988; Van de
Vis et al., 1991; Dunkel & Amado, 1994). Daher wurden mit einer Inkubationstemperatur von
40°C Bedingungen gewählt, bei denen sowohl eine ausreichende Aktivität als auch eine ausrei-
chende Langzeitstabilität vorliegen sollte. Nach Festlegung der Inkubationstemperatur konnte
bei Vorversuchen festgestellt werden, dass bei der Inkubation verschiedener Ballaststoffe mit
endo-Galactanase Glc sowie eine große Menge an Spaltprodukten mit einer Retentionszeit zwi-
schen 30 und 60 Minuten freigesetzt werden (siehe Abbildung 4.23).
Als monomere Bestandteile dieser Nicht-GN-OS wurden mittels Monosaccharidanalyse größe-
re Mengen an Glc und Xyl neben kleineren Mengen an Fuc, Gal und Ara festgestellt. Dies deutet
auf oligomere Bestandteile von Xyloglucanen und somit eine β-Glucanase-Nebenaktivität des
endo-Galactanase-Präparats hin.
Neben dem pH-Wert des Mediums (siehe Abschnitt 4.3.2.4) und der Temperatur sind das En-
zym-Substrat-Verhältnis sowie die Inkubationszeit wichtige Einflussfaktoren für die OS-Freiset-
zung. Für die Erarbeitung geeigneter Inkubationsbedingungen für UBS bzw. unlösliche Zell-
wandkomponenten wurden Apfel-UBS in einer festen Konzentration (10 mg/mL) mit verschie-
denen Enzymaktivitäten für 24 h bzw. 48 h inkubiert.
Für die Evaluation der endo-Arabinanase-Inkubationsbedingungen wurden die Anteile der OS
A3a und A3b gewählt. Da das lineare Trimer (A3a) bei ausreichender Enzymmenge zu dem
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Abbildung 4.23: HPAEC-PAD-Chromatogramm des Hydrolysats eines endo-Galactanase-Inku-
bationsansatzes von unlöslichen Apfel-Ballaststoffen. Die freigesetzten Galac-
tan-Oligosaccharide G2a, G2b und G2c (Abbildung 9.3, Seite 183) sind ent-
sprechend bezeichnet.
Disaccharid A2a und monomerer Ara abgebaut werden kann, zeigen größere Mengen dieses
OS nach der enzymatischen Umsetzung einen unvollständigen Abbau an. Das verzweigte Tri-
mer A3b kann dagegen, je nach vorliegender Konzentration, auf eine überproportional hohe
Arabinofuranosidase-Seitenaktivität hindeuten. Durch die quantitative Bestimmung dieser OS
bei verschiedenen Inkubationsbedingungen konnte eine 24-stündige Inkubation mit 2 U endo-
Arabinanase / 100 mg Apfel-UBS als am besten geeignet bestimmt werden. Bei niedrigeren
bzw. höheren Konzentrationen wurden signifikante Mengen an A3a (1 U / 100 mg Apfel-UBS)
bzw. A3b (5 U / 100 mg Apfel-UBS) detektiert. Eine 48-stündige Inkubation bei gleicher Enzy-
maktivität resultierte in einer verstärkten Bildung von A3b. Daher und aufgrund des geringeren
Zeitaufwands wurde eine Inkubationszeit von 24 Stunden gewählt.
Zur Bestimmung geeigneter endo-Galactanase-Inkubationsbedingungen wurden die Verhält-
nisse der Hauptprodukte G2a, G2b und G2c genutzt. Ab einer Enzymaktivität von 10 U / 100
mg Apfel-UBS wurde bei einer 24-stündigen Inkubation keine Veränderung der OS-Verhältnisse
mehr detektiert. Bei einer verlängerten Inkubationszeit oder höheren Enzymaktivität zeigte sich
ein leichter Anstieg der OS-Mengen. Um einem eventuellen Abbau der entstandenen Produk-
te oder der Entstehung hoher Mengen an Nebenprodukten entgegenzuwirken, wurde dennoch
eine 24-stündige Inkubation mit 10 U / 100 mg Apfel-UBS durchgeführt.
Aufgrund des höheren AN- bzw. GN-Anteils ergibt sich bei den löslichen AN- und GN-PS ei-
ne deutlich höhere Substratkonzentration. Des Weiteren weisen die löslichen AN- und GN-PS
eine bessere enzymatische Zugänglichkeit auf. Daher wurde zur Analyse dieser eine geringe-
re, feste Substratkonzentration von 1 mg/mL gewählt. Zur Evaluierung der endo-Arabinanase-
bzw. endo-Galactanase-Inkubationsbedingungen für lösliche PS wurden die löslichen AN- bzw.
GN-PS verwendet. Bei den für die UBS verwendeten Inkubationsbedingungen traten größere
Mengen an A3a bzw. G3a, G3b und G4a auf, was auf einen unvollständigen Abbau der AN
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bzw. GN hindeutet. Erst bei einer Enzymaktivität von 20 U endo-Arabinanase / 100 mg PS bzw.
200 U endo-Galactanase / 100 mg PS konnte eine vollständige endo-Arabinanase- bzw. endo-
Galactanase-Spaltung erreicht werden. Da die verwendeten Substrate einen sehr hohen AN-
bzw. GN-Anteil haben, könnten diese Konzentrationen für Gemische von löslichen PS zu hoch
sein. Dies würde in einer verstärkten Bildung an Nebenprodukten resultieren. Daher müssen
die Inkubationsbedingungen für neues Probenmaterial bei einer entsprechend hohen Konzen-
tration an Nebenprodukten erneut etabliert werden.
4.3.4 Anwendung der Methode
Generell wurden die als Nebenprodukte identifizierten OS nicht in die Auswertung der Hydro-
lysate mit einbezogen, da sie meistens nur in sehr kleinen Mengen vorlagen. Ara und Gal wur-
den ebenfalls nicht mit einberechnet, da diese auch durch Nebenaktivitäten der Enzympräparate
entstehen können und dadurch nicht nur lineare Strukturelemente repräsentieren.
Ein direkter Vergleich der Daten mit der Methylierungsanalyse ist aufgrund der großen Unter-
schiede zwischen den Methoden sehr schwierig. Bei der Analyse der AN-PMAAs wird vermut-
lich die Gesamtheit der AN-PS erfasst, während durch die enzymatische Spaltung lediglich
Strukturelemente detektiert werden, die durch endo-Arabinanase in OS mit einem Polymerisa-
tionsgrad kleiner sieben gespalten werden. Dementgegen werden durch die freigesetzten OS
detailliertere Aussagen über bestimmte Strukturelemente erhalten. Im Fall der GN können bei
der Methylierungsanalyse Strukturelemente wie interne, 1,4-substituierte α-Arap nicht detektiert
werden. Zudem werden Galactane wahrscheinlich unterbestimmt (siehe Abschnitt 4.1) und ter-
minale Arap-Einheiten können nicht eindeutig den GN zugeordnet werden.
Aufgrund der geringen Aussagekraft eines Vergleichs der PMAA-Verhältnisse und den freige-
setzten OS wurde daher generell auf einen Vergleich der GN-Zusammensetzung verzichtet. Die
Verhältnisse der AN-PMAAs können jedoch genutzt werden, um die tendenziellen Aussagen der
beiden Methoden zu vergleichen.
4.3.4.1 Unlösliche Ballaststoffe
Die Methode wurde zunächst angewandt, um Informationen über die Zellwandzusammenset-
zung der verschiedenen pflanzlichen Rohstoffe zu erhalten. Dabei wurde festgestellt, dass bei
manchen Rohstoffen wie zum Beispiel ZRS-UBS unerwartet geringe Mengen an AN-OS und
keine GN-OS freigesetzt wurden. Jedoch liegen in den ZRS-UBS gemäß der Monosaccha-
ridanalyse und der Methylierungsanalyse (Abschnitt 4.1.2.5) ein sehr hoher AN-Gehalt und
signifikante Mengen an GN vor. Die geringe Freisetzung ist wahrscheinlich darauf zurückzu-
führen, dass die komplexe Zellwandarchitektur die enzymatische Zugänglichkeit der PS stark
82
4.3 Chromatographisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
einschränkt. Um die Zellwandstruktur aufzubrechen, können verschiedene Extraktionen ver-
wendet werden. Die meisten Extraktionsmethoden, wie zum Beispiel eine basische Extraktion,
beinhalten jedoch die Verwendung starker Salzlösungen. Diese könnten sich störend auf die
HPAEC-PAD-Analyse auswirken oder die Modifikation der neutralen Seitenketten zur Folge ha-
ben. Salzbestandteile können zwar durch die Verwendung von Dialyse oder Ionenaustauschern
entfernt werden, jedoch würde dies einen deutlich erhöhten Arbeitsaufwand bedeuten. Die von
Oosterveld et al. (1996) beschriebene Autoklavenextraktion von Pektin-PS kann dagegen
schnell und einfach in Wasser durchgeführt werden (siehe auch Abschnitt 3.2.3).
Um die Eignung sowie den Einfluss dieser Vorbehandlung auf die Freisetzung und Strukturen
der AN und GN zu evaluieren, wurden die UBS aller analysierten Rohstoffe der Autoklavenex-
traktion unterworfen. Die Verhältnisse der freigesetzten AN- und GN-OS sowie die Verhältnisse
der AN-PMAAs sind in Tabelle 4.13 dargestellt.
Tabelle 4.13: Prozentuale Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA)
der Arabinane sowie prozentuale Oligosaccharid (OS)-Zusammensetzung der un-
löslichen Ballaststoffe von Apfel (Ap), Amaranth (AM), Quinoa (Q), Buchweizen
(BW), Zuckerrübenschnitzel (ZRS) und Sojaextraktionsschrot (SES) nach endo-
Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Verdau ohne bzw. mit Autoklavenextraktion
(a). t = terminal, Ara = Arabinose, f = Furanose, nb = nicht bestimmbar, nn = nicht
nachweisbar,X= vorhanden. Die Strukturen der OS sind in Abbildung 9.2 auf Seite
182 und Abbildung 9.3 auf Seite 183 gezeigt.
OS Ap Ap a AM AM a Q Q a BW BW a ZRS ZRS a SES SES a
A2a 80,7 82,2 67,2 68,0 76,5 74,6 74,8 67,8 74,3 71,8 87,0 92,0
A2b nn nn 8,5 5,9 nn nn nn nn nn nn nn nn
A4a 13,0 12,0 14,3 15,4 13,4 14,9 17,9 21,4 17,0 16,9 5,4 3,0
A4b 1,0 0,8 2,2 2,5 1,3 1,7 nn nn nb 1,7 4,9 3,6
A5a 0,6 0,6 1,1 1,1 0,5 0,6 nn nn nb 1,0 0,6 0,2
A5b nn nn nn nn 3,0 2,0 nn nn nn nn nn nn
A5c nn nn nn nn 0,8 0,5 nn nn nn nn nn nn
A6a 2,1 2,2 2,5 2,4 1,6 2,1 3,5 5,4 3,0 3,4 nb nb
A7a nn nn nn nn nn nn nn nn nn nn nn nn
A7b 2,7 2,2 4,1 4,7 3,0 3,5 3,8 5,4 5,6 5,1 2,1 1,2
PMAA Ap AM Q BW ZRS SES
t-Araf 37,0 26,8 20,2 35,6 39,1 38,4
1,5-Araf 29,9 48,7 58,3 32,5 28,5 37,4
1,3,5-Araf 22,3 17,9 18,7 32,0 25,3 10,5
1,2,5-Araf 1,5 4,5 1,4 nn 1,8 5,2
1,2,3,5-Araf 9,4 2,0 1,5 nn 5,2 8,4
OS Ap Ap a AM AM a Q Q a BW BW a ZRS ZRS a SES SES a
G2a 93,4 89,8 X 95,1 nn X nn X nn 96,3 85,6 87,8
G2b 3,8 6,6 nn 4,9 nn nn nn nn nn 3,7 7,9 6,8
G2c 2,8 3,6 nn nn nn nn nn nn nn nn 6,5 5,3
Die Anwendung der Methode zeigte generell eine gute Präzision und die relative Range/2 war
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meist kleiner als 5 %. Generell wurde durch die Verwendung der Autoklavenextraktion eine hö-
here Menge an OS freigesetzt, ein erhöhtes Vorkommen von Matrixpeaks konnte dagegen nicht
beobachtet werden. Dadurch konnten bei manchen schwer spaltbaren Materialien wie zum Bei-
spiel ZRS alle freigesetzten OS bestimmt werden.
Die Verhältnisse der durch endo-Arabinanase freigesetzten OS zeigen meist nur kleinere Ab-
weichungen bei Anwendung der Autoklavenextraktion, so zum Beispiel bei Apfel, Amaranth,
Quinoa und ZRS. Bei Buchweizen findet sich jedoch nach Autoklavenextraktion eine erhöh-
te Menge aller verzweigten OS, während bei SES eine größere Menge der Verbindung A2a
freigesetzt wird und eine Umkehrung des Verhältnisses der OS A4a und A4b stattfindet. Die-
se Änderungen der Zusammensetzung könnten darauf zurückgeführt werden, dass durch die
Extraktion auch PS für die Enzyme zugänglich und somit enzymatisch gespalten werden, die
sonst sehr fest im Zellverband verankert sind. Da je nach Material sowohl eine Zunahme als
auch eine Abnahme der verzweigten Strukturelemente beobachtet wurde, kann aus den vorlie-
genden Daten geschlossen werden, dass kein verfahrensbedingter Abbau bestimmter Struktu-
relemente, insbesondere verzweigter Strukturen, stattfindet. Bei den durch endo-Galactanase
freigesetzten OS zeigen sich bei Apfel und SES kleinere Unterschiede bei Verwendung der
Autoklavenextraktion. So ist der Anteil an Arap-enthaltenden OS bei Apfel nach der Extrakti-
on höher, bei SES jedoch niedriger. Die Verhältnisse zwischen den beiden OS untereinander
werden dabei nicht bedeutend beeinflusst. Dies spricht wiederum dafür, dass die vergleichs-
weise geringfügigen Veränderungen durch zusätzlich freigesetzte OS und nicht auf den Abbau
einzelner Strukturelemente während der Autoklavenextraktion zurückzuführen sind. Bei Ama-
ranth und ZRS ermöglichte die Autoklavenextraktion eine Freisetzung und Quantifizierung der
vorher nicht nachweisbaren GN-OS G2a und G2b. Diese Daten verdeutlichen den Nutzen und
die Eignung der Autoklavenextraktionsmethode auch für analytische Zwecke. Die folgende In-
terpretation der Daten erfolgte aufgrund der ähnlichen Anteile der freigesetzten OS und zur
Vereinfachung der Diskussion nur aus den Experimenten nach Autoklavenextraktion.
Die verschiedenen UBS unterscheiden sich teilweise stark in der freigesetzten Menge an dem
aus dem AN-Rückgrat freigesetzten Disaccharid A2a. Jedoch sind Rückschlüsse auf die Anteile
an linearen Abschnitten allein mit dieser Methode schwer, da 1,5-substituierte α-Ara-Einheiten
auch in nicht detektierten hochmolekularen OS vorkommen könnten. Dies könnte zum Beispiel
bei den Quinoa-UBS der Fall sein, da sie den höchsten Anteil an 1,5-substituierter α-Araf , je-
doch lediglich den dritthöchsten Anteil an freigesetztem A2a besitzen. Beim Vergleich der An-
teile der Verbindung A4a, die eine O3-Substitution des AN-Rückgrats widerspiegelt, und dem
mittels Methylierungsanalyse bestimmten Anteil an 1,3,5-substituierter Araf deuten beide Me-
thoden an, dass bei Buchweizen und ZRS die meisten Verzweigungen vorliegen und bei SES
die wenigsten. Zudem zeigen die OS A6a bzw. A7b, welche benachbarte Verzweigungen in-
nerhalb des AN-Rückgrats repräsentieren, dass ebenfalls die meisten bzw. wenigsten dieser
stärker verzweigten Bereiche bei Buchweizen und ZRS bzw. SES vorliegen. Apfel, Amaranth
und Quinoa weisen dagegen sowohl beim Vergleich der Anteile 1,3,5-substituierter Araf und
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dem verzweigten OS A4a als auch beim Vergleich der Anteile an den linearen Strukturelemen-
ten (1,5-substituierte Araf bzw. A2a) jeweils abweichende Anteile der OS bzw. der PMAAs auf.
Dennoch können durch die freigesetzten AN-OS wichtige Rückschlüsse auf die Komplexität
der AN der jeweiligen UBS gezogen werden, vor allem auch durch die zusätzliche Analyse der
hochmolekularen OS A6a und A7b. Des Weiteren liefern sowohl das Profiling der freigesetzten
OS als auch die Methylierungsanalyse ähnliche Aussagen bezüglich der Art der Verzweigung.
So liegt bei Apfel, ZRS und Quinoa das höchste Verhältnis zwischen den OS A4a und A4b bzw.
den PMAAs der 1,3,5- und 1,2,5-substituierten Araf vor, was auf Position O3 als hauptsäch-
liche Verzweigungsstelle hindeutet. Ebenso zeigen sich bei beiden Methoden etwas kleinere
Verhältnisse für Amaranth und die kleinsten Verhältnisse für SES. Bei Buchweizen konnten
1,2,5- und 1,2,3,5-substituierte Araf mittels Methylierungsanalyse nicht nachgewiesen werden
und dementsprechend wurden auch die OS A4b und A5a nicht detektiert. Das OS A5a konn-
te ansonsten in allen Materialien nachgewiesen werden, wobei ein Vergleich mit dem PMAA
der 1,2,3,5-substituierten Araf aus der Methylierungsanalyse aufgrund möglicher Untermethy-
lierung (siehe Kapitel 3.3.2) jedoch schwierig ist. Zusätzlich konnten die vorher aus Amaranth
und Quinoa isolierten OS A2b bzw. A5b und A5c durch diesen Ansatz schnell nachgewiesen
und semiquantitativ bestimmt werden. Dadurch konnte gezeigt werden, dass diese Strukturele-
mente eine quantitativ bedeutende Rolle in den endo-Arabinanase-Hydrolysaten spielen.
Die Analyse der GN-OS zeigt, dass terminale Arap ein weiter verbreitetes Strukturelement zu
sein scheint. So konnte dieses Strukturelement in Apfel-, Amaranth-, ZRS- und SES-UBS nach-
gewiesen werden. Außerdem konnte gezeigt werden, dass interne, 1,4-substituierte α-Arap-
Einheiten einen größeren Anteil an den GN von Apfel-UBS und SES-UBS haben. Zudem sind
die GN in Quinoa, Buchweizen und ZRSwahrscheinlich sehr stark in den Zellverband eingebun-
den, da eine Freisetzung der GN-OS nur nach Autoklavenextraktion stattfand. Die erhaltenen
Informationen über die neuartigen Strukturelemente sind durch die Methylierungsanalyse nicht
zugänglich, was einen großen Vorteil der entwickelten Methode verdeutlicht. Darüber hinaus
können mit einer deutlich vereinfachten Durchführung ähnliche Rückschlüsse auf die AN- bzw.
GN-Zusammensetzung der UBS gezogen werden.
4.3.4.2 Apfel-Nicht-Stärke-Polysaccharide (vor und nach Lagerung)
Da die Modifizerung von AN und GN großen Einfluss auf die Physiologie der pflanzlichen Zell-
wand haben kann (siehe Abschnitt 1.5.1), wurde das Potential der chromatographischen Pro-
filingmethode zur Verfolgung der Zellwandveränderungen von Äpfeln während der Lagerung
evaluiert. Dazu wurden, auch um die modifizierte Isolierungsmethode auf ihre Eignung zu über-
prüfen, die NSPS der unterschiedlich lang gelagerten Apfelproben verwendet. Die freigesetzten
AN- und GN-OS sowie die Verhältnisse der AN-PMAAs sind in Tabelle 4.14 dargestellt.
Die Verwendung der NSPS anstatt der UBS führte zu keinen Störungen der Analyse. So zeigten
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Tabelle 4.14: Prozentuale Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA)
der Arabinane sowie prozentuale Oligosaccharid (OS)-Zusammensetzung der
Nicht-Stärke-Polysaccharide von Äpfeln (Ap) vor (Stadium 1) und nach dreiwö-
chiger Lagerung (Stadium 2) ohne bzw. mit Autoklavenextraktion (a) nach endo-
Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Verdau. t = terminal, Ara = Arabinose, f =
Furanose, nb = nicht bestimmbar, nn = nicht nachweisbar. Die Strukturen der OS
sind in Abbildung 9.2 auf Seite 182 und Abbildung 9.3 auf Seite 183 gezeigt.
OS Ap Stadium 1 Ap Stadium 1 a Ap Stadium 2 Ap Stadium 2 a
A2a 84,4 84,9 91,6 90,4
A2b nn nn nn nn
A4a 10,9 10,1 5,9 6,4
A4b 0,8 0,8 0,8 0,9
A5a 0,1 0,5 nb 0,4
A5b nn 0,1 nb 0,3
A5c nn nn nn nn
A6a 1,7 1,7 0,7 0,8
A7a nn nn nn nn
A7b 2,0 1,8 1,0 1,0






OS Ap Stadium 1 Ap Stadium 1 a Ap Stadium 2 Ap Stadium 2 a
G2a - 89,4 - 86,4
G2b - 6,4 - 8,6
G2c - 4,3 - 5,0
die Chromatogramme keinerlei Matrixpeaks oder Retentionszeitverschiebungen für die Analy-
ten. Nach Autoklavenextraktion zeigten sich ebenfalls keine chromatographischen Störungen
und es wurde wie schon bei den anderen pflanzlichen Materialien eine ähnliche Zusammen-
setzung für die analysierten AN- und GN-OS erhalten. Die AN-PMAAs der NSPS zeigen eine
Zunahme der linearen, das heißt unverzweigten Abschnitte innerhalb der AN während der La-
gerung, zu erkennen an der Abnahme der 1,3,5-substituierten Araf und einer Zunahme der
1,5-substituierten Araf . Dieselbe Tendenz wird durch die Analyse der enzymatisch freigesetz-
ten AN-OS erhalten. Es ist ebenfalls eine Abnahme der verzweigten OS, insbesondere von A4a,
A6a und A7b, und eine Zunahme des Rückgratdisaccharids A2a zu erkennen. Äquivalent zur
Methylierungsanalyse, bei der der relative Anteil der 1,2,5-substituierten Araf keine Verände-
rung zeigt, bleibt der Anteil an dem an Position O2 verzweigten OS A4b konstant. Die Anteile
der an Position O3 verzweigten AN-OS nehmen dagegen ab, was sowohl bei A4a und A5a, als
auch bei den komplexeren OS A6a und A7b zu beobachten ist. Daraus folgt, dass eine Substitu-
tion nebeneinander liegender Ara-Einheiten keinen größeren Einfluss auf deren Abbaubarkeit
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durch zelleigene Enzyme zu haben scheint. Im Gegensatz dazu konnte insbesondere nach
Autoklavenextraktion beobachtet werden, dass der Anteil der Verbindung A5b während der La-
gerung zunimmt. Möglicherweise spielen die in diesem OS enthaltenen β-Ara-Einheiten eine
entscheidende Rolle bei den Zellwandveränderungen während der Lagerung. Ebenso ist nach
der Lagerung ein erhöhter Anteil der Arap-enthaltenden OS vorhanden, was ebenfalls darauf
hindeutet, dass diese Strukturelemente Einfluss auf die Zellwandveränderungen haben könn-
ten. Die festgestellten Veränderungen müssten jedoch in weiteren Studien reproduziert und mit
mehreren Proben über längere Zeiträume betrachtet werden. Allerdings zeigt sich, dass sich die
entwickelte Methode sehr gut eignet, um nacherntephysiologische Prozesse zu analysieren.
4.3.4.3 Lösliche Polysaccharide
Um die Anwendbarkeit der Methode für lösliche PS zu untersuchen, wurden die löslichen AN-
und GN-PS gemäß den erarbeiteten Inkubationsbedingungen umgesetzt. Die aus den löslichen
PS freigesetzten AN- und GN-OS sowie die Verhältnisse der AN-PMAAs sind in Tabelle 4.15
dargestellt.
Auch bei Verwendung der löslichen PS konnte keine Veränderung der chromatographischen
Trennung der Analyten festgestellt werden. Die aus den AN-PS freigesetzten OS sowie die mit-
tels Methylierungsanalyse bestimmten AN-PMAAs zeigen für die löslichen AN-PS eine dem
zur Isolierung verwendeten Material (ZRS) ähnliche Zusammensetzung. So sprechen ein ver-
gleichsweise niedriger Anteil an A2a bzw. 1,5-substituierter Araf sowie ein hoher Anteil an A4a
bzw. 1,3,5-substituierter Araf für höher verzweigte, hauptsächlich an Position O3 substituierte
AN-PS. Die relativ hohen Anteile der mehrfach verzweigten OS A6a und A7b deuten an, dass
Abschnitte, in denen das AN-Rückgrat stark substituiert ist, ebenfalls einen größeren Teil der
AN-PS darstellen. Aus den geringen Mengen an 1,2,5- und 1,2,3,5-substituierten Araf bzw.
A4b und A5a kann geschlossen werden, dass O2-verzweigte bzw. doppelt substituierte Struk-
turelemente eine eher untergeordnete Rolle spielen. Die Anteile der Arap-enthaltenden GN-OS
konnten durch den verwendeten Ansatz ebenfalls semiquantitativ bestimmt werden. Dabei wird,
wie schon bei den anderen untersuchten Materialien, eine höhere Menge an G2b als an G2c
freigesetzt.
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Tabelle 4.15: Prozentuale Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA)
der Arabinane sowie prozentuale Oligosaccharid (OS)-Zusammensetzung der
löslichen Arabinan-Polysaccharide (AN-PS, links) bzw. Galactan-Polysaccharide
(GN-PS, rechts) nach endo-Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Verdau. t = ter-
minal, Ara = Arabinose, f = Furanose, nb = nicht bestimmbar, nn = nicht nachweis-
bar. Die Strukturen der OS sind in Abbildung 9.2 auf Seite 182 und Abbildung 9.3























4.4 NMR-spektroskopisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Strukturelementen
4.4 NMR-spektroskopisches Profiling von Arabinan- und Galac-
tan-Strukturelementen
Die chemische Verschiebung der Protonen und Kohlenstoffe einzelner Monosaccharid-Einhei-
ten innerhalb von PS ist meist nur von der Art und Substitution der Monosaccharid-Einhei-
ten abhängig, und im PS weiter entfernte Einheiten haben dabei keinen größeren Einfluss.
Wie aus den NMR-Daten der Standardsubstanzen ersichtlich, unterscheiden sich die 1H- und
13C-Verschiebungen der verschiedenen Strukturelemente teilweise deutlich. Durch die Verwen-
dung spezifischer Signale sollte es somit möglich sein, Strukturmerkmale gelöster OS und PS
nachzuweisen. Die 1H-NMR-Spektren der verschiedenen AN- und GN-OS sind häufig zu ähn-
lich, um nur aufgrund der 1H-Verschiebung zwischen den verschiedenen Strukturmerkmalen zu
diskriminieren. In Kombination mit den häufig charakteristischeren 13C-Verschiebungen ist eine
solche Unterscheidung jedoch grundsätzlich möglich. Daher wurde ein HSQC-Experiment für
das zu entwickelnde Profiling verwendet. Da nur lösliche Bestandteile mittels hochauflösender
Flüssigkeits-NMR-Spektroskopie detektierbar sind, wurden im Falle der UBS die durch endo-
Arabinanase bzw. endo-Galactanase freisetzbaren AN- bzw. GN-OS analysiert. Zudem wurde
untersucht, ob auch lösliche PS bzw. LBS auf diese Weise analysiert werden können.
4.4.1 Aufarbeitung der pflanzlichen Materialien
Zur Analyse enzymatischer Hydrolysate mittels 2D-NMR-Spektroskopie muss eine ausreichend
hohe Konzentration der OS für die Messung vorliegen. Dies wurde durch die Verwendung einer
erhöhten Menge an UBS oder NSPS für die vorausgehende enzymatische Hydrolyse realisiert,
wobei teilweise Suspensionen mit einer hohen Viskosität erhalten wurden. Die Einwaage an
Rohstoff wurde dabei so gewählt, dass die Suspensionen noch fließfähig waren. Dementspre-
chend kann die Einwaage bei Bedarf auch reduziert werden. Um eine angemessene Durch-
mischung zu erreichen, wurden die Suspensionen in 15 mL Zentrifugenröhrchen liegend und
um 360° drehend inkubiert. Zur enzymatischen Spaltung der AN und GN wurden die gleichen
oder vergleichbare endo-Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-Aktivitäten wie beim chroma-
tographischen Profiling verwendet. Da die Strukturelemente durch die NMR-spektroskopische
Analyse auch in höheren, löslichen Oligomeren detektiert werden können, ist eine vollständige
Spaltung zu den Endprodukten des enzymatischen Abbaus nicht immer zwingend notwendig.
Bei einer unzureichenden Freisetzung von OS oder einer erschwerten Zentrifugation kann in
den Zentrifugenröhrchen wie beim OS-Profiling mittels HPAEC-PAD eine Extraktion im Autokla-
ven durchgeführt werden. Da manche Signale der AN bzw. GN teilweise nahe an den Markersi-
gnalen der jeweils anderen PS-Gruppe liegen, sollten die Enzymbehandlungen getrennt durch-
geführt werden.
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Das durch Zentrifugation erhaltene klare Hydrolysat kann nach Zugabe von D2O und Aceton
zur Referenzierung direkt in H2O vermessen werden. Alternativ könnte durch Gefriertrocknung
ein Lösungsmittelwechsel zu D2O bzw. DMSO-d6 oder eine Aufkonzentrierung vorgenommen
werden. Die Auswirkungen der Trocknung und des Aufnehmens in anderen Lösungsmitteln wur-
de anhand des endo-Arabinanase-Hydrolysats der Amaranth-UBS evaluiert. In Abbildung 4.24
ist ein Vergleich des Bereichs der anomeren Protonen in den verschiedenen Lösungsmitteln
gezeigt.






























Abbildung 4.24: Anomerer Bereich der HSQC-Spektren des endo-Arabinanase-Hydrolysats
von unlöslichen Amaranth-Ballaststoffen in H2O/D2O (A), D2O (B) und DMSO-
d6 (C).
Dabei ist zu erkennen, dass bei einer direkten Messung nach Zugabe von D2O eine besse-
re Auflösung erhalten wird als bei der Messung des gefriergetrockneten Hydrolysats in D2O.
Ein möglicher Grund könnte eine verminderte Löslichkeit der OS nach der Gefriertrocknung
sein. Dies war vor allem bei der Verwendung von DMSO optisch zu erkennen, was sich auch
in einer verringerten Intensität der Signale in Abbildung 4.24 zeigt. Aufgrund der verbesserten
Auflösung, des geringeren Verbrauchs an deuterierten Lösungsmitteln sowie der Zeitersparnis
wurden für die NMR-spektroskopische Analyse 450 µL der UBS- bzw. NSPS-Hydrolysate mit
50 µL D2O und 0,5 µL Aceton versetzt.
Die löslichen AN- und GN-PS sowie die Amaranth-LBS wurden ebenfalls in allen drei Lösungs-
mitteln gemessen. Dabei zeigten sich keine Unterschiede in der Auflösung zwischen H2O/D2O
90:10 (v/v) und reinem D2O. Jedoch wurden manche Peaks durch die Verwendung von H2O/
D2O 90:10 (v/v) mit einer etwas geringeren Empfindlichkeit detektiert, weshalb D2O für die
90
4.4 NMR-spektroskopisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Strukturelementen
Messungen der löslichen PS und der LBS verwendet wurde. Um deuteriertes Lösungsmittel
einzusparen, kann H2O/D2O 90:10 (v/v) jedoch als Alternative verwendet werden. Vor allem
die LBS zeigten bei der Verwendung von DMSO eine im Vergleich zu Wasser deutlich verrin-
gerte Löslichkeit der PS. Dies hatte wiederum eine deutlich geringere Signalintensität und das
Fehlen einiger Peaks zur Folge, weshalb die Verwendung von DMSO nicht weiter in Betracht
gezogen wurde. Während die AN- und GN-PS sehr gut in D2O löslich waren (25 mg / 500 µL
bzw. 5 mg / 500 µL), blieb beim Lösen der LBS auch bei der Verwendung von D2O konzentrati-
onsunabhängig ein unlöslicher Rückstand zurück. Die Entfernung dieses Rückstandes bewirkte
jedoch keinerlei Veränderung bezüglich der NMR-spektroskopischen Auflösung, weshalb dar-
auf verzichtet wurde. Viele der LBS lagen nach der Isolierung als große Partikel vor, weshalb
sie zur Erhöhung der Homogenität und eventuell der Löslichkeit vor der Einwaage durch Be-
handlung in einer Kugelmühle zerkleinert wurden (5 x 1 Minute, 5 Minuten Intervallzeit). Bei den
verwendeten Bedingungen findet keine mittels Methylierungsanalyse messbare Zerstörung von
PS statt (Daten nicht gezeigt).
4.4.2 NMR-spektroskopische Analyse
Um spezifische Markersignale für die einzelnen Strukturmerkmale zu identifizieren, wurden
die HSQC-Spektren der isolierten Standardsubstanzen der AN- und GN-OS verwendet. Durch
Übereinanderlegen der Spektren konnte evaluiert werden, ob ein Signal spezifisch für das je-
weilige Strukturelement ist.
Die Intensität der HSQC-Volumenintegrale ist abhängig von bestimmten Messparametern so-
wie der 1JCH-Kopplung der 1H- und 13C-Kerne der verschiedenen Strukturelemente. Daher
können die Integrale nicht direkt miteinander ins Verhältnis gesetzt werden, sondern müssen
um ihren Response korrigiert werden. Zur Korrektur der HSQC-Signalintensitäten wurden durch
die Verwendung der isolierten Standardsubstanzen die RRFs der Markersignale zueinander
bestimmt. Dazu wurden lediglich OS ausgewählt deren Markersignale keine Überlappung mit
anderen Peaks oder noch vorhandenen Verunreinigungen aufwiesen. Dabei ergaben sich bei
verschiedenen, das gleiche Strukturelement repräsentierenden OS sehr ähnliche RRFs für die
jeweiligen Markersignale, daher wurden alle für ein Markersignal erhaltenen Werte gemittelt.
Liegt in einem zu analysierenden Hydrolysat lediglich ein Teil der zur Bestimmung der RRFs
verwendeten OS vor, kann der gemittelte RRF zu Abweichungen führen. Aufgrund der ähnlichen
RRFs der Markersignale bei verschiedenen OS sollten diese Abweichungen jedoch vergleichs-
weise gering sein und eine semiquantitative Bestimmung der Strukturelemente ermöglichen. In
Abschnitt 9.7 sind die RRFs der verschiedenen Signale aufgeführt. Zur Errechnung der Anteile
der Strukturelemente wurde stets die Signalintensität nach Response-Korrektur verwendet.
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4.4.2.1 Markersignale der Arabinan-Oligosaccharide
In Abbildung 4.25 sind die durch die Markersignale beschriebenen AN-Strukturmerkmale und






























































































































































































Abbildung 4.25: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) der Markersignale für be-
stimmte Arabinan-Strukturelemente. Ara = Arabinose.
Als Bezugspunkt für die RRFs der AN-Strukturelemente wurde Signal 1 verwendet, da dieses
Signal von allen gemessenen AN-OS erzeugt wird. Signal 1 repräsentiert alle H5-Protonen, die
Teil einer O5-, 1,5-, 1,2,5-, 1,3,5- und 1,2,3,5-substituierten Araf -Einheit sind. Somit repräsen-
tiert Signal 1 mehr als ein Strukturmerkmal und kann daher nicht direkt als Markersignal ver-
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wendet werden. Nur durch Subtraktion der Intensitäten der Signale 5, 6 und 7 kann somit die
Intensität der O5- bzw. 1,5-substituierten Araf -Einheiten errechnet werden. Signal 1 ist zudem
das einzige Signal, das zwei Protonen pro Struktureinheit repräsentiert und dessen Intensität
daher zusätzlich halbiert werden muss. Ein Nachteil dieses Signals ist, dass das äquatoriale
H5-Proton monomerer α-Arap ebenfalls mit erfasst wird. Diese kommt in endo-Arabinanase-
Hydrolysaten ebenfalls vor, da die bei der enzymatischen Spaltung entstehende monomere Ara
hauptsächlich in p-Form vorliegt. Durch Integration der Signale der anomeren Protonen im 1H-
Spektrum monomerer Ara konnte ein α/β-Verhältnis von 2:1 bestimmt werden. Es werden also
rund 30 % der monomeren Arap mit detektiert.
Terminale, O5-gebundene α-Araf -Einheiten weisen sehr ähnliche chemische Verschiebungen
wie O2-/O3-terminale bzw. 1,5-substituierte α-Araf -Einheiten auf. Lediglich das durch Signal
2 repräsentierte H4-Proton unterscheidet sich von allen Signalen genannter Strukturelemen-
te, auch wenn es dicht am Signal der H4-Protonen der O2-gebundenen, terminalen α-Araf -
Einheiten liegt (siehe HSQC-Peaks der OS A4b und A5a in Abbildung 4.26).




























Abbildung 4.26: Integrierter C4/H4-HSQC-Peak der terminalen, O5-gebundenen Arabinofura-
nose des linearen Arabinan-Trimers A3a, der an Position O3 (A4a) und O2
(A4b) verzweigten Arabinan-Tetramere und des an den Positionen O3 und O2
verzweigten Arabinan-Pentamers A5a. Die Strukturen der OS sind in Abbildung
9.2 auf Seite 182 gezeigt.
Aufgrund der teilweisen Überlappung der Peaks kann es bei der Integration dieser Signale zu
Ungenauigkeiten kommen. Für die O2- und O3-gebundenen, terminalen α-Ara-Einheiten wur-
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den aufgrund dieser Signalüberlappung die Signale der anomeren Protonen verwendet. Die-
se Signale sind gut voneinander bzw. von anderen Signalen aufgelöst und repräsentieren nur
die jeweiligen Strukturelemente (siehe Abbildung 4.27). Dabei werden, wie in Abbildung 4.25
gezeigt, jeweils alle terminalen, O2-gebundenen (Signal 3) bzw. O3-gebundenen (Signal 4)
α-Araf -Reste erfasst, unabhängig, ob eine einfache oder doppelte Substitution der Rückgrat-
Ara vorliegt. Als Markersignale der O3- bzw. doppelt-substituierten Rückgrat-Ara wurden eben-
falls die Korrelationspeaks der anomeren Protonen verwendet (Signal 6 bzw. 7). Signal 6 zeigt
geringfügige Überlappung mit dem benachbarten Signal der terminalen, O5-gebundenen bzw.
1,5-substituierten α-Araf -Einheiten (Signal 1 V2), während sich Signal 7 deutlich von allen an-
deren Signalen abhebt (siehe Abbildung 4.27).











Signal 3 Signal 4
Signal 6
Signal 1 V2
Abbildung 4.27: HSQC-Spektrum der löslichen Arabinan-Polysaccharide. Die HSQC-Marker-
signale im Bereich der anomeren Arabinofuranose-Protonen sind entspre-
chend benannt.
Der HSQC-Korrelationspeak des anomeren Protons 1,2,5-substituierter α-Araf -Einheiten ist
zwar meist gut aufgelöst, jedoch liegt es sehr nahe an Signal 3. Der C2/H2-Peak dieses Struk-
turelements besitzt ebenfalls eine sehr charakteristische chemische Verschiebung, welche sich
deutlich von der aller anderen Signale in diesem Bereich unterscheidet. Um eventuelle Über-
schneidungen zu vermeiden, wurde dieser Korrelationspeak als Markersignal verwendet (Signal
5). Terminale β-Araf -Einheiten besitzen ebenfalls sehr charakteristische 1H- und 13C-Verschie-
bungen für das anomere Zentrum und dadurch einen gut separierten HSQC-Peak (Signal 8).
Eine an das AN-Rückgrat gebundene, an O3 mit β-Araf substituierte α-Araf -Einheit kann an-
hand eines charakteristischen C2/H2-Signals detektiert werden (Signal 9). Dieses Signal zeigt
eine hohe 1H-Verschiebung und hebt sich dadurch deutlich von den anderen Protonen in diesem
Bereich ab. Jedoch kann nicht unterschieden werden, ob dieses Strukturelement an Position
O2 oder Position O3 des Rückgrats gebunden ist. Die den anomeren Protonen zugeordneten
Korrelationspeaks dieser Strukturelemente wurden nicht verwendet, da sie nahe an anderen re-
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lativ intensiven Signalen liegen und dadurch teilweise überdeckt werden bzw. Überschneidun-
gen zeigen. Bei einem an Position O3 mit α-Araf anstelle von β-Araf substituierten OS könnte
möglicherweise eine sehr ähnliche chemische Verschiebung vorliegen. Zwar konnten in den
verwendeten pflanzlichen Materialien keine Hinweise auf dieses von Cardoso et al. (2007)
beschriebene Strukturelement gefunden werden, jedoch besteht die Möglichkeit, dass es bei
der Untersuchung anderer Rohstoffe mitbestimmt wird. Daher wird das durch Signal 9 reprä-
sentierte Strukturelement im weiteren als 1,3-α-Araf bezeichnet. Für die Detektion terminaler,
Araf -gebundener Xyl-Einheiten wurde der von allen Ara-Peaks gut separierte Korrelationspeak
des axialen H5-Protons der Xyl-Einheit verwendet (Signal 10). Dieser ist jedoch nicht spezifisch
für eine an Ara gebundene Xyl-Einheit, so dass er bei Vorliegen von löslichen XGA, Xylanen und
Xyloglucanen ebenfalls detektiert wird. Eine Zusammenfassung der für die Analyse von endo-
Arabinanase-Hydrolysaten verwendeten Markersignale ist in Tabelle 4.16 (Seite 99) gezeigt.
4.4.2.2 Markersignale der Galactan-Oligosaccharide
Die anomeren Protonen der GN-OS weisen lediglich geringe Unterschiede in ihren chemi-
schen Verschiebungen bei ähnlichen 13C-Verschiebungen der anomeren Kohlenstoffe von ca.
105 ppm auf. So liegen die chemischen Verschiebungen 1,4-substituierter β-Galp und termi-
naler, O4-gebundener β-Galp sehr nahe beieinander (4,63 ppm bzw. 4,59 ppm). Erstere Struk-
tureinheit ergibt im HSQC-Spektrum von GN-PS meist ein sehr intensives Signal, während nur
ein kleiner Anteil an terminaler β-Galp vorhanden ist. Wie in Abbildung 4.28 zu erkennen, führt
dies auch aufgrund der Signalbreite zu einer Überlagerung des Signals der terminalen β-Galp
bei 4,59 ppm.













Abbildung 4.28: HSQC-Spektrum der löslichen Galactan-Polysaccharide in D2O.
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Bei GN-OS aus enzymatischen Hydrolysaten wird dagegen meist ein sehr großes Signal für
die terminale O4-gebundene β-Galp bei 4,59 ppm erhalten. Dadurch können die Signale der
in vergleichsweise geringeren Mengen vorkommenden terminalen α-Arap bei 4,56 ppm und
der 1,4-substituierten α-Arap bei 4,61 ppm überdeckt werden. Bei der Analyse von GN-PS
werden diese Signale ebenfalls überlagert (siehe Abbildung 4.28). Daher wurden für alle GN-
Strukturelemente andere Markersignale ermittelt, wobei je nach analysierter Probe (endo-Ga-
lactanase-Hydrolysat oder lösliche PS) teilweise unterschiedliche Signale verwendet werden.
In Abbildung 4.29 sind die durch die Markersignale beschriebenen GN-Strukturmerkmale und
die chemischen Verschiebungen der als Markersignale verwendeten Peaks gezeigt.
Signal 11
4,10 - 4,26 ppm








































































































































































Abbildung 4.29: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) der Markersignale für be-
stimmte Galactan-Strukturelemente. Gal = Galactose.
Die verschiedenen, α-Arap-enthaltenden GN-OS können durch die charakteristische Verschie-
bung der α-Arap-H5-Protonen detektiert werden (bei gleicher 13C-Verschiebung). Dabei un-
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terscheiden sich terminale und O4-/1,4-substituierte α-Arap-Einheiten in der chemischen Ver-
schiebung des äquatorialen Protons, während die axialen Protonen sehr ähnliche chemische
Verschiebungen aufweisen. Durch die Tieffeldverschiebung des Signals des äquatorialen Pro-
tons kann dieses direkt als Markersignal für O4-/1,4-substituierte α-Arap-Einheiten verwen-
det werden (Signal 14). Der Korrelationspeak des äquatorialen Protons der terminalen, O4-
gebundenen α-Arap-Einheiten liegt dagegen im Bereich von Signal 1 (Abbildung 4.25). Daher
würde dieses Signal durch AN, die durch die endo-Galactanase-Spaltung bzw. Autoklaven-
extraktion mit freigesetzt werden könnten, überdeckt werden. Deshalb wurden die Korrelati-
onspeaks der axialen Protonen der O4-/1,4-substituierten und der terminalen, O4-gebundenen
α-Arap-Einheiten als Signal 13 verwendet. Durch Bestimmung der Signalintensität von Signal
13 und Subtraktion der Signalintensität von Signal 14 kann die der terminalen α-Arap entspre-
chende Signalintensität erhalten werden. Der Korrelationspeak des anomeren Protons einer
terminalen, O6-gebundenen β-Galp-Einheit konnte ebenfalls als Markersignal verwendet wer-
den, da er sehr gut von den Korrelationspeaks der restlichen anomeren Protonen abgetrennt ist
(Signal 16).
Durch die endo-Galactanase-Behandlung sollte größtenteils G2a im Hydrolysat vorliegen, da-
her müssen hauptsächlich die terminalen, O4-gebundenen β-Galp-Einheiten und die reduzie-
renden, O4-substituierten Galp-Einheiten detektiert werden. Die chemischen Verschiebungen
der auf den H4-Protonen 1,4-substituierter und O4-substituierter Galp-Einheiten beruhenden
HSQC-Korrelationspeaks unterscheiden sich durch die Substitution an PositionO4 deutlich von
den C4/H4-Korrelationspeaks terminaler Einheiten. Daher können die C4/H4-Korrelationspeaks
der an Position O4 substituierten β-Galp-Einheiten direkt als Markersignal verwendet werden
(Signal 11, Abbildung 4.28). Der Integrationsbereich wurde dabei so gewählt, dass sowohl die
β-Anomere als auch die α-Anomere der O4-substituierten, reduzierenden Galp-Einheiten er-
fasst werden.
Da die OS G2a, G2b und G2c die Hauptprodukte der endo-Galactanase-Hydrolyse darstel-
len, sollte Signal 15 überwiegend die Korrelationspeaks der anomeren Protonen der termi-
nalen, O4-gebundenen β-Galp- und α-Arap-Einheiten repräsentieren. Daher kann aus Signal
15 nach Abzug der Signalintensität der α-Arap-enthaltenden Strukturelemente die Intensität
der terminalen β-Galp-Einheiten errechnet werden. Beim Vorliegen von OS mit einem höhe-
ren Polymerisationsgrad würden durch die Verwendung von Signal 11 und Signal 15 sowohl
die C4/H4- als auch die C1/H1-Struktureinheiten der 1,4-substituierten β-Galp-Einheiten er-
fasst werden. Daher würde es zu einer doppelten Erfassung der 1,4-substituierten β-Galp-
Einheiten und somit einer Überbestimmung der β-Galp-Einheiten kommen. Falls eine Aussage
über die Verhältnisse der β-Galp-Einheiten und anderer durch endo-Galactanase freigesetzter
GN-Strukturelemente getroffen werden soll, sollte daher eine möglichst vollständige enzymati-
sche Hydrolyse erfolgen. Signal 12 kann nicht zur Detektion der terminalen, O4-gebundenen
β-Galp-Einheiten in endo-Galactanase-Hydrolysaten verwendet werden, da es sich stark mit
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dem C4/H4-Korrelationspeak der ebenfalls vorhandenen monomeren Gal überschneidet. Ei-
ne Zusammenfassung der für die Analyse von endo-Galactanase-Hydrolysaten verwendeten
Markersignale ist in Tabelle 4.16 gezeigt.
4.4.2.3 Markersignale zur Analyse von Polysacchariden
Bei nicht enzymatischmodifizierten, löslichen PS sollten die terminalenβ-Galp-Einheiten haupt-
sächlich von den Kettenenden der GN stammen, und es sollte keine monomere Gal vorliegen.
Daher kann die Intensität der terminalen β-Galp-Einheiten aus Signal 12 bestimmt werden. Da-
bei muss jedoch die Intensität der terminalen α-Arap-Einheiten abgezogen werden, da deren
C4/H4-Korrelationspeaks sehr ähnliche chemische Verschiebungen aufweisen und dadurch mit
erfasst werden. Zu berücksichtigen ist auch, dass Signal 12 mit den Peaks anderer PS über-
lagern kann, da es zum Beispiel dicht am Korrelationspeak der H3-Protonen 1,4-substituierter
α-GalA-Einheiten liegt. Für die Analyse der AN-Strukturelemente in PS können die bereits für
AN-OS beschriebenen AN-Markersignale verwendet werden.
Bei löslichen PS ist es wahrscheinlich, dass sowohl AN als auch GN vorliegen. Die RRFs der
Signale für die AN- und GN-Strukturelemente wurden jedoch lediglich auf ein Signal innerhalb
der jeweiligen PS-Gruppe bezogen. Allerdings haben die Signale der beiden PS-Gruppen wahr-
scheinlich einen voneinander abweichenden Response. Um die Bestimmung der Verhältnisse
zwischen den beiden PS-Gruppen zu ermöglichen, wurde der Response zwischen Signal 1 und
Signal 15 durch Messung einer äquimolaren Lösung aus den OS A2a und G2a bestimmt. Aus
den relativen Intensitäten dieser beiden Markersignale konnte ein Korrekturfaktor (0,908) für die
Intensitäten von Signal 15 bestimmt werden. Durch die Multiplikation aller GN-Markersignale mit
diesem Faktor können diese näherungsweise mit den AN-Markersignalen ins Verhältnis gesetzt
werden, sollen AN-Strukturelemente mit GN-Strukturelementen in den PS verglichen werden.
Jedoch ist der genaue Response der einzelnen Markersignale und das AN/GN-Verhältnis von
den tatsächlich vorliegenden Verbindungen und deren Polymerisationsgrad abhängig. Daher
stellt die Verwendung der mittels OS bestimmten Korrekturfaktoren lediglich eine Näherung für
die Analyse von PS dar.
Aufgrund der Signalgröße von Signal 1 könnten für dieses Signal möglicherweise Überlappun-
gen mit den Korrelationspeaks anderer PS vorliegen. Daher wurde für die Analyse der 1,5-
substituierten α-Araf -Einheiten in PS ein alternatives Signal etabliert (Signal 1 V2). Signal 1
V2 detektiert das anomere Proton 1,5-substituierter sowie terminaler, O5-gebundener α-Araf -
Einheiten (neben Signal 6 in Abbildung 4.27, Seite 94). Bei Polymeren sollten die durch Signal 1
V2 nicht detektierten, O5-substituierten Araf -Einheiten nur eine geringe bzw. keine Rolle spie-
len, so dass Signal 1 V2 nach Subtraktion von Signal 2 als Alternative für die Analyse von 1,5-
substituierten α-Araf -Einheiten in AN-PS dienen kann. Für die anderen AN-Strukturelemente
98
4.4 NMR-spektroskopisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Strukturelementen
können die bereits beschriebenen Markersignale verwendet werden. Die RRFs der AN-Mar-
kersignale zu Signal 1 V2 wurden äquivalent zu den RRFs zu Signal 1 bestimmt und sind in
Abschnitt 9.7 aufgeführt. Zur Responsekorrektur der GN-Markersignale relativ zu Signal 1 V2
muss wiederum ein Korrekturfaktor verwendet werden (0,784). Dieser wurde wie bereits für Si-
gnal 1 beschrieben bestimmt.
Signal 1 V2 ist jedoch nicht zur Analyse von AN-OS in endo-Arabinanase-Hydrolysaten ge-
eignet, da O5-substituierte Araf -Einheiten, die in allen als Standardsubstanzen verwendeten
AN-OS vorhanden sind, durch Signal 1 V2 nicht detektiert werden. Stattdessen werden die ter-
minalen, O5-gebundenen α-Araf -Einheiten durch die gleichzeitige Verwendung von Signal 1
V2 und Signal 2 doppelt detektiert. Für Hydrolysate, die ausschließlich die als Standardsub-
stanzen isolierten AN-OS enthalten, sollten sich aufgrund der strukturellen Eigenschaften der
OS die gleichen Anteile an O5- bzw. 1,5-substituierter Araf durch Signal 1 und Signal 1 V2 er-
geben. Der Grund hierfür ist, dass alle isolierten AN-OS jeweils eine terminale, O5-gebundene
α-Araf -Einheit und eineO5-substituierte Araf -Einheit enthalten. Jedoch würde die Verwendung
von Signal 1 V2 bei komplexeren AN-OSmit mehr als einer terminalen,O5-gebundenen α-Araf -
Einheit pro OS zu einer Überbestimmung der 1,5-substituierten Araf -Einheiten führen (beispiel-
haft gezeigt in Abbildung 9.33 auf Seite 211).
In Tabelle 4.16 sind die beschriebenen repräsentierten Strukturelemente sowie ihre Berechnung
aus den Markersignalen in OS und PS zusammengefasst.
Tabelle 4.16: Durch HSQC-Markersignale beschriebene Strukturelemente sowie deren Berech-
nung aus den Intensitäten der Markersignale in enzymatischen Hydrolysaten und
Polysacchariden (PS). t = terminal, Ara = Arabinose, Gal = Galactose, Xyl = Xylo-
se, f = Furanose, p = Pyranose, S = Signal, Alt = Alternativ.
Strukturelement Berechnung in Hydrolysaten Berechnung in PS
5-/1,5-Ara S1-(S5+S6+S7) S1-(S5+S6+S7)
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Durch die verwendeten Signale können die relativen Anteile der meisten wichtigen Struktur-
elemente der Standardsubstanzen bestimmt werden. Das OS A6a unterscheidet sich von A4a
nur durch die Signale des H3-Protons an Einheit A und des H4-Protons an Einheit B. Diese
ergeben jedoch keine diskreten Peaks in endo-Arabinanase-Hydrolysaten, daher kann über die
Substitution benachbarter Rückgrat-Ara keine Aussage getroffen werden. Ebenso zeigt A7b
kein charakteristisches HSQC-Signal, weshalb durch die NMR-spektroskopische Analyse kei-
ne Aussage über höher verzweigte Bereiche getroffen werden kann.
4.4.3 Anwendung der Methode
Im Gegensatz zum Profiling mittels HPAEC-PAD werden mittels NMR-Spektroskopie auch hö-
hermolekulare OS miterfasst. Zudem werden äquivalent zur Methylierungsanalyse die Verhält-
nisse einzelner Strukturelemente erhalten. Daher kann hier ein Vergleich mit den Daten der
Methylierungsanalyse vorgenommen werden. Jedoch können auch beim NMR-basierten Profi-
ling nur die gelösten, enzymatisch freigesetzten OS detektiert werden.
In endo-Arabinanase-Hydrolysaten wird ein Großteil der terminalen, O5-gebundenen Araf -Ein-
heiten wahrscheinlich durch die enzymatische Spaltung gebildet. Daher liefert die entwickelte
Methode lediglich den ungefähren Anteil der O5-/1,5-substituierten Araf -Einheiten und keine
Aussage über die Kettenlänge. Für einen besseren Vergleich mit den Ergebnissen der Methy-
lierungsanalyse werden für die endo-Arabinanase-Hydrolysate die Verhältnisse für die O5-/1,5-
substituierte Araf und die terminale, O5-gebundene Araf bzw. die terminalen, O2- und O3-
gebundenen Araf sowohl summiert als auch einzeln aufgeführt. Bei den nicht-modifizierten,
löslichen PS und LBS wird für einen besseren Vergleich mit der Methylierungsanalyse lediglich
die Summe der terminalen Araf -Einheiten aufgeführt.
Für die HSQC-Messungen wurde der Bruker Standardparametersatz für die Pulssequenz "hsq-
cedetgp" mit 32 Scans benutzt. Dadurch konnte sowohl eine gute Empfindlichkeit als auch eine
angemessene Analysenzeit von ca. 220 Minuten erreicht werden.
4.4.3.1 Arabinan-Zusammensetzung der unlöslichen Ballaststoffe
Die Methode wurde zunächst auf die verschiedenen UBS-Proben angewendet. Dabei wurden
die Ausgangsmaterialien sowohl unbehandelt als auch nach Extraktion im Autoklaven unter-
sucht, um den Einfluss dieser Behandlung zu ermitteln. Eine Inkubation der Rohstoffe ohne
vorherige Autoklavenextraktion ergab jedoch lediglich für die Pseudocerealien Amaranth, Qui-
noa und Buchweizen eine für die NMR-spektroskopische Analyse geeignete Konzentration an
löslichen OS. Wie in Tabelle 4.17 gezeigt, ergaben sich bei der NMR-spektroskopischen Mes-
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sung der Hydrolysate der Pseudocerealien teilweise erhöhte Schwankungen in den analysierten
Anteilen der Strukturelemente.
Tabelle 4.17: Relative Range/2 der mittels NMR-Spektroskopie gemessenen Anteile der ver-
schiedenen Strukturelemente von unlöslichen Amaranth- (AM), Quinoa- (Q) und
Buchweizen (BW)-Ballaststoffen nach endo-Arabinanase-Verdau ohne bzw. mit
Autoklavenextraktion (a). t = terminal, Ara = Arabinose, Xyl = Xylose, f = Furano-
se, p = Pyranose.
Strukturelement AM AM a Q Q a BW BW a
5-/1,5-Araf 19,3 24,7 6,1 3,0 7,6 4,1
t-O5-Araf 3,3 18,7 2,4 1,0 10,5 3,8
t-O2-Araf 10,9 7,3 21,1 21,8 - -
t-O3-Araf 12,6 21,5 1,9 2,9 8,5 2,2
1,2,5-Araf 19,0 3,0 15,3 23,9 - -
1,3,5-Araf 14,7 20,2 1,3 4,7 9,6 3,1
1,2,3,5-Araf 24,8 1,9 17,2 13,6 - -
t-β-Araf - - 20,5 12,4 - -
1,3-Araf - - 10,5 4,7 - -
t-Xylp 45,7 2,8 - - - -
Meist liegt die relative Range/2 zwischen 2 % und 20 %, in einigen Fällen jedoch über 20 %. Da-
bei ist jedoch zu erkennen, dass die erhöhte Schwankung nicht durch die Autoklavenextraktion
verursacht wird, sondern auch teilweise bei Verwendung der nicht extrahierten Rohstoffe auf-
tritt. Generell zeigt sich bei gleichzeitiger Betrachtung der Anteile der Strukturelemente (Tabelle
4.18) ebenfalls, dass die in geringen Mengen vorkommenden Strukturelemente sehr oft mit ei-
ner schlechteren Präzision analysiert werden. Daher ist es wahrscheinlich, dass die Gründe für
die vergleichsweise schlechte Reproduzierbarkeit in der Integration kleiner und überlappender
Signale liegen, vor allem auch, da sich die enzymatische Spaltung nach vorausgegangener Au-
toklavenextraktion beim HPAEC-PAD-Profiling als sehr reproduzierbar erwiesen hat. In Tabelle
4.18 sind die Zusammensetzungen der endo-Arabinanase-Hydrolysate der verschiedenen UBS
sowie zum Vergleich die Verhältnisse der AN-PMAAs aufgeführt.
Wie bereits beim HPAEC-PAD-Profiling festgestellt, hat die Autoklavenextraktion nur einen ge-
ringen Einfluss auf die bestimmten Verhältnisse der AN-Strukturelemente. Bei Buchweizen sind,
wie ebenfalls beim HPAEC-PAD-Profiling bestimmt, die größten Veränderungen durch die zu-
sätzliche Autoklavenextraktion zu beobachten, da nach Autoklavenextraktion mehr verzweig-
te Strukturelemente gemessen werden. Die abweichende Zusammensetzung der bestimmten
Strukturelemente resultiert wahrscheinlich aus der zusätzlichen Freisetzung von AN mit einem
höheren Verzweigungsgrad durch die Autoklavenextraktion. Da durch Anwendung der Auto-
klavenextraktion für alle Rohstoffe eine ähnliche Zusammensetzung ermittelt werden konnte,
werden diese Proben für weitere Vergleiche verwendet.
Auf Basis der isolierten Strukturelemente bzw. Standardsubstanzen müsste jeder Verzweigung
des Rückgrats eine terminale, O2- oder O3-gebundene Araf -Einheit zugeordnet werden kön-
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Tabelle 4.18: Mittels NMR-Spektroskopie bestimmte, prozentuale Zusammensetzung der endo-
Arabinanase-Hydrolysate von unlöslichen Apfel- (Ap), Amaranth- (AM), Quinoa-
(Q), Buchweizen- (BW), Zuckerrübenschnitzel- (ZRS) und Sojaextraktionsschrot
(SES)-Ballaststoffen ohne bzw. mit Autoklavenextraktion (a) sowie prozentuale
Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA) der Arabinane.
Die Anteile mancher Strukturelemente sind für einen besseren Vergleich mit der
Methylierungsanalyse einzeln und zusätzlich summiert aufgeführt. t = terminal,
Ara = Arabinose, Xyl = Xylose, f = Furanose, p = Pyranose.
Strukturelement Ap Ap a AM AM a Q Q a BW BW a ZRS ZRS a SES SES a
5-/1,5-Araf - 19,7 25,8 24,7 33,0 29,7 29,5 26,0 - 17,9 - 19,8
t-O5-Araf - 15,6 19,2 18,7 24,1 24,2 21,1 14,0 - 12,5 - 23,5
t-O2-Araf - 12,8 10,8 7,3 4,2 5,7 - - - 7,3 - 15,8
t-O3-Araf - 24,8 15,6 21,5 14,5 15,9 24,5 29,6 - 28,5 - 18,3
Σ 5-/1,5/t-O5-Araf - 35,3 45,0 43,4 57,2 53,8 50,6 40,0 - 30,4 - 43,3
Σ t-O3/O2-Araf - 37,6 26,4 28,8 18,8 21,5 24,5 29,6 - 35,8 - 34,1
1,2,5-Araf - 2,0 3,0 3,0 1,7 1,3 - - - 1,0 - 4,7
1,3,5-Araf - 18,0 20,5 20,2 16,8 16,7 25,0 30,3 - 29,5 - 11,6
1,2,3,5-Araf - 7,2 1,6 1,9 0,6 0,7 - - - 3,2 - 6,2
t-β-Araf - - - - 2,8 2,8 - - - - - -
1,3-Araf - - - - 2,1 3,1 - - - - - -
t-Xylp - - 3,6 2,8 - - - - - - - -
PMAA Ap AM Q BW ZRS SES
1,5-Araf 29,9 48,7 58,3 32,5 28,5 37,4
t-Araf 37,0 26,8 20,2 35,6 39,1 38,4
1,2,5-Araf 1,5 4,5 1,4 nn 1,8 5,2
1,3,5-Araf 22,3 17,9 18,7 32,0 25,3 10,5
1,2,3,5-Araf 9,4 2,0 1,5 nn 5,2 8,4
nen. Dabei muss der Anteil der 1,2,3,5-substituierten Araf -Einheiten doppelt gezählt werden,
da dieses Strukturelement zwei terminale Araf -Einheiten bindet. Beim Vergleich der summier-
ten Anteile aus verzweigten Strukturelementen und an Verzweigungen gebundenen, terminalen
Araf -Einheiten ergeben sich für fast alle Materialien vergleichbare Werte. Lediglich bei SES ist
eine höhere Menge terminaler Araf -Einheiten vorhanden. Ein Grund hierfür könnten unbekann-
te Strukturelemente sein, bei denen terminale O2-/O3-gebundene Araf -Einheiten andersartig
gebunden sind, zum Beispiel an 1,2- oder 1,3-substituierte α-Araf -Einheiten.
Beim Vergleich der erhaltenen Daten mit denen aus der Methylierungsanalyse zeigen sich trotz
der Vernachlässigung der ursprünglich terminalen, O5-gebundenen Araf -Einheiten vergleich-
bare Anteile an terminalen Araf - und O5-/1,5-substituierten Araf -Einheiten. Dementsprechend
ergibt sich bei einer Betrachtung der O5-/1,5-substituierten Anteile dieselbe Reihenfolge dieser
Anteile bei beiden Methoden. Der höchste Anteil anO5-/1,5-substituierten Araf -Einheiten ergibt
sich dabei für Quinoa-UBS, der niedrigste Anteil für ZRS-UBS. Auch für doppelt-substituierte
Araf -Einheiten (1,2,3,5-Araf ) wird dieselbe Tendenz erhalten, wobei die mittels Methylierungs-
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analyse bestimmten Anteile etwas höher ausfallen. Dies könnte wiederum auch auf eine teilwei-
se Untermethylierung zurückzuführen sein. Für Quinoa-UBS und SES-UBS ergeben sich nach
Bestimmung mittels NMR-Profiling und Methylierungsanalyse vergleichbare Anteile an 1,3,5-
und 1,2,5-substituierter Araf . Ebenso wurden bei Buchweizen-UBS mit beiden Methoden keine
1,2,5- bzw. 1,2,3,5-substituierten Araf detektiert. Somit konnten die Besonderheiten der Proben,
wie ein höherer Anteil an O2-Verzweigungen bei SES-UBS und keine O2-Verzweigungen bei
Buchweizen-UBS, bei Anwendung beider Methoden beobachtet werden. Bei der Bestimmung
der 1,3,5-Araf /1,2,5-Araf -Verhältnisse der anderenMaterialienmit den beidenMethoden zeigen
sich etwas größere Abweichungen zwischen den beiden Methoden. Dabei werden mittels NMR-
spektroskopischer Analyse höhere 1,3,5-Araf /1,2,5-Araf -Verhältnisse für Amaranth-UBS und
ZRS-UBS bzw. ein niedrigeres Verhältnis für Apfel-UBS bestimmt. Jedoch sind die mit den un-
terschiedlichen Methoden bestimmten Anteile der beiden Strukturelemente in einem vergleich-
baren Bereich und zeigen so eine ähnliche Tendenz. Daher sind die Unterschiede wahrschein-
lich in der zuvor erwähnten geringen Reproduzierbarkeit der NMR-spektroskopischen Messung
für bestimmte Strukturelemente begründet, die sich insbesondere bei Strukturelementen mit
niedrigem Anteil wie der 1,2,5-substituierten Araf ergeben. Insgesamt können durch die NMR-
spektroskopische Analyse der OS trotz der wahrscheinlich unvollständigen enzymatischen AN-
Spaltung und einer deutlich einfacheren und schnelleren Durchführung, ähnliche Aussagen
über die in den UBS enthaltenen AN getroffen werden. Mittels NMR-Spektroskopie konnten
zudem einige Zusatzinformationen, wie die Bindungsstellen der terminalen Araf -Reste sowie
die Anteile der terminalen β-Araf -Einheiten oder der 1,3-substituierten α-Araf -Seitenketten, er-
halten werden.
4.4.3.2 Ethanolfällung zur Aufkonzentrierung der Hydrolysate
Im Rahmen der Methodenentwicklung wurde evaluiert, inwiefern ein weiterer Probenaufarbei-
tungsschritt, eine Fällung mittels 80 % Ethanol im Anschluss an die enzymatische Hydroly-
se, zusätzliche Informationen über die freigesetzten AN-Strukturen liefern kann. Unter diesen
Bedingungen sollten die meisten PS ausfallen, wodurch überwiegend OS mit niedrigem Poly-
merisationsgrad im Überstand enthalten sein sollten, welche nach Eindampfen des Überstands
getrennt untersucht werden können. Dies hat den weiteren Vorteil, dass eventuell mitfreigesetz-
te PS oder polymere Verunreinigungen von den OS abgetrennt werden. Zudem kann hierbei
leicht eine Aufkonzentrierung der OS durchgeführt werden. Aufgrund der erhöhten Konzen-
trationen können zusätzlich zeitaufwändige Experimente, zum Beispiel HSQC-TOCSY- oder
HMBC-Experimente, zur eindeutigen Identifizierung mancher OS durchgeführt werden. Die Zu-
sammensetzung der vor der enzymatischen Hydrolyse nicht autoklavierten endo-Arabinanase-
Hydrolysate der Pseudocerealien Amaranth, Quinoa und Buchweizen sind in Tabelle 4.19 ge-
zeigt. Die OS-Gehalte dieser Hydrolysate wurden durch die Ethanolfällung fünffach aufkonzen-
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triert.
Tabelle 4.19: Mittels NMR-Spektroskopie bestimmte prozentuale Zusammensetzung der en-
do-Arabinanase-Hydrolysate von unlöslichen Amaranth- (AM), Quinoa- (Q) und
Buchweizen (BW)-Ballaststoffen ohne bzw. mit anschließender Ethanol (EtOH)-
Fällung zur Aufkonzentrierung von Oligosacchariden und zur Präzipitation freige-
setzter Polysaccharide. t = terminal, Ara = Arabinose, Xyl = Xylose, f = Furanose,
p = Pyranose.
Strukturelement AM AM EtOH Q Q EtOH BW BW EtOH
5-/1,5-Araf 25,8 25,0 33,0 28,7 29,5 30,0
t-O5-Araf 19,2 18,4 24,1 27,6 21,1 19,6
t-O2-Araf 10,8 9,8 4,2 6,4 - -
t-O3-Araf 15,6 21,7 14,5 12,4 24,5 24,8
1,2,5-Araf 3,0 2,3 1,7 1,6 - -
1,3,5-Araf 20,5 19,6 16,8 17,7 25,0 25,7
1,2,3,5-Araf 1,6 1,6 0,6 1,3 - -
t-β-Araf - - 2,8 1,9 - -
1,3-Araf - - 2,6 2,2 - -
t-Xylp 3,6 1,6 - - - -
Aus den gezeigten Daten ist ersichtlich, dass sich durch Verwendung der Ethanolfällung keine
großen Veränderungen in der Zusammensetzung der analysierten Strukturelemente ergeben.
Diese Tendenz zeigte sich ebenfalls bei Anwendung der modifizierten Aufarbeitung auf andere
Materialien bzw. Autoklavenextrakte. Die bei der Aufarbeitung deutlich sichtbaren, ausgefällten
polymeren Verbindungen wurden gelöst und wiederum mittels NMR-Spektroskopie analysiert.
Dabei war an einigen schwachen Signalen ersichtlich, dass ebenfalls AN-Verbindungen vorla-
gen. Durch die geringe Intensität der Signale war jedoch keine quantitative Auswertungmöglich.
Aufgrund der vergleichbaren Zusammensetzungen der Ausgangshydrolysate und der Überstän-
de kann jedoch davon ausgegangen werden, dass die polymeren Verbindungen ebenfalls eine
ähnliche Zusammensetzung aufweisen.
Die aufkonzentrierten Überstände wiesen erwartungsgemäß deutlich höhere Signalintensitäten
bei gleicher Anzahl an Scans auf. Daher können aufgrund der tatsächlichen Aufkonzentrierung
der OS weitere, weniger empfindliche Experimente zur Identifizierung bestimmter Strukturele-
mente durchgeführt werden. Vor allem eine Identifizierung seltener und spezieller Strukturele-
mente wie 1,3-substituierter α-Araf - und terminaler β-Araf -Einheiten kann bei vielen Materialien
von Bedeutung sein. Daher wurde die Eignung eines HSQC-TOCSY-Experiments am aufkon-
zentrierten Hydrolysat von Quinoa-UBS getestet, welches die beiden genannten Strukturele-
mente enthalten sollte (Abbildung 4.30).
Ausgehend von der 1H-Verschiebung des Markersignals für 1,3-substituierte α-Araf -Einheiten
konnten alle dem Spinsystem (d.h. der Monosaccharid-Einheit) zugehörigen 13C-Signale ge-
funden werden (siehe blaue Korrelationspeaks in Abbildung 4.30). Die anderen Protonen sowie
die Kohlenstoffe der 1,3-substituierten α-Araf zeigen sehr ähnliche chemische Verschiebungen
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Abbildung 4.30: HSQC-TOCSY-Spektrum eines endo-Arabinanase-Hydrolysats von unlösli-
chen Quinoa-Ballaststoffen. Die Korrelation zum Nachweis 1,3-substituierter
α-Arabinofuranose (blau) und terminaler β-Arabinofuranose (rot) sind entspre-
chend benannt.
wie die anderer α-Araf -Einheiten. Daher können die Signale dieser Protonen bzw. der Kohlen-
stoffe nicht als Ausgangspunkt zur vollständigen Zuordnung der dem Spinsystem zugehörigen
Korrelationspeaks verwendet werden. Ausgehend von den chemischen Verschiebungen der
Protonen der β-Araf -Einheiten werden die entsprechenden 13C-Signale des zugehörigen Spin-
systems teilweise ebenfalls durch andere Signale überdeckt. Jedoch können ausgehend von der
charakteristischen 13C-Verschiebung des Markersignals der terminalen β-Araf alle koppelnden
Protonen des dazugehörigen Spinsystems zugeordnet werden (siehe rote Korrelationspeaks
in Abbildung 4.30). Die Aufkonzentrierung der Hydrolysate mit anschließender Analyse mittels
HSQC-TOCSY-Experiment stellt dementsprechend eine gute Methode zur eindeutigen Identifi-
zierung dieser Strukturelemente dar.
4.4.3.3 Galactan-Zusammensetzung der unlöslichen Ballaststoffe
Mittels endo-Galactanase konnten, übereinstimmend mit den Ergebnissen des HPAEC-PAD-
Profilings, lediglich kleine Mengen an GN-OS aus den unbehandelten Materialien freigesetzt
werden. Daher wurde für alle Materialien eine Autoklavenextraktion durchgeführt. Die Ergebnis-
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se der sich anschließenden NMR-spektroskopischen Analyse der enzymatischen Hydrolysate
sind in Tabelle 4.20 gezeigt.
Tabelle 4.20: Nachweis (X) und prozentuales Vorkommen der mittels NMR-Spektroskopie ge-
messenen Galactan-Strukturelemente in den nach Autoklavenextraktion (a) er-
haltenen endo-Galactanase-Hydrolysaten von unlöslichen Apfel- (Ap), Amaranth-
(AM), Quinoa- (Q), Buchweizen- (BW), Zuckerrübenschnitzel- (ZRS) und Sojaex-
traktionsschrot (SES)-Ballaststoffen. t = terminal, Ara = Arabinose, Gal = Galac-
tose, p = Pyranose.
Strukturelement Ap a AM a Q a BW a ZRS a SES a
4-Galp X X - X X 44,7
t-Galp X X - X X 45,6
t-Arap - - - - - 5,8
4-Arap - - - - - 3,9
Mithilfe der ausgewählten diagnostischen HSQC-Peaks konnten O4-substituierte Galp-Einhei-
ten und terminale, O4-gebundene β-Galp-Einheiten in den endo-Galactanase-Hydrolysaten
aller Materialien außer Quinoa nachgewiesen werden. Jedoch konnten lediglich bei SES die
α-Arap-enthaltenden Strukturelemente nachgewiesen und semiquantitativ bestimmt werden,
was wahrscheinlich auf ihren generell geringen Anteil zurückzuführen ist. Da das Verhältnis
zwischen O4-substituierter Galp und terminaler, O4-gebundener β-Galp keinerlei Rückschlüs-
se auf die GN-Struktur zulässt, wurden nur bei den SES-UBS die relativen Anteile der Struktur-
elemente berechnet. Die sehr ähnlichen Anteile anO4-substituierten Galp- und terminalen,O4-
gebundenen β-Galp-Einheiten in den SES-UBS zeigen, dass das Disaccharid G2a als Haupt-
produkt vorliegt. Zudem zeigen die mittels NMR-Spektroskopie bestimmten Anteile der α-Arap-
Strukturelemente im endo-Galactanase-Hydrolysat der SES-UBS eine ähnliche Tendenz wie
die mittels HPAEC-PAD ermittelte OS-Zusammensetzung. So wurde durch Anwendung beider
Methoden ein geringfügig höherer Anteil an terminalen α-Arap-Strukturelementen gegenüber
O4-substituierten α-Arap-Strukturelementen ermittelt (HPAEC-PAD-Profiling: 6,8 % G2b und
5,3 % G2c).
Zum sicheren Nachweis aller Strukturelemente wurde wiederum ein HSQC-TOCSY-Spektrum
der Hydrolysate nach Ethanolfällung bei gleichzeitiger Aufkonzentrierung der OS durchgeführt.
Durch Analyse der Spinsysteme konnten die O4-substituierten bzw. terminalen Galp-Strukture-
lemente und die α-Arap-Strukturelemente eindeutig identifiziert werden. Diese Ergebnisse zei-
gen, dass durch den NMR-spektroskopischen Ansatz bei ausreichender enzymatischer Freiset-
zung sowohl die Anteile mehrerer Strukturelemente bestimmt werden können als auch kleinere
Mengen an GN-Strukturelementen nachgewiesen werden können.
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4.4.3.4 Apfel-Nicht-Stärke-Polysaccharide (vor und nach Lagerung)
Die Eignung der Methode für die Analyse der Apfel-NSPS vor und nach der Lagerung wurde
ebenfalls evaluiert. Die Zusammensetzung der endo-Arabinanase-Hydrolysate nach vorausge-
gangener Autoklavenextraktion sowie die AN-PMAA-Verhältnisse sind in Tabelle 4.21 darge-
stellt.
Tabelle 4.21: Prozentuale Zusammensetzung der mittels NMR-Spektroskopie gemessenen,
durch endo-Arabinanase nach vorausgegangener Autoklavenextraktion (a) frei-
gesetzten Strukturelemente aus Apfel-Nicht-Stärke-Polysacchariden direkt nach
dem Kauf der Äpfel (Stadium 1) und nach dreiwöchiger Lagerung (Stadium
2) sowie prozentuale Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate
(PMAA) der Arabinane. Die Anteile mancher Strukturelemente sind für einen bes-
seren Vergleich mit der Methylierungsanalyse einzeln und zusätzlich summiert
aufgeführt. t = terminal, Ara = Arabinose, f = Furanose.





Σ 5-/1,5/t-O5-Araf 36,3 45,2











Die Anteile der O5-/1,5-substituierten Araf - bzw. der O2-/O3-terminalen α-Araf -Einheiten zei-
gen leichte Unterschiede zur Methylierungsanalyse, jedoch liegen die Anteile der anderen Struk-
turelemente in einem vergleichbaren Bereich. Zudem können durch die NMR-spektroskopische
Analyse der endo-Arabinanase-Hydrolysate dieselben Strukturveränderungen während der La-
gerung festgestellt werden. Übereinstimmend mit den Ergebnissen der Methylierungsanaly-
se und dem HPAEC-PAD-Profiling weist Stadium 2 einen deutlich höheren Anteil an O5-/1,5-
substituierter Araf , also an linearen Strukturelementen, auf. Zudem zeigt sich eine leichte Ab-
nahme an 1,3,5-substituierter und 1,2,3,5-substituierter α-Araf , allerdings nicht an 1,2,5-substi-
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tuierter α-Araf . Im Gegensatz zum HPAEC-PAD-Profiling konnte, wahrscheinlich aufgrund des
sehr geringen Anteils, keine β-Araf nach Lagerung der Äpfel detektiert werden. Jedoch zeigen
die präsentierten Ergebnisse, dass die entwickelte Methode ebenfalls sehr gut zur Detektion
von Veränderungen in den NSPS während der Lagerung von Früchten geeignet ist. Ebenso
bringt die modifizierte Aufarbeitung zur Gewinnung der NSPS im Vergleich zur Gewinnung der
UBS keine Nachteile bezüglich der NMR-spektroskopischen Analyse mit sich.
4.4.3.5 Lösliche Polysaccharide und lösliche Ballaststoffe
Um die Anwendbarkeit der Methode für lösliche PS zu untersuchen, wurden die löslichen AN-
bzw. GN-PS und die LBS verwendet. Da bei löslichen PS keine enzymatische Modifikation
stattfindet, werden nur die nativ vorhandenen terminalen, O5-gebundenen Araf -Einheiten de-
tektiert. Für einen besseren Vergleich mit der Methylierungsanalyse wurden dementsprechend
die Signale aller terminalen Einheiten summiert. Zudem sollten in löslichen PS reduzierende,
O5-substituierte Araf - bzw. O4-substituierte Galp-Einheiten nur eine geringe bzw. keine Rolle
spielen, weshalb im Folgenden lediglich die Bezeichnungen 1,5-Araf bzw. 1,4-Galp verwendet
werden. Die Auswertung wurde zusätzlich mit Signal 1 V2 durchgeführt, um die Eignung die-
ses Signals als Alternative zu Signal 1 zu überprüfen. Die Zusammensetzungen der AN- bzw.
GN-PS sowie die PMAA-Verhältnisse sind in Tabelle 4.22 aufgeführt.
Aus den Daten ist ersichtlich, dass die Verwendung von Signal 1 V2 sehr ähnliche Ergebnisse
wie die Auswertung mit Signal 1 liefert und daher sehr gut als Alternative für die Analyse von
AN-Strukturelementen geeignet ist. Bei den AN-PS zeigen die Anteile der terminalen bzw. 1,5-
substituierten α-Araf -Einheiten wiederum kleine Abweichungen im Vergleich zur Methylierungs-
analyse, wobei ein leicht erhöhter Anteil an 1,5-substituierten α-Araf -Einheiten erhalten wird.
Jedoch sind die Anteile verzweigter AN-Strukturelemente gut vergleichbar und es wird ein ähn-
liches Verhältnis vonO3- zuO2-verzweigten Rückgrat-Araf erhalten. Durch die spezifische Ana-
lyse der terminalen, O5-gebundenen Araf -Einheiten kann durch den NMR-spektroskopischen
Ansatz zudem auf eine Kettenlänge von durchschnittlich ca. sechs Ara-Resten geschlossenwer-
den. Mittels NMR-Spektroskopie konnten zusätzlich terminale β-Araf - sowie 1,3-substituierte
α-Araf -Einheiten in geringen Anteilen detektiert werden. Bei Anwendung des HPAEC-PAD-
Profilings wurde das OS A5b dagegen nur unter seiner Bestimmungsgrenze detektiert. Daher
könnten die dimeren, β-Araf -enthaltenden Seitenketten in Abschnitten mit hoher Verzweigung
lokalisiert sein. Sowohl mittels Methylierungsanalyse als auch mittels NMR-Spektroskopie wur-
den zudem vergleichbare Anteile 1,4-substituierter und terminaler β-Galp detektiert. Die NMR-
Daten zeigen dabei ein 4:1 Verhältnis zwischen 1,4-substituierter und terminaler Galp und deu-
ten somit auf eine Kettenlänge von durchschnittlich ca. vier Gal-Resten hin. Das Verhältnis der
PMAAs zeigt jedoch einen höheren Anteil an terminaler Galp, was wahrscheinlich auf die bereits
vermutete Unterbestimmung 1,4-substituierter Galp zurückgeführt werden kann. Diese Unter-
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Tabelle 4.22: Prozentuale, mittels NMR-Spektroskopie bestimmte Zusammensetzung der lös-
lichen Arabinan-Polysaccharide (AN-PS) und Galactan-Polysaccharide (GN-PS)
sowie prozentuale Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate
(PMAA) der Arabinane und Galactane. Die Auswertung wurde sowohl mit Signal 1
als auch mit Signal 1 V2 (V2) durchgeführt. Die Anteile der terminalen Arabinose-
Einheiten sind zusätzlich summiert aufgeführt. t = terminal, Ara = Arabinose, Gal
= Galactose, f = Furanose, p = Pyranose.
Struktur AN-PS AN-PS V2 GN-PS GN-PS V2
t-O5-Araf 8,9 8,8 1,1 1,1
t-O2-Araf 5,5 5,2 - -
t-O3-Araf 27,6 27,8 - -
Σ t-Araf 42,0 41,8 - -
1,5-Araf 23,2 21,8 15,0 14,2
1,2,5-Araf 1,1 1,2 - -
1,3,5-Araf 23,8 25,4 - -
1,2,3,5-Araf 3,8 3,2 - -
t-β-Araf 0,4 0,4 - -
1,3-Araf 0,7 0,9 - -
1,4-Galp 3,9 4,1 79,3 80,2
t-Galp 1,1 1,2 2,0 2,0
t-Arap - - 0,6 0,6










bestimmung wird auch bei der Betrachtung der mittels Methylierungsanalyse ermittelten Zusam-
mensetzung der GN-PS ersichtlich, da relativ zum Anteil der 1,4-substituierten Galp ein sehr
hoher Gehalt an terminalen Galp detektiert wird. Durch die NMR-spektroskopische Analyse hin-
gegen wird ein Verhältnis von 40:1 zwischen 1,4-substituierter β-Galp und terminaler β-Galp
erhalten, was auf eher lange Ketten mit durchschnittlich ca. 40 Gal-Resten hindeutet. Der An-
teil der GN-Strukturelemente innerhalb der GN-PS-Präparate liegt ebenfalls höher und kommt
damit dem durch die Monosaccharidanalyse bestimmten Gal-Anteil von 72,4 % deutlich näher.
Übereinstimmendmit der Methylierungsanalyse werden nur lineare AN-Strukturelemente detek-
tiert. Zusätzlich konnten mittels NMR-Spektroskopie die Anteile terminaler und 1,4-substituierter
α-Arap-Strukturelemente bestimmt werden. Der hier entwickelte NMR-Ansatz eignet sich daher
potentiell besser zur Analyse der aufgereinigten, löslichen PS als die Methylierungsanalyse.
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Die Ergebnisse der NMR-spektroskopischen Analyse der LBS sind in Tabelle 4.23 gezeigt. Auf-
grund schlechter Löslichkeit und einer daraus resultierenden geringen Signalintensität war eine
Analyse der Apfel-LBS nicht möglich.
BeimVergleich der Auswertungsmethoden zeigen sich signifikante Unterschiede in den Anteilen
aller Strukturelemente. Jedoch besteht der einzige Unterschied zwischen den beiden Auswer-
tungsmethoden in der Verwendung einer anderen Signalintensität für Signal 1. Dementspre-
chend liegen die Unterschiede lediglich in den Intensitäten der 1,5-substituierten α-Araf be-
gründet, welche bei Verwendung von Signal 1 V2 einen deutlich geringeren Anteil aufweist. Der
Grund hierfür könnte sein, dassmöglicherweise andere, nicht AN-gebundene, terminale α-Araf -
Einheiten mit dem Signal für terminale,O5-gebundene α-Araf -Einheiten mit erfasst werden. Die
Subtraktion dieser von Signal 1 V2 hätte einen verminderten Anteil an 1,5-substituierter α-Araf
zur Folge. Für das Vorhandensein anderer terminaler Araf -Einheiten spricht, dass mittels Me-
thylierungsanalyse in allen LBS signifikante Mengen an Typ II GN sowie ein relativ hoher Anteil
an terminalen Araf detektiert wurden. Daher ist Signal 1 beim Vorhandensein großer Mengen
anderer Araf -enthaltender PS potentiell besser zur Analyse der AN in LBS geeignet als Signal 1
V2. Über die Kettenlänge der AN ist aufgrund der potentiellen Überbestimmung der terminalen,
O5-gebundenen Araf -Einheiten jedoch keine Aussage möglich. Durch die unspezifische Be-
stimmung der terminalen Araf ist dies bei der Methylierungsanalyse ebenfalls nicht möglich.
Die durch die Verwendung von Signal 1 erhaltenen Daten zeigen größtenteils dieselben Tenden-
zen wie die Verhältnisse der PMAAs. Die Abweichungen in den Anteilen der Strukturelemente
können durch das Vorliegen von Typ II GN-Strukturelementen begründet werden. Diese wer-
den mittels Methylierungsanalyse miterfasst, können aufgrund fehlender Markersignale jedoch
größtenteils nicht mittels NMR-Spektroskopie bestimmt werden. So wurden lediglich bei Ama-
ranth größere Mengen der terminalen, O6-gebundenen Galp detektiert, welche wahrscheinlich
Teil des Typ II GN ist. Bei Amaranth konnte durch Anwendung der NMR-spektroskopischen Me-
thode das Vorkommen hoher Mengen an 1,2,5-substituierter α-Araf bestätigt werden. Zudem
deutet das Verhältnis zu den 1,5-substituierten α-Araf -Einheiten auf stärker verzweigte AN-
Ketten hin. Bei Quinoa, Buchweizen und ZRS wurden mit beiden Methoden etwas niedrigere
Anteile an verzweigten AN-Strukturelementen als in Amaranth detektiert. Die Verzweigungen
finden sich dabei hauptsächlich an Postion O3. Vor allem in den ZRS-LBS konnten Struktu-
relemente, welche auch in der Methylierungsanalyse nur kleine Anteile zeigen, nicht mittels
NMR-Spektroskopie detektiert werden. In Quinoa-LBS konnten durch Anwendung des NMR-
Profilings signifikante Mengen an terminalen β-Araf -Einheiten bestimmt werden. Sowohl die
mittels Methylierungsanalyse bestimmten PMAAs als auch die mittels NMR-Profiling ermittelten
Anteile der Strukturelemente weisen auf eine hohe Linearität der AN in den SES-LBS hin. Je-
doch konnte die mittels Methylierungsanalyse in kleinen Mengen detektierte 1,2,5-substituierte
Araf mittels NMR-Spektroskopie nicht erfasst werden. In den SES-LBS konnte zusätzlich mit
beidenMethoden ein signifikanter Anteil an 1,4-substituierter Galp detektiert werden. Der mittels
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NMR-Spektroskopie ermittelte, vergleichsweise geringe Anteil an terminalen, O4-gebundenen
β-Galp-Einheiten deutet dabei auf eine Kettenlänge von durchschnittlich ca. acht Gal-Resten
hin.
Trotz der beschriebenen Einschränkungen durch das Vorhandensein anderer PS konnten durch
Anwendung der NMR-Spektroskopie auch in den LBS alle wichtigen Strukturmerkmale der ent-
haltenen AN und GN bestimmt werden. Außerdem konnten wiederum Zusatzinformationen, wie
zum Beispiel der Anteil an terminalen β-Araf -Einheiten, erhalten werden. Insgesamt kann die
Methode daher auch für die Anwendung auf LBS als gut geeignet bewertet werden.
Tabelle 4.23: Prozentuale, mittels NMR-Spektroskopie bestimmte Zusammensetzung der lös-
lichen Ballaststoffe (LBS) von Amaranth (AM), Quinoa (Q), Buchweizen (BW),
Zuckerrübenschnitzel (ZRS) und Sojaextraktionsschrot (SES) sowie prozentuale
Zusammensetzung der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA) der Arabinane
und Galactane. Die Auswertung wurde sowohl mit Signal 1 als auch mit Signal 1
V2 (V2) durchgeführt. Die Verhältnisse der terminalen Arabinose-Einheiten sind
zusätzlich summiert aufgeführt. t = terminal, Ara = Arabinose, Gal = Galactose,
Xyl = Xylose, f = Furanose, p = Pyranose.
Strukturelement AM AM V2 Q Q V2 BW BW V2 ZRS ZRS V2 SES SES V2
t-O5-Araf 7,7 7,5 13,9 17,1 18,0 38,0 18,9 31,8 11,2 23,5
t-O2-Araf 10,3 9,5 5,8 6,8 - - - - -
t-O3-Araf - - 4,4 5,4 - - 10,0 17,1 - -
Σ t-Araf 18,0 17,0 24,1 29,3 18,0 38,0 28,9 48,9 11,2 23,5
1,5-Ara 26,9 19,0 57,0 39,2 78,0 52,9 60,8 32,7 62,1 18,1
1,2,5-Araf 8,9 9,3 - - - - - - -
1,3,5-Araf - - 13,7 23,9 4,0 9,1 10,2 18,4 - -
1,2,3,5-Araf - - - - - - - - - -
t-β-Araf - - 5,1 7,6 - - - - - -
1,3-Araf - - - - - - - - - -
t-Xylp 21,2 25,2 - - - - - - - -
1,4-Galp - - - - - - - - 23,6 52,1
t-O4-Galp - - - - - - - - 3,0 6,4
t-O6-Galp 24,9 29,6 - - - - - - - -
PMAA AM Q BW ZRS SES
t-Araf 13,3 31,0 16,0 37,0 21,3
1,5-Araf 35,4 37,1 15,8 23,1 18,2
1,3,5-Araf 1,8 6,1 3,7 9,8 -
1,2,5-Araf 15,4 2,7 - 1,6 1,0
1,2,3,5-Araf - - - 5,1 -
1,2-Araf - - - 1,3 -
t-Arap - - - 0,9 -
t-Galp 1,0 4,5 36,7 3,5 28,6
1,4-Galp - - - 1,3 6,8
1,6-Galp - 4,7 - 3,6 9,8
1,3,6-Galp 7,9 11,3 3,8 10,7 10,7
1,3-Galp 2,5 2,6 24,1 2,2 3,5
t-Xylp 22,7 - - - -
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4.5 Chromatographisches Profiling von Hydroxyzimtsäure-Oligo-
sacchariden
In Driselase- bzw. Viscozyme L-Hydrolysaten stellen die drei FS-OS FAA, FGG und FAAA (Abbil-
dung 9.1, Seite 181) die Hauptprodukte der enzymatischen Spaltung dar und repräsentieren die
verschiedenen Möglichkeiten der AN- und GN-Substitution mit FS. Durch Bestimmung dieser
OSmittels RP-HPLCmit UV-Detektion können Rückschlüsse auf die Bindung der FS an Pektine
gezogen werden. Die weiteren isolierten Standardsubstanzen repräsentieren spezielle Struktur-
elemente, wie die Substitution benachbarter Ara-Einheiten mit FS, die Substitution mittels p-CS
und das Vorhandensein von DFS-cross-links. Insbesondere die p-CS- und DFS-enthaltenden
OS kommen in sehr kleinen Mengen vor und können im UV-Chromatogramm meist nicht inte-
griert werden. Jedoch können bereits kleine Mengen dieser Strukturelemente Einfluss auf die
Eigenschaften der UBS haben, weshalb ein Nachweis dieser OS durch die Verwendung der
MS2-Detektion in die Methode integriert wurde.
4.5.1 Probenaufarbeitung
Ein chromatographischer Vergleich der Driselase- und Viscozyme L-Hydrolysate der ZRS-UBS
zeigte signifikante Unterschiede in der Zusammensetzung dieser durch die unterschiedlichen





































Abbildung 4.31: RP-18 chromatographische Trennung von Viscozyme L- (A) bzw. Driselase-Hy-
drolysaten (B) von unlöslichen Zuckerrübenschnitzel-Ballaststoffen. Die iden-
tifizierten Ferulasäure-Oligosaccharide FAAA, FAA und FGG (Abbildung 9.1,
Seite 181) sind entsprechend bezeichnet.
So wurden nach Viscozyme L-Hydrolyse nur geringe Mengen an FAAA und hohe Mengen an
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FAA detektiert, während durch die Driselase-Hydrolyse ein ausgeglichenes Verhältnis der bei-
den OS erhalten wurde. Um eventuelle Unterschiede in der Substratspezifität feststellen zu
können, wurde eine FAAA-Lösung mit den beiden Enzymen inkubiert. Die Inkubation der FAAA-
Lösung mit Viscozyme L resultierte in einer Abnahme an FAAA bei gleichzeitiger Bildung von
FAA und somit in einer Abspaltung der O3-gebundenen, terminalen Araf . Bei der Verwendung
von Driselase konnte keine Spaltung von FAAA festgestellt werden. Dies spricht dafür, dass die
Unterschiede in der Zusammensetzung nicht durch eine unterschiedliche Freisetzung der OS
aus den polymeren Strukturen begründet sind, sondern durch eine Spaltung der verzweigten
FS-OS. Da eine Modifikation der Strukturelemente unerwünscht ist, wurde Driselase zur enzy-
matischen Spaltung verwendet.
Zur Bestimmung einer geeigneten Inkubationszeit wurden ZRS-UBS in einem Substrat-Enzym-
Verhältnis von 10:1 für 24 und 48 Stunden inkubiert. Dabei wurden nach 24 Stunden 17,9 %
und nach 48 Stunden 20,4 % unverdaulicher Rückstand erhalten. Zudem wurden mit 0,41 mg/g
Rückstand nach 24 Stunden und 0,37 mg/g Rückstand nach 48 Stunden sehr ähnliche FS-
Gehalte in den Rückständen bestimmt. Daher ist unter den verwendeten Bedingungen eine In-
kubationszeit von 24 Stunden ausreichend. Basierend auf einem FS-Gehalt von ca. 6 mg/g un-
korrigierter, unverdauter UBS kann aus den FS-Gehalten der Rückstände geschlossen werden,
dass ein großer Teil der FS durch die Driselase-Hydrolyse in Lösung gebracht wird. Um Hinwei-
se auf die Zusammensetzung des nicht-spaltbaren Anteils der ZRS-UBS zu bekommen, wurde
die Monosaccharidzusammensetzung des Rückstands mittels H2SO4-Hydrolyse bestimmt (Ta-
belle 4.24).
Tabelle 4.24: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung der unlöslichen Zuckerrüben-
schnitzel-Ballaststoffe (ZRS-UBS) und des Rückstands der ZRS-UBS nach Dri-











Im Vergleich zur Zusammensetzung der UBS konnten im Hydrolyserückstand nur noch geringe
Anteile an Ara und Gal und nur Spuren an GalA und Rha detektiert werden. Dies spricht dafür,
dass die Pektine durch die Driselase-Hydrolyse in ausreichendem Ausmaß gespalten wurden.
Der hohe Anteil von Glc im Rückstand resultiert wahrscheinlich aus enzymatisch nicht spalt-
barer Cellulose, während die Monosaccharide Xyl und Man wahrscheinlich von den mit Cellu-
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lose assoziierten Hemicellulosen stammen. Die Spaltung der restlichen Pektine und somit die
Freisetzung der im Rückstand verbleibenden FS könnte durch dieses PS-Netzwerk verhindert
werden. Alternativ könnte die FS jedoch auch an andere Bestandteile des Hydrolyserückstands
gebunden sein.
Da Driselase ein Multienzympräparat ist, besteht die Möglichkeit, dass auch andere OS frei-
gesetzt werden, die mit der FS-OS-Detektion interferieren. Die Verwendung der AN- und GN-
spezifischen Enzyme endo-Arabinanase und endo-Galactanase in Kombination mit α-Arabino-
furanosidase und β-Galactosidase wäre eine Möglichkeit, dieses Problem zu lösen. Bei Ver-
wendung dieser Enzyme zeigten jedoch große Mengen an nicht hydrolysiertem Material (ca. 80
% unlöslicher Rückstand) und FS-Gehalte von ca. 4,5 mg/g unlöslicher Rückstand, dass diese
Enzyme die ZRS-UBS bzw. die AN- und GN-PS nur in einem geringen Ausmaß hydrolysieren.
Zudem wurden im Hydrolysat zwar die OS FAA und FAAA detektiert, jedoch konnte kein FGG
nachgewiesen werden. Der Grund hierfür ist wahrscheinlich, dass die Galactane zu stark in die
Zellwandmatrix integriert sind. Dies konnte bereits beim HPAEC-PAD- und NMR-Profiling be-
obachtet werden, da hier keine Freisetzung von GN-OS durch endo-Galactanase stattfand. Bei
Verwendung von Driselase wird der Zellverband und die Zellwandmatrix durch die Einwirkung
der Cellulasen und Hemicellulasen gespalten bzw. aufgelockert, weshalb die GN ohne weitere
Behandlung für die GN-spaltenden Enzyme des Enzympräparats zugänglich sind. Damit stellt
die Driselase-Hydrolyse eine effektive und gleichzeitig schonende Hydrolysemethode dar, die
für die Methodenentwicklung verwendet wurde.
Im präparativen Maßstab wird zur Aufkonzentrierung und Aufreinigung von FS-OS des enzy-
matischen Hydrolysats oft eine Amberlite XAD-2-Säulenchromatographie durchgeführt (siehe
Abschnitt 3.4.4). Dabei wird das wässrige Hydrolysat zunächst auf die Säule gegeben, wobei
Hydroxyzimtsäure-OS adsorbiert werden. Nach Waschen mit Wasser zur Elution reiner Kohlen-
hydrate werden die FS-OS mit Wasser/Methanol 50:50 (v/v) und/oder Methanol von der Säule
eluiert. Durch diese Aufreinigung werden sowohl Monosaccharide und nicht mit phenolischen
Substanzen substituierte OS, aber auch PS, die nur geringe Mengen an phenolischen Substan-
zen enthalten, entfernt. Da mittels Solid-Phase Extraction (SPE) an Umkehrphasen aufgrund
des geringeren Säulen- und Bettvolumens eine effektivere Aufkonzentrierung erreicht werden
kann, sollte die Verwendung von SPE-Säulen für den analytischen Maßstab von Vorteil sein.
Um die Eignung von Amberlite XAD-2 mit einem kleineren Säulenvolumen bzw. einer C18-SPE
zu überprüfen, wurde die Wiederfindung von FAA nach simulierter Probenvorbereitung an bei-
den Phasen bestimmt.
Dabei wurden bei der Verwendung von Amberlite XAD-2 nur insgesamt 85 % des FAA in den
mittels Methanol/Wasser 50:50 (v/v) und Methanol eluierten Fraktionen wiedergefunden, wäh-
rend 11% in der Wasserfraktion vorlagen. Da bei Anwendung der C18-SPE eineWiederfindung
von 101 % erzielt werden konnte, wurde diese Phase für die Methode verwendet. Dies hat den
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weiteren Vorteil, dass das aufgereinigte Hydrolysat in einem kleinen Volumen von ca. 3 mL vor-
liegt und das Lösungsmittel zur Einstellung eines definierten Volumens schnell entfernt werden
kann. Als Lösungsmittel für das getrocknete Hydrolysat wurde eine 50:50 (v/v)Wasser/Methanol
Mischung verwendet, da in diesemGemisch alle Standardsubstanzen gelöst werden konnten.
4.5.2 Chromatographische Analyse
Bei den zunächst verwendeten chromatographischen Bedingungen konnte keine vollständige
Trennung von FAA, FGG und FAAA erreicht werden (siehe auch Abbildung 4.31 auf Seite 112).
Der Hauptgrund hierfür sind die relativ breiten Peaks der drei OS, welche überwiegend auf die
Mutarotation der reduzierenden Einheiten der OS zurückzuführen sind. Eine Reduktion der re-
duzierenden Einheiten mit NaBH4 in einem aprotischen Lösungsmittel (DMSO) führte zu unre-
produzierbaren Mengen an unreduziertem FGG und erwies sich somit als nicht geeignet. Eben-
so wurden bei der Detektion mittels MS2 bereits ohne Matrixzugabe sehr große Schwankungen
im Response beobachtet. Daher mussten Bedingungen gefunden werden, die eine möglichst
vollständige chromatographische Trennung und damit eine UV-spektroskopische Quantifizie-
rung ermöglichen. Dazu wurden diverse stationäre Phasen und Eluentensysteme getestet. Ei-
ne nahezu vollständige Trennung konnte durch Verwendung einer Kinetex Phenyl-Hexyl Phase
und eines ternären Gradienten aus Wasser, Acetonitril und einer 65:35 Mischung (v/v) aus Me-
thanol und Acetonitril erreicht werden. Ein Chromatogramm der Trennung von FAA, FAAA und
FGG ist in Abbildung 4.32 gezeigt.

















Abbildung 4.32: Trennung der Ferulasäure-Oligosaccharide FAAA, FAA und FGG (Abbildung
9.1, Seite 181) auf einer Kinetex Phenyl-Hexyl-Säule.
Die anderen Standardsubstanzen (CAA, FFAAA, 8-O-4-DFS(AA)2 und 5-5-DFS(AA)2) konnten
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ebenfalls durch den verwendeten Gradienten getrennt und daher anhand ihrer Retentionszei-
ten (siehe Abschnitt 9.9) in Kombination mit der charakteristischen MS2-Fragmentierung (siehe
Abschnitt 9.4) identifiziert werden.
Die OS FAA, FAAA und FGG wurden in ausreichender Reinheit und in Mengen über 10 mg
isoliert, so dass Stammlösungen durch Einwiegen der Substanzen erstellt werden konnten. Bei
der Aufarbeitung mittels SPE treten nachweislich keine Verluste an FS-OS auf, zudem ist ei-
ne Detektion über die UV-Flächen bei einer chromatographischen Basislinientrennung sehr re-
produzierbar. Da ebenfalls ausreichende Mengen an Standardsubstanzen vorlagen, wurde zur
Quantifizierung der FS-OS eine externe Kalibrierung angewendet (mindestens sechs Kalibrier-
punkte, Dreifachbestimmung). Die für die Kalibrierungen verwendeten Konzentrationsbereiche,
die Gleichungen der Kalibriergeraden und deren Korrelationskoeffizienten sowie die Nachweis-
und Bestimmungsgrenzen für FAA, FAAA und FGG sind in Tabelle 4.25 gezeigt.
Tabelle 4.25: Verfahrensmerkmale für die chromatographische Bestimmung von Ferulasäure-
Oligosacchariden (FS-OS) mit UV-Detektion. Die Strukturen der FS-OS FAAA,
FAA und FGG sind in Abbildung 9.1 auf Seite 181 gezeigt. R2 = Korrelationskoeffi-
zienten der Kalibrierungen, LOQ = Bestimmungsgrenze, LOD = Nachweisgrenze.
FS-OS Konzentrationsbereich [µM] Geradengleichung R2 LOQ [µM] LOD [µM]
FAAA 1 - 50 y = 62850x + 5157 0,9994 0,80 0,25
FAA 1 - 50 y = 80129x + 2129 0,9999 0,73 0,26
FGG 5 - 50 y = 52330x + 18862 0,9997 1,07 0,34
Die dargestellten Nachweis- und Bestimmungsgrenzen zeigen, dass trotz der Mutarotation der
FS-OS während der Chromatographie, welche mit vergleichsweise breiten Peaks verbunden
ist, die FS-OS in sehr niedrigen Konzentrationen quantifiziert werden können. Die Streuung der
Residuen ist bei relativen Standardabweichungen von 0,5 - 5 % akzeptabel, so dass die Präzi-
sion der Kalibrierung als zufriedenstellend beurteilt werden kann. Zudem wurde für die oberen
und untersten Punkte jeweils Varianzenhomogenität festgestellt (Signifikanzniveau 0,001 %).
Um eventuelle Matrixeinflüsse festzustellen, wurde ein Driselase-Hydrolysat von Buchweizen-
UBS alsMatrix verwendet. In diesem konnten imVorfeld zwar zusätzliche UV-aktive Substanzen
unbekannter Identität detektiert werden, jedoch keines der zu analysierenden FS-OS und auch
keine Peaks im Retentionszeitbereich der FS-OS. Daher wurden zwei Konzentrationen der Kali-
brierungen (10 µg/mL und 50 µg/mL) durch Verdünnungmit demBuchweizen-Hydrolysat herge-
stellt und im Vergleich zu Stammlösungen in Wasser/Methanol (50:50, v/v) viermal gemessen.
Dabei wurde kein Einfluss auf die Richtigkeit der Methode und auch keine Verschlechterung der
Messpräzision beobachtet. Zudem wurde wiederum Varianzenhomogenität (Signifikanzniveau
0,001 %) für die mit Matrix verdünnten Stammlösungen festgestellt.
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4.5.3 Anwendung der Methode
Da in Buchweizen keine FS-OS detektiert wurden, wurde dieMethode nur auf Amaranth, Quinoa
und ZRS angewendet (Tabelle 4.26). Dabei wurde zusätzlich zu den Gehalten der drei Haupt-
FS-OS die Menge der durch diese Strukturelemente repräsentierten FS berechnet. In allen Ma-
Tabelle 4.26: Gehalte (mg/g unlösliche Ballaststoffe (UBS)) der durch Driselase freigesetzten
Oligosaccharide FAAA, FAA und FGG (Abbildung 9.1, Seite 181) sowie prozen-
tuale Anteile der durch diese Oligosaccharide repräsentierten Ferulasäure (FS) in
Amaranth- (AM), Quinoa- (Q) und Zuckerrübenschnitzel (ZRS)-UBS.
Oligosaccharid AM Q ZRS
FAA 0,52 0,54 1,48
FAAA 0,57 0,89 2,82
FGG 0,22 0,11 5,14
Σ gefundene FS [%] 48,1 59,8 49,3
terialien konnten die drei Haupt-FS-OS nachgewiesen undmit einer zufriedenstellenden Präzisi-
on quantifiziert werden (relative Range/2: 0,5 - 5%). Zudem konnten die beiden DFS-OS in allen
drei Proben anhand ihrer Retentionszeiten und MS2-Fragmentierungen nachgewiesen werden.
Ebenso wurde FFAAA, welches höher FS-substituierte Bereiche der AN repräsentiert, in allen
Rohstoffen nachgewiesen. Jedoch konnte der Nachweis dieses OS bei Amaranth und Quinoa
aufgrund des niedrigen Gehalts und der schwachen MS2-Fragmentierung nur durch das Vor-
kommen des Molekülions zur entsprechenden Retentionszeit erfolgen. Das p-CS-enthaltende
OS CAA konnte in den ZRS-UBS nachgewiesen werden, weshalb davon ausgegangen werden
kann, dass das Vorkommen estergebundener p-CS nicht auf Quinoa beschränkt ist.
Zwischen ca. 50 und 60 % der zellwandgebundenen, mittels alkalischer Hydrolyse freisetzba-
ren FS konnte in den enzymatischen Hydrolysaten in Form der FS-OS FAAA, FAA und FGG
wiedergefunden werden. Hierbei muss berücksichtigt werden, dass höhermolekulare FS-OS
nicht mitbestimmt werden und dass die analysierten Gehalte nur Aussagen über die unter den
verwendeten Bedingungen enzymatisch freisetzbaren Strukturelemente liefern. Aus der Bestim-
mung der FS-OSwird deutlich, dass die Bindung der FS je nach pflanzlichemMaterial bevorzugt
an AN oder GN stattfindet. In den ZRS-UBS liegt die Mehrheit der durch Driselase freigesetzten
FS an GN gebunden vor. Amaranth zeigt einen etwas höheren Anteil an FGG als Quinoa, jedoch
überwiegt bei beiden die Bindung an AN-Strukturelemente. Außerdem liegt bei den aus ZRS-
und Quinoa-UBS freigesetzten AN-FS-OS ein deutlich höherer Anteil an FAAA vor, was darauf
hindeutet, dass in diesen Materialien verstärkt verzweigte Strukturelemente mit FS substituiert
sind. Insgesamt kann festgestellt werden, dass mit dieser Methode ca. die Hälfte der zellwand-
assoziierten FS schnell und einfach analysiert werden kann und so wichtige Rückschlüsse auf
die Strukturen der mit FS veresterten AN und GN gezogen werden können.
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4.6 Zusammenfassende Diskussion
Wie durch Anwendung der konventionellen Methoden zur PS-Analyse gezeigt, bestehen zwi-
schen den verwendeten Rohstoffen vor allem Unterschiede in der Struktur der AN. Mittels Me-
thylierungsanalyse konnten dabei zum einen verschiedene Anteile an verzweigten AN-Struk-
turelementen beobachtet werden, zum anderen zeigten sich teilweise deutliche Unterschiede
in den Verhältnissen zwischen O3-/O2-Substitution des Rückgrats. Über die Strukturen der
GN werden mittels Methylierungsanalyse, auch aufgrund einer möglichen Unterbestimmung,
nur sehr begrenzte Informationen erhalten. So konnte zwar das Vorhandensein von (1→4)-
verknüpften GN für die meisten unlöslichen PS-Präparate gezeigt werden, jedoch ist keine Aus-
sage über mögliche Substituenten wie beispielsweise Arap möglich. Auch im Fall der AN kann
keine Aussage über strukturelle Aspekte der vorhandenen Seitenketten getroffen werden.
Durch die Isolierung und Strukturcharakterisierung der AN-Standardsubstanzen konnten die
vielfältigen Substitutionsmöglichkeiten des α-(1→5)-verknüpften Rückgrats demonstriert wer-
den. Strukturelemente wie die hochverzweigten OS A6a, A7a und A7b sind durch die beschrie-
benen konventionellen Methoden nicht nachweisbar. Selbiges gilt für die β-Araf -enthaltenden
AN-OS A5b und A5c, welche als neue Strukturelemente dieser PS etabliert werden konnten. Mit
G3b konnte erstmals ein terminale α-Arap-Einheiten-enthaltendes GN-OS isoliert und eindeu-
tig charakterisiert werden. Da dieses OS durch endo-Galactanase freigesetzt werden konnte,
stammt es wahrscheinlich, wie bereits von Huisman et al. (2001a) vermutet, von den Kette-
nenden der GN. Das Vorkommen von 1,4-substituierten α-Arap-Einheiten innerhalb der Ketten
wurde dagegen bisher nicht in der Literatur beschrieben, was vermutlich in der komplexen Ana-
lyse dieses Strukturelements begründet ist. Da 1,4-substituierte Arap und 1,5-substituierte Araf
das gleiche PMAA ergeben, können diese mittels Methylierungsanalyse nicht eindeutig nachge-
wiesen werden. Aufgrund der Reduktion zu Zuckeralkoholen gehen zudem Informationen über
die anomere Konfiguration verloren, weswegen Strukturelemente wie terminaleβ-Araf ebenfalls
nicht nachgewiesen werden können. Die isolierten OS verdeutlichen daher die Notwendigkeit
neuer methodischer Ansätze zur Analyse solcher Strukturelemente.
Sowohl mittels HPAEC-PAD als auch mittels HPLC-PGC-MS konnte ein Großteil der isolierten
AN- und GN-OS vollständig getrennt werden. Insbesondere wenn nur sehr geringe Mengen
an OS vorliegen, kann somit auch unter Miteinbeziehung der MS2-Fragmentierung ein siche-
rer Nachweis erfolgen. Durch die Verwendung der RRFs zu Raffinose für die semiquantitative
Bestimmung der OS mittels HPAEC-PAD konnten die mittels enzymatischer Hydrolyse freige-
setzten OS robust und mit geringem Aufwand analysiert werden. Eine große Zeitersparnis stellt
insbesondere die Tatsache dar, dass die Kalibrierung nicht mit jeder Messserie erfolgen muss.
Ein Nachteil dieser Methode ist jedoch, dass lediglich die niedermolekularen Produkte der enzy-
matischen Spaltung nachgewiesen werden können, weshalb die Struktur der PS durch Analyse
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dieser niedermolekularen OS nicht in jedem Fall exakt widergespiegelt wird.
Durch die Analyse mittels NMR-Spektroskopie werden dagegen Strukturelemente aller gelösten
OS und PS detektiert. Für die meisten Strukturelemente konnten hierfür spezifische Markersi-
gnale im HSQC-Spektrum identifiziert werden, auch wenn eine partielle Überlappung mit be-
nachbarten Peaks teilweise zu Ungenauigkeiten in der semiquantitativen Bestimmung führt.
Durch die Verwendung von HSQC-TOCSY-Experimenten erfolgte zusätzlich ein eindeutiger
Nachweis von selteneren Strukturmerkmalen. Jedoch konnten mit dieser Methode aufgrund
der geringeren Empfindlichkeit manche in kleinen Mengen vorkommenden Strukturelemente,
die mittels HPAEC-PAD nachgewiesen wurden, nicht immer detektiert werden. Da für benach-
barte, substituierte Ara-Einheiten des AN-Rückgrats kein spezifisches Markersignal gefunden
werden konnte, ist keine Aussage über dieses Strukturmerkmal möglich. Jedoch können durch
Kombination der beiden neuen methodischen Ansätze Informationen über alle gezeigten Struk-
turelemente erhalten werden. Falls jeweils sehr unterschiedliche Anteile an bestimmten Struk-
turelementen detektiert werden, können zudem erweiterte Rückschlüsse auf die Strukturen der
AN-PS gezogen werden. So können die Strukturmerkmale, die mittels HPAEC-PAD in einem
höheren Ausmaß detektiert werden, den linearen, enzymatisch gut spaltbaren Bereichen der
AN zugeordnet werden. Wird ein erhöhter Anteil bestimmter Strukturmerkmale mittels NMR-
Spektroskopie detektiert, entstammt dieser wahrscheinlich den stärker verzweigten und damit
enzymatisch weniger zugänglichen Bereichen der AN.
Beim Vergleich des HPAEC-PAD- und NMR-Profilings mit der Methylierungsanalyse müssen
jedoch auch die Nachteile der entwickelten Ansätze berücksichtigt werden. Wie beschrieben,
können aufgrund der angewendeten enzymatischen Spaltung lediglich solche Strukturelemente
der AN und GN analysiert werden, die durch endo-Arabinanase und endo-Galactanase zu aus-
reichend niedermolekularen OS gespalten bzw. in eine lösliche Form überführt werden. Sehr
fest im Zellverband verankerte und damit enzymatisch unzugängliche PS werden somit nicht
bestimmt. Durch die bei der Methylierungsanalyse angewendete chemische Behandlung wer-
den potentiell alle PS erfasst und analysiert. Außerdem können durch diese Methode auch
Aussagen über die Strukturen der sonstigen PS, wie beispielsweise Hemicellulosen, erhalten
werden. Jedoch besitzt die Methylierungsanalyse gegenüber den entwickelten Methoden die
bereits beschriebenen Einschränkungen im Bezug auf bestimmte Strukturmerkmale.
Die HPAEC-PAD-Analyse der verschiedenen UBS nach enzymatischem Verdau mittels endo-
Arabinanase ermöglichte zumeist mit der Methylierungsanalyse vergleichbare Rückschlüsse
hinsichtlich der PS-Strukturen. So konnten beispielsweise Materialien mit einem unterschiedli-
chen Verzweigungsgrad des AN-Rückgrats voneinander unterschieden werden. Dabei konn-
ten mit beiden Methoden ähnliche Anteile an O3- bzw. O2-Verzweigungen für die pflanzli-
chen Materialien bestimmt werden. Zusätzlich zu den Informationen über die Grundstrukturen
und die speziellen Strukturelemente konnten durch das chromatographische Profiling Hinwei-
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se auf die Anteile an hochverzweigten Bereichen und damit auf die Komplexität der AN er-
halten werden. Wie beschrieben, sind die prozentualen Anteile der OS und der damit verbun-
denen Strukturelemente aufgrund der Nichterfassung der hochmolekularen Bestandteile des
enzymatischen Hydrolysats nicht direkt mit der Methylierungsanalyse vergleichbar. Die mittels
NMR-Spektroskopie ermittelten Anteile können jedoch unter der Annahme, dass diemeisten ter-
minalen, O5-gebundenen Araf -Einheiten durch die enzymatische Hydrolyse gebildet werden,
mit der Methylierungsanalyse verglichen werden. Dabei wurden für alle pflanzlichen Materia-
lien sehr ähnliche Zusammensetzungen bestimmt. Zudem konnten auch die neu etablierten
Strukturelemente semiquantitativ bestimmt werden. Die durch die Methylierungsanalyse bzw.
das NMR-Profiling erhaltenen ähnlichen Ergebnisse deuten darauf hin, dass die durch endo-
Arabinanase hydrolysierten bzw. freisetzbaren AN-Strukturen repräsentativ für die in der ganzen
Zellwand enthaltenen AN-Strukturen sind.
Für endo-Galactanase-Hydrolysate haben die Einschränkungen der Methylierungsanalyse zur
Folge, dass ein Vergleich zwischen den Methoden nicht sinnvoll ist. So werden die GN hierbei
einerseits unterbestimmt und andererseits sind keine Informationen über die neuartigen Struk-
turelemente abzuleiten. Durch Anwendung der HPAEC-PAD- bzw. NMR-Profilingmethoden wur-
den dagegen Detailinformationen über die vorhandenen GN-Strukturen erhalten. So konnten
mittels HPAEC-PAD die Anteile von internen, 1,4-substituierten- sowie terminalen α-Arap-ent-
haltenden OS in Apfel- und SES-UBS bestimmt werden. Zusätzlich war es möglich, die Anteile
terminaler, α-Arap-enthaltender OS in Amaranth- und ZRS-UBS zu erfassen, während eine se-
miquantitative Bestimmung mittels NMR-Spektroskopie aufgrund der niedrigen Anteile dieser
Strukturmerkmale lediglich in den SES-UBS möglich war.
Bei der Analyse der löslichen GN-PS konnten die Anteile der α-Arap-Strukturelemente eben-
falls mit beiden entwickelten Methoden bestimmt werden. Mittels NMR-Spektroskopie wird das
PS in seiner nativen Form analysiert, daher konnten hierbei zusätzlich Rückschlüsse auf die
Kettenlänge gezogen werden. Dieser Ansatz weist somit deutliche Vorteile gegenüber der Me-
thylierungsanalyse auf, mit welcher keine Aussage über die Länge der GN-Ketten möglich war.
Durch HPAEC-PAD-Analyse der durch endo-Arabinanase freigesetzten OS und durch die Me-
thylierungsanalyse konnten ähnliche Rückschlüsse auf die Struktur der löslichen AN-PS gezo-
gen werden. Wie auch für die UBS der untersuchten pflanzlichen Materialien wurden durch die
Anwendung der NMR-Profilingmethode auf die löslichen AN-PS bzw. die verschiedenen LBS
mit der Methylierungsanalyse vergleichbare Ergebnisse erhalten. Die teilweise auftretenden Ab-
weichungen der jeweils bestimmten Anteile an den verschiedenen Strukturelementen könnten
neben Ungenauigkeiten der NMR-spektroskopischen Messung auch auf die harschen Bedin-
gungen während der Methylierungsanalyse zurückzuführen sein. Da bei Verwendung des NMR-
Ansatzes die nativen Strukturen der PS analysiert werden, bestehen lediglich die beschriebe-
nen methodischen Limitierungen, eine Veränderung der nativen Strukturen ist hingegen nicht
zu erwarten. Während bei den meisten LBS eher einfach aufgebaute AN-Strukturen vorlagen,
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wurden in Quinoa-LBS und den löslichen AN-PS terminale β-Araf -Einheiten mithilfe der NMR-
spektroskopischen Profilingmethode bestimmt.
Durch die Analyse der Apfel-NSPS vor und nach drei-wöchiger Lagerung der als Ausgangsma-
terial dienenden Äpfel konnte gezeigt werden, dass die entwickelten Profilingmethoden eben-
falls sehr gut zur Untersuchung nacherntephysiologischer Prozesse geeignet sind. So konnten
sowohl mit den Profilingmethoden als auchmit der Methylierungsanalyse die bereits von Pena &
Carpita (2004) beschriebenen strukturellen Veränderungen der AN undGN festgestellt werden.
Die dominante Veränderung ist der Abbau von Verzweigungen des AN-Rückgrats, während die
GN in eher geringerem Ausmaßmodifiziert werden. Jedoch konnten durch Anwendung der Pro-
filingmethoden Änderungen in den Verhältnissen der durch endo-Galactanase hydrolysierten
GN-OS detektiert werden, was auf einen möglichen Einfluss der α-Arap-Strukturelemente auf
die Modifikation der Zellwand-PS hindeutet. Ebenso wurden nach der Lagerung kleinere Men-
gen an β-Araf -enthaltenden AN-OS bestimmt, was einen weiteren Informationsgewinn darstellt,
der durch das chromatographische Profiling erzielt werden konnte.
Diese erste Anwendung der Profilingmethoden auf pflanzlicheRohstoffe in verschiedenenNach-
erntestadien deutet auf eine eventuelle pflanzenphysiologische Rolle dieser neu beschriebenen
AN-Strukturelemente hin. So ist der Abbau der pflanzlichen Zellwand-PS, welcher durch eine
damit einhergehende Veränderung der Textur die Lebensmittelqualität beeinflussen kann, wahr-
scheinlich durch Enzyme wie α-Arabinofuranosidase und β-Galactosidase vermittelt (Bong-
hi et al., 1996; Goulao et al., 2007; Wei et al., 2010). Strukturelemente wie β-Araf oder
α-Arap könnten durch eine Verringerung des PS-Abbaus Einfluss auf diesen Prozess nehmen.
Ein Einfluss dieser Strukturelemente auf die ernährungsphysiologischen Eigenschaften der AN
und GN als Ballaststoffkomponenten erscheint ebenfalls möglich. So könnte in Abhängigkeit
von der Enzymausstattung der menschlichen Mikrobiota ein reduzierter bzw. selektiver Abbau
dieser Strukturelemente erfolgen. Zusammengefasst lieferten die hier entwickelten Methoden
zur Analyse der AN und GN einen erhöhten Informationsgehalt und weisen einen im Vergleich
mit der Methylierungsanalyse deutlich reduzierten Arbeits- und Zeitaufwand und eine gute An-
wendbarkeit auf verschiedene Materialien auf. Des Weiteren wird, anders als bei der Methylie-
rungsanalyse, auf den Einsatz toxikologisch bedenklicher Chemikalien weitgehend verzichtet.
Als Standardsubstanzen für die Untersuchung der Substitution von PS mit FS wurden bereits
in der Literatur beschriebene FS-OS isoliert, welche die gängigsten Substitutionstypen der AN
und GN repräsentieren. Zudem wurden erstmalig zwei AN-DFS-OS isoliert und eindeutig cha-
rakterisiert. Ebenso wurde die Substitution zweier benachbarter Araf -Reste und die Veresterung
von AN mit p-CS demonstriert. Die bekannten und neu beschriebenen Hydroxyzimtsäure- bzw.
DFS-OS wurden durch das entwickelte chromatographische Profiling in verschiedenen pflanzli-
chen Materialien quantifiziert bzw. nachgewiesen. Durch die Quantifizierung der Hauptprodukte
konnten einerseits Informationen über die an lineare AN, verzweigte AN oder GN gebundene
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FS-Menge erhalten werden. Andererseits zeigte sich, dass die Substitution benachbarter Araf -
Einheiten bzw. die DFS-/p-CS-Substitution nicht nur auf bestimmte Pflanzen begrenzt ist. Hier
nachgewiesene DFS-cross-links zwischen verschiedenen AN-Ketten als auch die Substituti-
on unterschiedlich komplexer Strukturelemente mit FS, kann potentiell die enzymatische Fer-
mentation der AN und GN beeinflussen. Dies kann sowohl für pflanzenphysiologische Prozes-
se als auch für die Fermentation dieser PS im menschlichen Dickdarm von Bedeutung sein.
Abschließend sei erwähnt, dass die hier entwickelte Methode zum schnellen Nachweis der
Hydroxyzimtsäure-OS in verschiedenen Pflanzenmaterialien verwendet werden kann. Dieser
Nachweis wurde bislang, wenn überhaupt, nur durch zeitintensive präparative Isolierung und
Strukturcharakterisierung entsprechender FS-OS geführt.
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Die pflanzliche Zellwand und deren Struktur ist von großer Bedeutung für die Pflanzenphysiolo-
gie und für die Qualität, insbesondere die Textur, pflanzlicher Lebensmittel. Des Weiteren ist die
Struktur der pflanzlichen Zellwand bedeutend für die Zusammensetzung und die ernährungs-
physiologischen Eigenschaften der aus ihr erhaltenen Ballaststoffe. Der Pektinkomplex stellt
einen wichtigen Teil der pflanzlichen Zellwand dar, der in vielfältiger Weise Einfluss auf deren
Eigenschaften nehmen kann. Eine entscheidende Rolle für die pflanzenphysiologischen, er-
nährungsphysiologischen und lebensmitteltechnologischen Eigenschaften wird den neutralen
Seitenketten des Pektins, den Arabinanen (AN) und Galactanen (GN), zugesprochen. Diese
besitzen eine sehr heterogene Struktur, wobei viele strukturelle Details noch nicht aufgeklärt
wurden. Aufgrund den beschränkten Möglichkeiten zur Analyse dieser Polysaccharide (PS) ist
ebenfalls wenig über den Einfluss bestimmter Strukturelemente dieser Polymere auf die Funk-
tionalität der PS in isolierter Form oder als Bestandteil der Zellwände bekannt.
Daher wurden in dieser Arbeit neue Profilingmethoden zur schnellen und detaillierten Analy-
se neutraler Pektinseitenketten entwickelt. Die Verwendung spezifischer Enzyme sollte dabei
den Erhalt möglichst vieler Strukturelemente während der Hydrolyse gewährleisten. Durch die
Isolierung und detaillierte Charakterisierung der für die Methodenentwicklung benötigten Stan-
dardsubstanzen sowie durch deren späteren Nachweis mit den entwickelten Profilingmethoden
in verschiedenen pflanzlichen Materialien sollte das Wissen über die Strukturen der Pektinsei-
tenketten erweitert werden.
Die zur Isolierung von Standardsubstanzen und zur Anwendung der entwickelten Methoden
verwendeten pflanzlichen Rohstoffe bzw. deren Nicht-Stärke-Polysaccharide (NSPS) wurden
zunächst durch klassische Methoden der PS-Analyse charakterisiert. So wurden die Mono-
saccharidzusammensetzung mittels Hochleistungs-Anionenaustauschchromatographie mit ge-
pulster amperometrischer Detektion (HPAEC-PAD), die Verhältnisse der partiell methylierten
Alditolacetate mittels Methylierungsanalyse und die durch Verseifung freigesetzten Hydroxy-
zimtsäuren mittels Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) bestimmt. Dabei wurde
festgestellt, dass die AN und GN einen quantitativ bedeutenden Teil der unlöslichen Ballast-
stoffe (UBS) bzw. der NSPS von Apfel, Amaranth, Quinoa, Buchweizen, Zuckerrübenschnitzeln
(ZRS) und Sojaextraktionsschrot (SES) darstellen (beispielsweise ca. 25 - 45 % der UBS). Be-
reits durch die Anwendung dieser Methoden konnten Unterschiede in den PS-Strukturen ver-
schiedener pflanzlicher Rohstoffe, besonders in der AN-Struktur, gezeigt werden. Außerdem
konnten größere Mengen zellwandassoziierter Ferulasäure (FS) in Amaranth, Quinoa und ZRS
(zum Beispiel 7 mg FS / g ZRS-UBS), jedoch nicht in Buchweizen detektiert werden.
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Aus den verschiedenen pflanzlichen Materialien wurde eine Vielzahl an Standardsubstanzen
gewonnen, die durch die Anwendung zweidimensionaler Kernspinresonanz (NMR)-Spektro-
skopie in Kombination mit der Massenspektrometrie (MS) detailliert charakterisiert wurden.
Neben Oligosacchariden (OS) die bereits bekannte Strukturelemente repräsentierten, konnte
eine Reihe an bisher nicht bekannten Strukturelementen beschrieben werden. So wurde ge-
zeigt, dass das AN-Rückgrat mit dimeren, β-(1→3)-verknüpften Arabinose-Seitenketten ver-
zweigt sein kann. Durch die Isolierung und Charakterisierung entsprechender GN-OS wurde
zudem demonstriert, dass α-Arabinopyranose sowohl terminal an GN-Ketten vorliegt als auch
1,4-substituiert innerhalb der Ketten. Neben den bereits bekannten Pektin-FS-OS konnten erst-
mals zwei Dehydrodiferulasäure (DFS)-AN-OS isoliert und vollständig charakterisiert werden.
Die Isolierung dieser Verbindungen weist darauf hin, dass AN-Ketten durch DFS verknüpft wer-
den können. Zudem konnte erstmalig die Bindung von para-Cumarsäure (p-CS) an AN nach-
gewiesen werden.
Die auf Grundlage der isolierten OS entwickelte HPAEC-PAD-Methode liefert eine gute Tren-
nung der durch endo-Arabinanase bzw. endo-Galactanase aus den UBS bzw. NSPS freige-
setzten AN- und GN-OS. Die OS können sehr empfindlich detektiert und unter Verwendung von
relativen Responsefaktoren über einen weiten Konzentrationsbereich semiquantitativ bestimmt
werden. Eine in Zweifelsfällen eindeutige Identifizierung ist mit HPLC-MS2 unter Verwendung
einer Porous Graphitized Carbon-Phase möglich. Durch die Anwendung der entwickelten Me-
thode auf verschiedene pflanzlicheMaterialien konnten die neubeschriebenen Strukturelemente
in mehreren Pflanzen nachgewiesen werden und die durch die bestimmten OS repräsentierten
Strukturelemente in den verschiedenen Materialien ins Verhältnis zueinander gesetzt werden.
Diese Verhältnisse ließen ähnliche Rückschlüsse auf die PS-Struktur zu wie die Ergebnisse der
konventionell verwendeten Analysenmethoden.
Als weiterer Ansatz zur Analyse der verschiedenen AN- und GN-Strukturelemente wurde die
zweidimensionale NMR-Spektroskopie, insbesondere das Heteronuclear Single Quantum Co-
herence (HSQC)-Experiment, verwendet. Für einen Großteil der durch die isolierten OS re-
präsentierten Strukturelemente konnten spezifische HSQC-Korrelationspeaks identifiziert wer-
den. Wo dies nicht möglich war, konnte ihr Anteil aus verschiedenen Signalen errechnet wer-
den. Somit konnten durch Volumenintegration der entsprechenden HSQC-Signale die Anteile
der AN- bzw. GN-Strukturelemente sowohl in den endo-Arabinanase- bzw. endo-Galactanase-
Hydrolysaten der UBS als auch in den löslichen PS bzw. löslichen Ballaststoffen (LBS) be-
stimmt werden. Die Untersuchung der verschiedenen enzymatischen Hydrolysate der UBS und
der NSPS sowie die Untersuchung der löslichen Polysaccharide durch das entwickelte NMR-
Profiling ergab Strukturvorschläge für die AN und GN, die in ähnlicher Form auch aus der Me-
thylierungsanalyse erhalten wurden. Darüber hinaus lieferte die entwickelte Methode weitere
Informationen über spezielle, mit der Methylierungsanalyse nicht erfassbare Strukturelemente.
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Zudem weist der entwickelte NMR-Ansatz weitere Vorteile auf, wie eine deutlich einfachere und
schnellere Durchführung der Analytik.
Für die Analyse der mit Hydroxyzimtsäuren und DFS veresterten AN- bzw. GN-OS wurde eine
HPLC-MS-Methodik entwickelt. Durch die zur Hydrolyse verwendete Driselase-Spaltung konnte
ein Großteil der veresterten PS ohne Modifikation der Hydroxyzimtsäure-tragenden Einheit hy-
drolysiert werden. Die Quantifizierung der Hauptprodukte lieferte Rückschlüsse auf die Struktur
der veresterten PS, während die hier neu beschriebenen neuartigen Strukturelemente mittels
MS2 empfindlich nachgewiesen werden konnten.
Zusammenfassend zeichnen sich die entwickelten Profilingmethoden im Vergleich zu klassi-
schen Methoden der PS- bzw. Zellwandanalyse sowohl durch eine deutlich einfachere Durch-
führung als auch durch einen erhöhten Informationsgehalt über die PS-Strukturen aus. Durch ih-
re Anwendung können somit umfangreiche Informationen über die AN und GN der pflanzlichen
Zellwand erhalten werden, eine Grundlage für Studien bezüglich des Einflusses bestimmter
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7 Chemikalien und Instrumente
7.1 Chemikalien
Für alle in Kapitel 8 beschriebenen Experimente wurde bidestilliertes Wasser verwendet. Als
HPLC- bzw. HPLC-MS-Fließmittel wurden organische Lösungsmittel mit entsprechender Rein-
heit ("HPLCGrade" bzw. "LC-MSGrade") verwendet. Soweit nicht anders angegeben waren alle
hier aufgeführten Chemikalien von höchstmöglicher Reinheit bzw. mindestens zur Analyse.
Chemikalie Hersteller GHS-Symbol(e) H-Sätze P-Sätze
(R)-2-Octanol Alfa Aesar GHS07 319 261, 305+351+338
1-Methylimidazol
(> 99 %, zur Synthese)
Carl Roth GHS05, GHS06 302, 311, 314 280,
303+361+353,
305+351+338, 310
Acetanilid Sigma Aldrich GHS07 302 301+312+330




Sigma Aldrich GHS02, GHS07 225, 319, 336 210, 233+403,
305+351+338






















Ammoniumchlorid Carl Roth GHS07 302, 319 305+351+338
l-Arabinose Sigma Aldrich - - -
N,O-Bis-trimethylsilyl-
trifluoracetamid
Sigma Aldrich GHS02, GHS05 225, 314 210, 280,
305+351+338, 310
Calciumhydroxid
(95 %, Ph. Eur.)
Carl Roth GHS05, GHS07 315, 318, 335 260, 280, 302+352,
305+351+338, 310
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Chemikalie Hersteller GHS-Symbol(e) H-Sätze P-Sätze




trans-para-Cumarsäure Sigma Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Deuteriumoxid
(99,9 Atom% D)
Sigma Aldrich - - -
Dichlormethan VWR GHS08 351 201, 281, 308+313
Diethylether VWR GHS02, GHS07 224, 302, 336 210, 243, 280,
304+340+, 310
Dimethylsulfoxid Carl Roth - - -
Dimethylsulfoxid-d6
(99,9 Atom% D)
Sigma Aldrich - - -




(> 99 %, zur Synthese)







Ethanol (99 %) VWR GHS02 225 210, 243, 280
trans-Ferulasäure Sigma Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
l-Fucose Alfa Aesar - - -
d-Galactose Sigma Aldrich - - -
d-Galacturonsäure-
Monohydrat
Sigma Aldrich - - -
d-Glucose Sigma Aldrich - - -
d-Glucuronsäure Sigma Aldrich - - -











Sigma Aldrich - - -
d-Mannit Sigma Aldrich - - -
d-Mannose Sigma Aldrich - - -



























Chemikalie Hersteller GHS-Symbol(e) H-Sätze P-Sätze
Natriumhydroxid-Lösung
(50 %)






Carl Roth GHS05 290, 314 280,
301+330+331,
305+351+338, 310
Natriumacetat Sigma Aldrich - - -
Natriumbordeuterid
(98 Atom% D)









Carl Roth - - -
Natriumdihydrogen-
phosphat
Carl Roth - - -
Natriumhypochlorit-
Lösung (12 % Cl)






Carl Roth GHS06 301 260, 301+310, 405
Natriumsalicylat Sigma Aldrich GHS07 302, 319 305+351+338
Natriumthiosulfat Carl Roth - - -





Raffinose Sigma Aldrich - - -
l-Rhamnose-Monohydrat Sigma Aldrich - - -









Sigma Aldrich GHS07, GHS09 302, 410 273, 501
trans-Sinapinsäure Sigma Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338




GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+388
d-Xylose Sigma Aldrich - - -
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Enzyme
Enzym Herkunftsorganismus EC-Nr. Aktivität Firma
Alcalase 1.5 MG Bacillus licheniformis 3.4.21.62 1,5 AU/g Novozymes
Alcalase 2.4 L Bacillus licheniformis 3.4.21.62 2,4 AU/g Novozymes
AMG 300 L Aspergillus niger 3.2.1.3 300 AGU/g Novozymes
Amyloglucosidase Aspergillus niger 3.2.1.3 200 U/mL Megazyme
Driselase Basidomycetes sp. - - Sigma Aldrich
endo-Arabinanase Aspergillus niger 3.2.1.99 9 U/mg Megazyme
endo-Galactanase Aspergillus niger 3.2.1.89 408 U/mg Megazyme
MATS L Classic Bacillus licheniformis 3.2.1.1 8150 TAU/g DSM
Maxazyme NNP DS Bacillus amyloliquefaciens 3.4.24.28 184000 PCU/g DSM
Termamyl 120 L Bacillus licheniformis 3.2.1.1 120 KNU/g Novozymes
Thermostabile α-Amylase Bacillus licheniformis 3.2.1.1 20 - 60 kU/mL Sigma Aldrich






Gaschromatograph Shimadzu GC-2010 Plus
Autosampler Shimadzu AOC-20i
Massenspektrometer Shimadzu GCMS-QP2010 SE
GC-MS-System
(Monosaccharidkonfiguration)
Gaschromatograph Shimadzu GC-2010 Plus
Autosampler Shimadzu AOC-20i
Massenspektrometer Shimadzu GCMS-QP2010 Ultra
GC-FID-System
Gaschromatograph Shimadzu GC-2010 Plus
Autosampler Shimadzu AOC-20i
Detektor Shimadzu FID-2010 Plus
GPC-RI-System
Pumpe Knauer HPLC Pump K-500







Pumpe Thermo Scientific Dionex ICS-5000 DP
Autosampler Thermo Scientific Dionex ICS-5000 AS-AP
Detektor Thermo Scientific Dionex ICS-5000 DC
mit Thermo Scientific Dionex ICS-5000 ED
HPLC-DAD-System
Pumpen (3x) Shimadzu Prominence LC-20AT
Autosampler Shimadzu Prominence SIL-20AC
Detektor Shimadzu Prominence SPD-M20A
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HPLC-DAD-System
(Fraktionierung)
Pumpe HP 1100 Series G1312A Binary Pump
Detektor HP 1100 Series G1315A DAD
HPLC-ELSD-System
Pumpen (2x) Knauer AZURA P2.1L
Autosampler Knauer Optimas
Flussteiler Analytical Scientific Instruments 600-PO20-CS
Detektor ELSD Sedex 85
Fraktionierventil Knauer AZURA V2.1S
HPLC-MS-System
Pumpe Thermo Scientific Finnigan Surveyor MS Pump
Plus
Autosampler Thermo Scientific Finnigan Surveyor Autosampler
Plus
Detektor Thermo Scientific Finnigan Surveyor PDA Plus De-
tector
Massenspektrometer LXQ Linear Ion Trap MS mit ESI-Ionenquelle
HPLC-RI-System
Pumpe Merck/Hitachi L-7100
Detektor Merck/Hitachi L-7490 RI Detector
HPLC-UV-System
(semipräparativ)
Pumpen (2x) Knauer AZURA P2.1L
Detektor Knauer AZURA UVD2.1L
HPLC-UV-System (präparativ)
Pumpen (2x) Shimadzu LC-8A
Detektor Shimadzu SPD-20A




NMR-Spektrometer Bruker Ascend 500
(Prodigy Kryoprobenkopf)
NMR-Spektrometer Bruker Ultrashield 700
(FFAAA, DFS-OS) (TXI Kryoprobenkopf)
NMR-Spektrometer (CAA) Bruker Ascend 850
(TXI Kryoprobenkopf)
Photometer Jasco V-550 UV/Vis Spectrophotometer






Falls nicht anders angegeben, wurden die Proben von lokalen Händlern bezogen und entweder
sofort wie unten beschrieben verarbeitet oder im Gefrierschrank gelagert. Alle Proben wurden
mit einer Schneidmühle auf eine Größe < 0,5 mm vermahlen. Die PS-Präparate (AN-PS: "Ara-
binan from sugar beet"; GN-PS: "Pectic galactan from potato"; Polygalacturonsäure: "Polyga-
lacturonic Acid") wurden von der Firma Megazyme bezogen.
Apfel Malus domestica cv. Braeburn, 2013, Deutschland
Aufarbeitung Schälen, schneiden, gefriertrocknen, mahlen
Lagerung (2015) Drei Wochen bei 25°C unter Lichtausschluss
Amaranth Amaranthus hypochondriacus, 2012, Deutschland
Aufarbeitung Mahlen, entfetten mit Aceton
Quinoa Chenopodium quinoa, 2012, Bolivien
Aufarbeitung Mahlen, entfetten mit Aceton
Buchweizen Fagopyrum esculentum, 2012, China
Aufarbeitung Mahlen, entfetten mit Aceton
Zuckerrübenschnitzel Beta vulgaris subsp. Vulgaris, 2013, Deutschland
Zur Verfügung gestellt von Südzucker
Aufarbeitung Mahlen
Sojaextraktionsschrot Glycine max, 2013
Zur Verfügung gestellt von ADM Rothensee
Aufarbeitung Mahlen







• 20 g gemahlene Probe in 200 mL 0,08 M Natriumphosphatpuffer (pH 6,2) suspendieren
• 1,5 mL Termamyl 120 L zugeben
• 20 min bei 92°C inkubieren, Kolben alle 5 min schwenken
• Im Eisbad abkühlen, mit 0,275 M Natriumhydroxid-Lösung pH 7,5 einstellen
• 1,12 g Alcalase 1.5 MG oder 700 µL Alcalase 2.4L zugeben
• 30 min bei 60°C im Schüttelwasserbad inkubieren
• Im Eisbad abkühlen, mit 0,325 M Salzsäure pH 4,5 einstellen
• 700 µL AMG 300 L zugeben
• 30 min bei 60°C im Schüttelwasserbad inkubieren
• Rückstand durch Absaugen oder Zentrifugation abtrennen, Überstand zur Gewinnung der
LBS aufbewahren
• Rückstand zweimal mit 100 mL und einmal mit 50 mL 60°C warmem Wasser waschen,
Waschlösung mit wässrigem Überstand vereinigen
• Rückstand je einmal mit 100 mL und 50 mL Ethanol waschen, Waschlösungen verwerfen
• Rückstand je einmal mit 100 mL und 50 mL Aceton waschen, Waschlösungen verwerfen
• Rückstand bei 60°C im Trockenschrank oder 40°C im Vakuumtrockenschrank trocknen
Lösliche Ballaststoffe
• Vereinigte Überstände mit der vierfachen Menge an Ethanol versetzen und LBS über
Nacht ausfallen lassen
• Präzipitat durch Absaugen oder Zentrifugation abtrennen, Überstand verwerfen
• Präzipitat je einmal mit 100 mL und 50 mL Ethanol/Wasser 80:20 (v/v) waschen, Wasch-
lösungen verwerfen
• Präzipitat je einmal mit 100 mL und 50 mL Ethanol waschen, Waschlösungen verwerfen
• Präzipitat je einmal mit 100 mL und 50 mL Aceton waschen, Waschlösungen verwerfen
• Präzipitat bei 60°C im Trockenschrank oder 40°C im Vakuumtrockenschrank trocknen
Proteinkorrektur
• 50 - 100 mg UBS/LBS in Kjedahl-Kolben einwiegen, Glasperlen hinzufügen
• 500 mg Selenreaktionsgemisch und 5 mL konzentrierte Schwefelsäure zugeben
• 1 - 2 h bis zum Auflösen des Probenrückstands im Heizblock erhitzen
• Nach Abkühlen 10 mL Wasser zugeben
• In 50 mL Messkolben überführen, mit Wasser zur Marke auffüllen




• 4 mL Farbreagenz (bestehend aus 3,2 g Natriumsalicylat, 8 g Trinatriumphosphat, 0,05 g
Natriumprussiat in 100 mL Wasser) zugeben und schütteln
• 1 mL Natriumhypochlorit-Lösung zugeben und schütteln
• Nach 10 min Extinktion bei 685 nm messen
• Extinktion eines Blindwerts (Durchführung mit 0,1 mL Wasser) von allen Werten abziehen
• Stickstoffgehalt durch Kalibrierung bestimmen, Proteingehalt durch Multiplikation mit 6,25
errechnen
Aschekorrektur
• Porzellantiegel bei 525°C ausglühen und wiegen
• 50 - 100 mg UBS/LBS in Porzellantiegel einwiegen
• Mindestens 5 h bei 525°C im Muffelofen veraschen
• Bei schlechter Veraschung Wasser zugeben und erneut veraschen
• Tiegel nach Abkühlen wiegen und Aschegehalt errechnen
8.1.2 Isolierung der Nicht-Stärke-Polysaccharide
• 2,5 g Apfelmehl dreimal mit 40 mL Ethanol/Wasser 80:20 (v/v) waschen, gefriertrocknen
• Gefriergetrocknetes Pulver in 10 mL Wasser suspendieren
• 100 µL thermostabile α-Amylase zugeben
• 5 min bei 95°C inkubieren
• Abkühlen und 200 µL Amyloglucosidase zugeben
• 10 min bei 60°C inkubieren
• 5 min bei 100°C inkubieren
• 40 mL Ethanol zugeben, mischen, kurz warten, zentrifugieren
• Überstand verwerfen, Rückstand mit 40 mL Ethanol/Wasser 80:20 (v/v) waschen
• Zweimal:
– Rückstand in 5 mL 60°C warmem Wasser suspendieren
– 20 mL Ethanol zugeben, mischen, kurz warten, zentrifugieren









Data Collection Rate 2 Hz






Eluent B 0,1 M Natriumhydroxid-Lösung




Im für die Quantifizierung aller Monosaccharide üblicherweise verwendeten Gradientenpro-
gramm sind Xyl undMan nicht vollständig getrennt. Bei größerenMengen und einer nicht ausrei-
chenden Trennung dieser beiden Monosaccharide muss eine erneute Messung mit einem alter-
nativen Gradientenprogramm erfolgen. Die verwendeten Gradientenprogramme sind in Tabelle
8.1 aufgeführt.
Kalibrierung
Es wurden zwei 5-Punkt Kalibrierungen (25, 50, 75, 100, 125 µMund 1, 6, 12, 18, 25 µM) für alle
Monosaccharide durchgeführt, wobei Man aufgrund der schlechten Trennung von Xyl separat
kalibriert wurde. Für alle Kalibrierungen wurde eine quadratische Anpassung durchgeführt.
154
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Tabelle 8.1: Zur Trennung der Monosaccharide verwendete HPAEC-PAD-Gradientenprogram-
me.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
-20,0 0,0 100,0 0,0
-10,0 0,0 100,0 0,0
-9,9 90,0 10,0 0,0
0,0 90,0 10,0 0,0
1,5 96,0 4,0 0,0
22,0 96,0 4,0 0,0
32,0 0,0 100,0 0,0
32,1 0,0 0,0 100,0
42,0 0,0 0,0 100,0
Gradient zur Trennung von Xylose und Mannose
-20,0 0,0 100,0 0,0
-10,0 0,0 100,0 0,0
-9,9 96,0 4,0 0,0
25,0 96,0 4,0 0,0
25,1 0,0 0,0 100,0
40,0 0,0 0,0 100,0
8.2.1.1 Schwefelsäurehydrolyse
Teilweise wurde die Hydrolyse mit einer reduzierten Substanzmenge und dementsprechend mit
reduzierten Volumina durchgeführt. Die dabei verwendeten Mengen sind jeweils in Klammern
aufgeführt.
• 100 mg (10 mg) Probenmaterial in ein Pyrexglas (GC-Vial) einwiegen, mit Glasperlen
versetzen
• 1,5 mL (150 µL) 12 M H2SO4 zugeben, vortexen
• 30 min im Eisbad stehen lassen, alle 10 min vortexen
• 2 h bei Raumtemperatur stehen lassen, alle 30 min vortexen
• 9,75 mL (975 µL) Wasser zugeben
• 3 h bei 100°C im Trockenschrank hydrolysieren
• Nach Abkühlen 1 mL durch Polytetrafluorethylen-Spritzenfilter (0,45 µm, Chromafil Xtra,
Macherey-Nagel) filtrieren
• 100 µL Filtrat mit 75 µL 4 M NaOH und 825 µL Wasser verdünnen





• 10 - 25 mg Probe in ein GC-Vial einwiegen
• 2 mL 1,25 M methanolische HCl zugeben
• 16 h bei 80°C im Trockenschrank behandeln
• Abkühlen, 40 µL in neues Gefäß überführen
• Zur Trockne eindampfen
• 500 µL 2 M TFA zugeben
• 1 h bei 121°C im Trockenschrank hydrolysieren
• Zur Trockne eindampfen
• Zweimal je 200 µL Ethanol zugeben und zur Trockne eindampfen
• In 180 µLWasser aufnehmen, 20 µL 1mM d-Mannit-Lösung zugeben undmittels HPAEC-
PAD analysieren
8.2.2 Methylierungsanalyse
• Ca. 5 mg Probe in ein Pyrexglas einwiegen
• 2 mL DMSO zugeben
• 15 min im Ultraschallbad behandeln
• Über Nacht bei Raumtemperatur quellen lassen
• 15 min im Ultraschallbad behandeln
• Unter Stickstoffstrom ca. 100 mg frisch gemörserte NaOH zugeben
• 90 Minuten im Ultraschallbad behandeln
• 90 Minuten bei Raumtemperatur stehen lassen
• 1 mL Methyliodid zugeben
• 30 Minuten im Ultraschallbad behandeln
• 30 Minuten bei Raumtemperatur stehen lassen
• 3 mL Dichlormethan zugeben
• 5 mL 0,1 M Natriumthiosulfat-Lösung zugeben und gut mischen
• Wässrige Phase abnehmen und organische Phase zweimal mit Wasser waschen
• Lösungsmittel abrotieren, Rest unter Stickstoff abblasen und über Nacht bei 40°C im Va-
kuumtrockenschrank trocknen
• 2 mL 2 M TFA zugeben und 90 min bei 121°C im Trockenschrank hydrolysieren
• Lösungsmittel abrotieren bzw. unter Stickstoff abblasen
• 20 mg Natriumbordeuterid in 0,3 mL 2 M Ammoniak zugeben
• 1 h bei Raumtemperatur stehen lassen
• Zum Abbruch der Reaktion 100 µL Eisessig zugeben
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• Unter Eiskühlung 450 µL 1-Methylimidazol und 3 mL Essigsäureanhydrid zugeben
• 30 min bei Raumtemperatur stehen lassen
• Unter Eiskühlung 3 mL Wasser zugeben
• Mit 5 mL Dichlormethan extrahieren
• Organische Phase dreimal mit Wasser waschen
• Restwasser über Nacht bei -18°C ausfrieren




Säulendimensionen 30 m x 0,25 mm, 0,25 µm Filmdicke
Injektionstemperatur 220°C
Injektionsart Split







Tabelle 8.2: Zur Analyse der partiell methylierten Alditolacetate verwendetes GC-Temperatur-
programm.
Aufheizrate [°C/min] Endtemperatur [°C] Haltezeit [min]
Anfangstemperatur 140 1
Level 1 20 220 25
8.2.3 Phenolische Säuren/Dehydrodiferulasäuren
Die Hydroxyzimtsäure- und DFS-Gehalte wurden üblicherweise mit der von Dobberstein &
Bunzel (2010) beschriebenen Methode mit den internen Standardsubstanzen Kaffeesäure und
monomethylierter 5-5-DFS bestimmt. Da bei den Pseudocerealien Amaranth, Quinoa und Buch-
weizen kleinere Mengen an zellwandassoziierter Kaffeesäure vorlagen, wurde für diese Mate-
rialien ortho-Cumarsäure als interne Standardsubstanz verwendet.
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• 75 - 300 mg UBS in ein Pyrexglas einwiegen
• 5 mL 2 M NaOH zugeben
• 18 h ohne Sauerstoff-/Lichteinwirkung unter Rühren bei Raumtemperatur verseifen
• 25 µL einer 5 mM ortho-Cumarsäure-Lösung bzw. 50 µg Kaffeesäure und 5 - 10 µg mo-
nomethylierte 5-5-DFS zugeben, vortexen
• 0,95 mL 37 %ige HCl zugeben, vortexen
• Dreimal mit 4 mL Diethylether extrahieren
• Extrakt im Stickstoffstrom trocknen
• In 500 mL Methanol/Wasser (50:50, v/v) lösen
HPLC-Bedingungen
Injektionsvolumen 10 - 30 µL
Detektion DAD
Säule Phenomenex Luna Phenyl-Hexyl (250 mm x 4,6 mm, 5
µm Partikelgröße)
Eluent A 1 mM TFA
Eluent B Methanol / 1 mM TFA (90:10, v/v)




Um eine optimale Trennung der Hydroxyzimtsäuren und DFS zu erreichen, wurde je nach ver-
wendeter interner Standardsubstanz ein separates Gradientenprogramm verwendet (Tabelle
8.3 und Tabelle 8.4).
Kalibrierung/Auswertung
Bei Verwendung von Kaffeesäure bzw. monomethylierter 5-5-DFS wurden die Hydroxyzimtsäu-
re- bzw. DFS-Gehalte mit den von Dobberstein & Bunzel (2010) beschriebenen RRFs be-
stimmt. Bei der Verwendung von ortho-Cumarsäure wurde eine Kalibrierung mit ortho-Cumar-
säure und den zu bestimmenden Hydroxyzimtsäuren erstellt (Konzentrationsbereich 5 - 500
µM). Für die Bestimmung der cis-Isomere wurde eine p-CS- bzw. FS-Lösung 20 h bei 366
nm isomerisiert. Die Gehalte der cis-Isomere wurden über die Abnahme der trans-Isomere be-
stimmt. Mit den erhaltenen Lösungen wurde wiederum eine Kalibrierung mit ortho-Cumarsäure
hergestellt (Konzentrationsbereich 5 - 200 µM).
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Tabelle 8.3: HPLC-DAD-Gradientenprogramme zur Trennung der Hydroxyzimtsäuren mit ortho-
Cumarsäure bzw. Kaffeesäure als interner Standardsubstanz.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
ortho-Cumarsäure
0,0 87,0 0,0 13,0
11,0 87,0 0,0 13,0
23,0 85,0 0,0 15,0
28,0 84,0 0,0 16,0
32,0 25,0 25,0 50,0
33,0 87,0 0,0 13,0
42,0 87,0 0,0 13,0
Kaffeesäure
0,0 87,0 0,0 13,0
10,0 87,0 0,0 13,0
20,0 77,0 3,0 20,0
25,0 70,0 5,0 25,0
30,0 25,0 25,0 50,0
35,0 0,0 50,0 50,0
40,0 87,0 0,0 13,0
45,0 87,0 0,0 13,0
Tabelle 8.4: HPLC-DAD-Gradientenprogramm zur Trennung der Dehydrodiferulasäurenmit mo-
nomethylierter 5-5-Dehydrodiferulasäure als interner Standardsubstanz.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
0,0 85,0 0,0 15,0
15,0 82,0 0,0 18,0
20,0 80,0 0,0 20,0
25,0 72,0 3,0 25,0
30,0 70,0 5,0 25,0
40,0 65,0 5,0 30,0
45,0 65,0 5,0 30,0
55,0 55,0 5,0 40,0
60,0 55,0 5,0 40,0
63,0 85,0 0,0 15,0
70,0 85,0 0,0 15,0
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8.3 Isolierung von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
8.3.1 Enzymatische Freisetzung
endo-Arabinanase-Inkubation von Arabinan-Polysacchariden
Zur Isolierung ausreichender Mengen an Standardsubstanzen wurde die endo-Arabinanase-
Inkubation der löslichen AN-PS zweimal mit leicht abweichenden Parametern durchgeführt.
• Erster Inkubationsansatz
– 1 g lösliche AN-PS in 100 mL Wasser lösen
– 4 U endo-Arabinanase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Gefriertrocknen
• Zweiter Inkubationsansatz
– 1 g lösliche AN-PS in 100 mL Wasser lösen
– 8 U endo-Arabinanase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– 4 U endo-Arabinanase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Gefriertrocknen
endo-Arabinanase-Inkubation von unlöslichen Rotkleesprossen-Ballaststoffen
• 15 g Rotkleesprossen-UBS in 150 mL Wasser suspendieren
• 0,6 g Ca(OH)2 zugeben
• 30 min bei 95°C erhitzen
• Abkühlen, Überstand durch Zentrifugation abtrennen
• Rückstand zweimal mit Wasser waschen, Waschlösungen mit Überstand vereinen
• Vereinigte Überstände mit 0,325 M HCl auf ca. pH 6 neutralisieren und gefriertrocknen
• Gefriergetrockneten Extrakt in Wasser lösen und 24 h gegen Wasser dialysieren (Zellu-
Trans-Dialysiermembran, Molecular Weight Cut Off: 3500, Roth)
• Mit Wasser auf 150 mL auffüllen
• 20 U endo-Arabinanase zugeben
• 48 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Gefriertrocknen
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endo-Arabinanase-Inkubation von unlöslichen Quinoa-Ballaststoffen
Zur Isolierung ausreichender Mengen an Standardsubstanzen wurde die endo-Arabinanase-
Inkubation der Quinoa-UBS zweimal mit leicht abweichenden Parametern durchgeführt.
• Erster Inkubationsansatz
– 5 g Quinoa-UBS in 500 mL Wasser suspendieren, 20 min bei 95°C im Wasserbad
quellen lassen
– 50 U endo-Arabinanase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Überstand abtrennen und gefriertrocknen
• Zweiter Inkubationsansatz
– 8 g Quinoa-UBS 1 min bei 600 rpm in Kugelmühle mahlen
– UBS in 800 mL Wasser suspendieren und 10 min bei 95°C im Wasserbad quellen
lassen
– 80 U endo-Arabinanase zugeben
– 48 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Überstand abtrennen und gefriertrocknen
endo-Arabinanase-Inkubation von unlöslichen Amaranth-Ballaststoffen
• 10 g Amaranth-UBS in 1 L Wasser suspendieren
• 100 U endo-Arabinanase zugeben
• 48 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Überstand abtrennen und gefriertrocknen
Driselase-Inkubation von Arabinan-Polysacchariden
• 1 g lösliche AN-PS in 100 mL Wasser lösen
• 100 mg Driselase zugeben
• 24 h bei 40°C inkubieren





Zur Isolierung ausreichender Mengen an Standardsubstanzen wurde die endo-Galactanase-
Inkubation der löslichen GN-PS mehrfach mit leicht abweichenden Parametern bzw. Ausgangs-
materialien durchgeführt.
• Erster Inkubationsansatz
– 200 mg lösliche GN-PS in 20 mL Wasser lösen
– 25 mg Driselase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– 80 mL Ethanol zugeben, Rückstand durch Zentrifugation abtrennen und verwerfen
– Überstand am Rotationsverdampfer einengen und gefriertrocknen
– LC-SAX-SPE-Säule (3 mL / 500 mg, Supelco) mit 3 mL Methanol und 3 mL Wasser
konditionieren
– Gefriergetrockneten Überstand in Wasser aufnehmen und auf Säule geben
– Mit 3 mL Wasser waschen und Eluat gefriertrocknen
• Zweiter Inkubationsansatz
– 1 g lösliche GN-PS in 100 mL Wasser lösen
– 125 mg Driselase zugeben
– 24 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Gefriertrocknen
• Dritter Inkubationsansatz
– 600 mg Polygalacturonsäure in 60 mL Wasser lösen
– 5 mg Driselase zugeben
– 15 h bei 40°C inkubieren
– Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
– Gefriertrocknen
endo-Galactanase-Inkubation von unlöslichen Sojaextraktionsschrot-Ballaststoffen
• 8 g SES-UBS in 160 mL Wasser suspendieren
• 40 min bei 121°C autoklavieren
• Mit Wasser auf ca. 400 mL auffüllen
• 180 U endo-Galactanase zugeben
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Überstand abtrennen und gefriertrocknen
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8.3.2 Gelpermeationschromatographie
Injektionsvolumen 10 - 20 mL
Detektion RI




Fraktionierung Fraktionensammler, Fraktionsgröße 2,5 min
Die erhaltenen Fraktionen wurden dem Chromatogramm entsprechend vereint und anschlie-
ßend gefriergetrocknet.
8.3.3 Chromatographische Aufreinigung
Aufreinigung mittels semipräparativer C18-HPLC
Injektionsvolumen 500 µL - 1 mL
Detektion RI
Säule Knauer Eurosphere 100 (250 mm x 8 mm, 5 µm Partikel-
größe)
Eluent Wasser
Fluss 1 - 1,5 mL/min
Temperatur 5 - 40°C
Fraktionierung Manuell
Aufreinigung mittels analytischer C18-HPLC
Injektionsvolumen 500 µL
Detektion RI

















Fraktionierung Fraktionierventil, programmiert nach Chromatogramm
Vor dem ELSD-Detektor wurde der Fluss ca. 1:20 gesplittet. Zur Trennung der OS wurde das
in Tabelle 8.5 gezeigte Gradientenprogramm verwendet. Bei ausreichend früher Elution der
OS wurde das Gradientenprogramm entsprechend verkürzt (früherer Start des 20:80 Was-
ser/Acetonitril Spülschritts).
Tabelle 8.5: Zur Fraktionierung der Oligosaccharide auf einer Porous Graphitized Carbon-Säule
verwendetes Gradientenprogramm.






Die durch die verschiedenen HPLC-Fraktionierungen erhaltenen Fraktionen wurden jeweils ge-
friergetrocknet.
164
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8.4 Isolierung von Hydroxyzimtsäure-Oligosacchariden
8.4.1 Enzymatische Freisetzung und Vorreinigung
Viscozyme L-Hydrolyse von Quinoa-Nicht-Stärke-Polysacchariden
• 800 g Quinoamehl in 8 L 0,08 M Natriumphosphatpuffer suspendieren
• 20 mL MATS L Classic zugeben
• 20 min bei 92°C inkubieren
• Mit 1 M HCl auf pH 5,2 einstellen
• 4 mL Maxazyme NNP DS zugeben
• 30 min bei 60°C inkubieren
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen, Überstand verwerfen
• Rückstand mit Wasser waschen und in 600 mL Wasser suspendieren
• 4 mL Viscozyme L zugeben
• 45 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 90°C erhitzen
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen und verwerfen
• Amberlite XAD-2 (Supelco)-Säule (45 cm x 5 cm) mit 1 L Wasser konditionieren
• Hydrolysat auf Säule geben
• Mit 1 L Wasser waschen
• Mit 1 L Methanol eluieren
• Methanol-Eluat am Rotationsverdampfer auf 10 mL einengen
Viscozyme L-Hydrolyse von Zuckerrübenschnitzeln
• 80 g ZRS in 5 L Wasser suspendieren
• 20 min bei 90°C im Wasserbad inkubieren
• Abkühlen, 718 µL Viscozyme L zugeben
• 45 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 90°C erhitzen
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen und verwerfen
• Amberlite XAD-2 (Supelco)-Säule (45 cm x 5 cm) mit 750 mL Wasser konditionieren
• Hydrolysat auf Säule geben
• Mit 750 mL Wasser waschen
• Mit 750 mL Methanol eluieren
• Methanol-Eluat am Rotationsverdampfer auf 10 mL einengen
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Driselase-Hydrolyse von unlöslichen Zuckerrübenschnitzel-Ballaststoffen
• 20 g ZRS-UBS 1 min bei 600 rpm in Kugelmühle mahlen
• UBS in 1800 mLWasser suspendieren und 10 min bei 95°C imWasserbad quellen lassen
• 2 g Driselase zugeben
• 48 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Überstand abtrennen und gefriertrocknen
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen und verwerfen
• Chromabond C18f (Macherey-Nagel)-Säule (12 cm x 2,5 cm) mit 500 mL Methanol und
500 mL Wasser konditionieren
• Hydrolysat auf Säule geben
• Mit 150 mL Wasser waschen
• Mit 150 mL Methanol eluieren
• Methanol-Eluat am Rotationsverdampfer auf 10 mL einengen
8.4.2 Gelpermeationschromatographie
Injektionsvolumen 10 mL
Detektion UV, 280 nm
Säule Sephadex LH-20 (85 cm x 2,6 cm, GE Healthcare)
Eluent 1 Wasser
Eluent 2 Wasser/Methanol (75:25, v/v)
Eluent 3 Wasser/Methanol (25:75, v/v)
Fluss 0,5 mL/min (Eluent 1) bzw. 1 mL/min (Eluent 2 + 3)
Temperatur Raumtemperatur
Fraktionierung Fraktionensammler, Fraktionsgröße 6 min
Zur Elution der verschieden polaren Hydroxyzimtsäure- und DFS-OS wurde eine schrittweise
Elution mit den aufgeführten Lösungsmittel(gemischen) durchgeführt. Die erhaltenen Fraktio-
nen wurden dem Chromatogramm entsprechend vereint und anschließend gefriergetrocknet
bzw. am Rotationsverdampfer eingeengt und gefriergetrocknet.
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8.4.3 Chromatographische Aufreinigung
Fraktionierung mittels präparativer HPLC
Zur präparativen HPLC-Fraktionierung der Hydroxyzimtsäure- bzw. DFS-OS wurden die aufge-
führten Bedingungen und die in Tabelle 8.6 und Tabelle 8.7 aufgeführten Gradientenprogramme
verwendet.
Injektionsvolumen 2 mL
Detektion UV, 325 nm
Säule Phenomenex Luna C18 (250 mm x 10 mm, 5 µm Parti-
kelgröße)
Eluent A Wasser




Tabelle 8.6: Zur präparativen HPLC-Fraktionierung der Hydroxyzimtsäure-Oligosaccharide ver-
wendetes Gradientenprogramm.







Tabelle 8.7: Zur präparativen HPLC-Fraktionierung der Dehydrodiferulasäure-Oligosaccharide
verwendetes Gradientenprogramm.









Fraktionierung mittels semipräparativer HPLC
Zur semipräparativen HPLC-Fraktionierung des OS FFAAA wurden die aufgeführten Bedingun-
gen und das in Tabelle 8.7 aufgeführte Gradientenprogramm verwendet.
Injektionsvolumen 500 µL
Detektion UV, 325 nm







Fraktionierung mittels analytischer HPLC
Zur analytischen HPLC-Fraktionierung des OS CAA wurden die aufgeführten Bedingungen und
das in Tabelle 8.6 aufgeführte Gradientenprogramm verwendet.
Injektionsvolumen 100 µL
Detektion UV, 325 nm








8.5 Charakterisierung der Standardsubstanzen
8.5 Charakterisierung der Standardsubstanzen
8.5.1 Monosaccharidanalyse
8.5.1.1 Monosaccharidzusammensetzung mittels HPAEC-PAD
• Aliquot einer Lösung des OS in kleines GC-Vial geben (ca. 1 µg)
• Zur Trockne eindampfen
• 500 µL 2 M TFA zugeben
• 30 min bei 121°C im Trockenschrank hydrolysieren
• Zur Trockne eindampfen
• Zweimal je 200 µL Ethanol zugeben und zur Trockne eindampfen
• In 180 µLWasser aufnehmen, 20 µL 1mM d-Mannit-Lösung zugeben undmittels HPAEC-
PAD analysieren
Die zur Analyse der Monosaccharidzusammensetzung verwendeten HPAEC-PAD-Bedingung-
en sind in Abschnitt 8.2.1 beschrieben.
8.5.1.2 Bestimmung der Konfiguration der Monosaccharide mittels GC-MS
• Aliquot einer Lösung des OS in kleines GC-Vial geben (ca. 1 µg)
• Zur Trockne eindampfen
• 500 µL 2 M TFA zugeben
• 30 min bei 121°C im Trockenschrank hydrolysieren
• Zur Trockne eindampfen
• 150 µL (R)-2-Octanol und 5 µL TFA zugeben
• Über Nacht bei 130°C im Trockenschrank behandeln
• Lösungsmittel bei 60°C im Stickstoffstrom entfernen
• Zweimal je 200 µL Ethanol zugeben und im Stickstoffstrom entfernen
• 80 µL N,O-Bis-trimethylsilyl-trifluoracetamid und 20 µL Pyridin zugeben





Säulendimensionen 30 m x 0,25 mm, 0,25 µm Filmdicke
Injektionstemperatur 275°C
Injektionsart Split






Tabelle 8.8: Zur Bestimmung der Konfiguration der Monosaccharide verwendetes GC-Tempe-
raturprogramm.
Aufheizrate [°C/min] Endtemperatur [°C] Haltezeit [min]
Anfangstemperatur - 150 0
Level 1 1 200 0
Level 2 15 300 0
8.5.2 HPLC-MS Analyse
HPLC-MS-Analyse von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden
Injektionsvolumen 20 µL
Detektion MS (ESI, Positiv-Modus)
Säule Thermo Hypercarb (100 mm x 2,1 mm, 3 µm Partikelgrö-
ße)





8.5 Charakterisierung der Standardsubstanzen
Tabelle 8.9: Zur Porous Graphitized Carbon-HPLC-MS-Analyse der Arabinan- und Galactan-
Oligosaccharide verwendetes Gradientenprogramm.











Detektion UV (325 nm), MS (ESI, Negativ-Modus)






Tabelle 8.10: Zur C18-HPLC-MS-Analyse der Hydroxyzimtsäure und Dehydrodiferulasäure-Oli-
gosaccharide verwendetes Gradientenprogramm.







Die OS FFAAA und 8-O-4-DFS(AA)2 zeigten eine sehr schlechte Fragmentierung und wurden










Referenzierung Aceton (2,22 ppm / 30,89 ppm)
Acetanilid (2,17 ppm / 23,36 ppm)
Hydroxyzimtsäure-Oligosaccharide
Lösungsmittel D2O
Referenzierung Aceton (2,22 ppm / 30,89 ppm)
Zweifach Ferulasäure-substituiertes-Oligosaccharid FFAAA
Lösungsmittel Aceton-d6 / D2O (3:1, v/v)
Referenzierung Aceton (2,04 ppm / 29,80 ppm)
Dehydrodiferulasäure-Oligosaccharide
Lösungsmittel Aceton-d6 / D2O (4:1, v/v)
Referenzierung Aceton (2,04 ppm / 29,80 ppm)
Pulssequenzen










8.6 Chromatographisches Profiling von Arabinan- und Galactan-Oligosacchariden





Data Collection Rate 2 Hz






Eluent B 0,1 M Natriumhydroxid-Lösung
Eluent C 0,1 M Natriumhydroxid- + 0,5 M Natriumacetat-Lösung




Tabelle 8.11: Zur Trennung der Arabinan-Oligosaccharide verwendetes HPAEC-PAD-Gradien-
tenprogramm.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
-30,0 0,0 0,0 100,0
-20,0 0,0 0,0 100,0
-19,9 90,0 10,0 0,0
0,0 90,0 10,0 0,0
10,0 50,0 50,0 0,0
60,0 50,0 30,0 20,0
75,0 0,0 40,0 60,0
75,1 0,0 0,0 100,0
90,0 0,0 0,0 100,0
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Tabelle 8.12: Zur Trennung der Galactan-Oligosaccharide verwendetes HPAEC-PAD-Gradien-
tenprogramm.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
-30,0 0,0 0,0 100,0
-20,0 0,0 0,0 100,0
-19,9 90,0 10,0 0,0
0,0 90,0 10,0 0,0
10,0 90,0 10,0 0,0
60,0 50,0 50,0 0,0
75,0 50,0 40,0 10,0
75,1 0,0 0,0 100,0
90,0 0,0 0,0 100,0
Die zum HPLC-MS-Nachweis der AN- und GN-OS verwendeten chromatographischen Bedin-
gungen sind in Abschnitt 8.5.2 aufgeführt.
Durchführung ohne Autoklavenextraktion
• 5 mg UBS/NSPS einwiegen
• 500 µL Wasser zugeben, gut mischen
• 5 µL einer 20 U/mL endo-Arabinanase-Lösung bzw. 5 µL einer 100 U/mL endo-Galacta-
nase-Lösung zugeben
• 24 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen
• Klaren Überstand mit Raffinose versetzen (Endkonzentration 10 µM)
Durchführung mit Autoklavenextraktion
• 5 mg UBS/NSPS einwiegen
• 500 µL Wasser zugeben, gut mischen
• 40 min bei 121°C im Trockenschrank behandeln
• 5 µL einer 20 U/mL endo-Arabinanase-Lösung bzw. 5 µL einer 100 U/mL endo-Galacta-
nase-Lösung zugeben
• 24 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Rückstand durch Zentrifugation abtrennen
• Klaren Überstand mit Raffinose versetzen (Endkonzentration 10 µM)
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Durchführung für lösliche Polysaccharide
• Lösung des PS herstellen (1 mg/mL)
• 200 µL mit 2 µL einer 20 U/mL endo-Arabinanase-Lösung bzw. 2 µL einer 200 U/mL
endo-Galactanase-Lösung versetzen
• 24 h bei 40°C inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Klare Lösung mit Raffinose versetzen (Endkonzentration 10 µM)
8.7 NMR-spektroskopisches Profiling von Arabinan- und Galac-
tan-Strukturelementen
Für die HSQC-Messungen wurde stets die Pulssequenz "hsqcedetgp" mit dem Bruker Stan-
dardparametersatz und 32 Scans benutzt. Alle anderen Experimente wurden wie in Abschnitt
8.5.3 beschrieben durchgeführt.
Durchführung für Arabinan- bzw. Galactan-Oligosaccharide
• 250 - 500 mg UBS bzw. NSPS in einem Zentrifugenröhrchen einwiegen
• 10 mL Wasser zugeben
• Optional: Autoklavenextraktion
– Deckel leicht aufschrauben und 40 min bei 121°C im Autoklaven behandeln
– Auf Raumtemperatur abkühlen lassen
• 2 U endo-Arabinanase bzw. endo-Galactanase / 100 mg UBS bzw. NSPS zugeben
• 24 h bei 40°C liegend und um 360° drehend inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Zentrifugieren und Rückstand verwerfen
• Zur NMR-Analyse 450 µL des klaren Überstands mit 50 µL D2O und 0,5 µL Aceton ver-
setzen
Aufkonzentrierung der Hydrolysate
• 2,5 mL Hydrolysat mit 10 mL Ethanol versetzen
• Gut mischen und Präzipitat ausbilden lassen (mindestens 3 h im Kühlschrank)
• Zentrifugieren und Rückstand verwerfen
• Überstand im Evaporator eindampfen und gefriertrocknen
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Durchführung für lösliche Polysaccharide
• Optional:
– 5 x 1 Minute bei 600 rpmmit je 5 Minuten Intervallzeit in Kugelmühle homogenisieren
• 5 - 25 mg lösliche PS bzw. 25 mg LBS in NMR-Röhrchen einwiegen
• 500 µL D2O und 0,5 µL Aceton zugeben, gut mischen
• Zum Lösen ggf. im Ultraschallbad behandeln
8.8 Chromatographisches Profiling von Hydroxyzimtsäure-Oligo-
sacchariden
Evaluierung der Inkubationsbedingungen
• 100 mg ZRS-UBS in einem Zentrifugenröhrchen einwiegen
• 10 mL Wasser zugeben, gut mischen
• 10 mg Driselase zugeben
• 24 h bzw. 48 h bei 40°C liegend und um 360° drehend inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Zentrifugieren, Überstand verwerfen und Rückstand mit Wasser waschen
• Rückstand gefriertrocknen
• Rückstand auswiegen und anschließend für die Bestimmung des FS-Gehalts (ortho-Cu-
marsäure als Standard) bzw. für die Bestimmung der Monosaccharidzusammensetzung
verwenden
Durchführung
• 100 mg ZRS-UBS in einem Zentrifugenröhrchen einwiegen
• 10 mL Wasser zugeben, gut mischen
• 10 mg Driselase zugeben
• 24 h bei 40°C liegend und um 360° drehend inkubieren
• Zur Enzyminaktivierung 5 min auf 100°C erhitzen
• Zentrifugieren, Überstand abnehmen und aufbewahren
• Rückstand zweimal mit Wasser waschen und Waschlösungen jeweils mit Überstand ver-
einen
• Chromabond C18-SPE-Säule (3 mL / 500 mg, Macherey-Nagel) mit 3 mL Methanol und
3 mL Wasser konditionieren
• Vereinte Überstände auf Säule aufgeben
• Mit 3 mL Wasser waschen
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• Mit 3 mL Methanol eluieren
• Eluat eindampfen und in 500 µL Wasser/Methanol (50:50, v/v) aufnehmen
HPLC-MS-Bedingungen
Zur Kalibrierung wurde eine Mischung der drei FS-OS in den Konzentrationen 1, 5, 10, 20, 30,
40, 50 µg/mL verwendet.
Injektionsvolumen 20 µL
Detektion UV (325 nm), MS (ESI, Negativ-Modus)
Säule Phenomenex Kinetex Phenyl-Hexyl (150 mm x 4,6 mm,
2,6 µm Partikelgröße)
Eluent A Wasser mit 0,1 % Ameisensäure
Eluent B Acetonitril mit 0,1 % Ameisensäure




Tabelle 8.13: Zur Trennung der Hydroxyzimtsäure- und Dehydrodiferulasäure-Oligosaccharide
verwendetes HPLC-MS-Gradientenprogramm.
Zeit [min] Eluent A [%] Eluent B [%] Eluent C [%]
0,0 90,0 5,0 5,0
18,0 85,0 10,0 5,0
36,0 0,0 95,0 5,0
40,0 0,0 95,0 5,0
41,0 90,0 5,0 5,0




9.1 Methylierungsanalyse der löslichen Ballaststoffe
Tabelle 9.1: Anteile der partiell methylierten Alditolacetate (PMAA, bestimmt mittels Methylie-
rungsanalyse) der löslichen Ballaststoffe (LBS) von Apfel (Ap), Amaranth (AM),
Quinoa (Q), Buchweizen (BW), Zuckerrübenschnitzel (ZRS) und Sojaextraktions-
schrot (SES). p = Pyranose, f = Furanose, t = terminal, Ara = Arabinose, Gal =
Galactose, Rha = Rhamnose, Xyl = Xylose, Glc = Glucose, Man = Mannose.
PMAA Ap LBS AM LBS Q LBS BW LBS ZRS LBS SES LBS
t-Araf 30,1 11,5 17,3 7,0 29,8 8,2
1,5-Araf 15,0 30,5 20,7 6,9 18,6 7,0
1,3,5-Araf 5,4 1,6 3,4 1,6 7,9 -
1,2,5-Araf - 13,3 1,5 - 1,3 0,4
1,2,3,5-Araf - - - - 4,1 -
1,2-Araf - - - - 1,1 -
t-Arap 2,6 - - - 0,7 -
t-Galp 2,4 0,9 2,5 16,0 2,8 11,1
1,3-Galp 2,7 2,1 1,5 10,5 1,8 1,3
1,3,6-Galp 16,4 6,8 6,3 1,7 8,7 4,1
1,6-Galp - - 2,6 - 2,9 3,8
1,4-Galp - - - - 1,1 2,6
1,2-Rhap 1,4 1,0 1,7 4,0 0,6 0,6
1,2,4-Rhap - - - - 0,6 -
t-Xylp 3,6 19,5 4,4 25,5 0,9 2,8
1,4-Xylp - 0,3 0,9 0,4 - 0,5
1,2-Xylp - 0,3 0,6 0,6 - 1,7
t-Glcp 3,3 2,9 7,5 4,9 1,8 3,1
1,4-Glcp 5,5 2,1 6,0 4,1 8,1 -
t-Manp 11,5 7,2 22,4 16,9 5,6 15,9
1,4-Manp - - 0,7 - 1,8 22,1
1,4,6-Manp - - - - - 8,1
1,2-Manp - - - - - 6,5
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9.2 Methanolyse der Apfel-Nicht-Stärke-Polysaccharide vor und
nach der Lagerung
Tabelle 9.2: Prozentuale Monosaccharidzusammensetzung (bestimmt mittels HPAEC-PAD
nach Methanolyse) der Apfel-Nicht-Stärke-Polysaccharide vor (Stadium 1) und
nach dreiwöchiger Lagerung (Stadium 2).










9.3 NMR-Daten der Standardsubstanzen
In den Abbildungen 9.1, 9.2 und 9.3 sind die Strukturen aller isolierten AN-, GN-, Hydroxyzimt-
säure- und DFS-OS erneut dargestellt. Dabei sind alle Struktureinheiten mit Deskriptoren ge-
kennzeichnet, die für die Angabe der chemischen Verschiebungen genutzt werden.
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Abbildung 9.1: Strukturen der isolierten Hydroxyzimtsäure- und Dehydrodiferulasäure-Oligo-
saccharide. Die Buchstaben dienen zur Kennzeichnung der Einheiten für die












































































































































































































































Abbildung 9.2: Strukturen der als Hauptprodukte der endo-Arabinanase-Spaltung eingeordne-
ten Arabinan-Oligosaccharide. Die Buchstaben dienen zur Kennzeichnung der
Einheiten für die Angabe der chemischen Verschiebungen.
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Abbildung 9.3: Strukturen der als Nebenprodukte der endo-Arabinanase-Spaltung eingeordne-
ten Arabinan-Oligosaccharide und Strukturen der Galactan-Oligosaccharide so-
wie deren Einordnung als Haupt- oder Nebenprodukte der endo-Galactanase-
Spaltung. Die Buchstaben dienen zur Kennzeichnung der Einheiten für die An-
gabe der chemischen Verschiebungen.
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Tabelle 9.3: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA2a. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,25 4,03 4,03 4,23 3,76/3,85
101,72 81,89 76,46 81,99 67,43
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,76/3,83
95,82 76,59 74,94 79,98 68,76
T 5,07/5,08 4,12 3,94 4,08 3,82/3,71
108,01 81,48 77,13 84,57 61,78
Tabelle 9.4: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA2b. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,26 4,03 4,03 4,22 3,88/3,97
101,72 81,96 76,43 82,22 69,72
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,85/3,96
95,85 76,52 74,87 80,02 71,13
T 4,44/4,45 3,29 3,44 3,62 3,97/3,32
103,87 73,59 76,19 69,84 65,82
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Tabelle 9.5: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA4a. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,02 4,04 4,22 3,76/3,83
101,62 81,97 76,33 81,80 67,09
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,76/3,82
95,88 76,53 74,96 79,97 68,35
A 5,10/5,11 4,28 4,09 4,31 3,85/3,93
108,05 79,68 82,97 82,26 67,03
T 5,09 4,13 3,94 4,10 3,71/3,83
107,94 81,70 77,15 84,51 61,74
a 5,15 4,14 3,94 4,03 3,71/3,83
107,68 81,78 77,15 84,51 61,74
Tabelle 9.6: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA4b. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,26 4,03 4,02 4,24 3,76/3,83
101,74 81,97 76,53 82,02 67,76
R-β 5,29 4,09 4,09 3,95 3,76/3,83
95,85 76,54 75,12 79,97 69,15
A 5,20/5,21 4,16 4,16 4,20 3,81/3,89
107,01 87,59 75,82 82,19 67,02
T 5,08 4,12 3,95 4,08 3,71/3,83
108,07 81,88 77,15 84,53 61,75
a 5,18 4,12 3,95 4,07 3,71/3,83
107,80 81,88 77,15 84,60 61,75
185
9 Anhang
Tabelle 9.7: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA5a. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,25 4,02 4,04 4,23 3,77/3,83
101,74 81,93 76,37 81,85 67,05
R-β 5,29 4,09 4,09 3,95 3,77/3,83
95,89 76,53 75,09 79,95 68,69
A 5,24/5,25 4,30 4,25 4,31 3,85/3,95
106,97 85,56 80,87 81,72 66,72
T 5,08 4,13 3,95 4,09 3,71/3,83
107,95 81,76 77,16 84,52 61,72
a 5,18 4,13 3,95 4,07 3,71/3,83
107,53 81,76 77,16 84,63 61,72
b 5,15 4,13 3,95 4,04 3,71/3,83
107,57 81,76 77,16 84,62 61,72
Tabelle 9.8: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA5b. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,25 4,03 4,03 4,23 3,77/3,83
101,87 82,01 76,46 82,09 67,20
R-β 5,30 4,09 4,09 3,94 3,77/3,83
96,00 76,60 75,17 80,04 68,78
A 5,10/5,11 4,29 4,11 4,29 3,84/3,94
108,30 79,90 82,74 82,05 67,10
T 5,08 4,13 3,95 4,10 3,72/3,83
108,06 81,68 77,27 84,65 61,81
a 5,19 4,38 3,95 4,15 3,72/3,83
107,81 80,36 84,41 83,36 61,79
b 5,08 4,13 4,04 3,90 3,72/3,80
102,21 76,98 74,92 82,72 63,62
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Tabelle 9.9: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) desOSA5c. Die Struktur und die
Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,26 4,03 4,02 4,23 3,77/3,85
101,74 81,96 76,38 82,13 67,80
R-β 5,29 4,09 4,09 3,95 3,77/3,82
95,80 76,60 75,01 79,85 69,05
A 5,19/5,20 4,17 4,15 4,20 3,82/3,87
106,92 87,38 75,77 82,19 67,17
T 5,08 4,13 3,95 4,08 3,72/3,83
107,97 81,70 77,12 84,55 61,75
a 5,21 4,39 3,95 4,19 3,72/3,83
107,88 80,18 84,76 83,55 61,75
b 5,09 4,13 4,03 3,90 3,71/3,80
102,24 76,97 74,84 82,66 63,60
Tabelle 9.10: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A6a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,03 4,04 4,22 3,76/3,83
101,68 81,95 76,31 81,84 66,92
R-β 5,29 4,09 4,09 3,93 3,76/3,83
95,82 76,52 75,00 79,87 68,35
A 5,09/5,10 4,28 4,11 4,30 3,83/3,94
108,01 79,81 82,99 82,11 66,62
B 5,12 4,29 4,09 4,33 3,85/3,96
107,98 79,63 83,00 82,38 66,84
T 5,08 4,13 3,94 4,10 3,71/3,83
108,01 81,72 77,16 84,45 61,72
a 5,15 4,13 3,94 4,03 3,71/3,83
107,76 81,72 77,16 84,50 61,72
b 5,15 4,13 3,94 4,03 3,71/3,83
107,76 81,72 77,16 84,50 61,72
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Tabelle 9.11: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A7a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,02 4,05 4,22 3,77/3,83
101,56 81,94 76,29 81,90 66,80
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,76/3,83
95,91 76,51 75,02 79,99 68,35
A 5,10/5,11 4,28 4,11 4,31 3,85/3,94
108,03 79,83 82,95 82,19 66,67
B 5,26 4,32 4,25 4,33 3,85/3,94
106,84 85,34 80,84 82,09 66,67
T 5,08 4,13 3,95 4,09 3,72/3,82
108,02 81,87 77,21 84,49 61,70
a 5,15 4,13 3,95 4,06 3,72/3,82
107,67 81,87 77,21 84,68 61,70
b 5,18 4,12 3,95 4,03 3,72/3,82
107,45 81,87 77,21 84,50 61,70
c 5,15 4,13 3,95 4,06 3,72/3,82
107,67 81,87 77,21 84,68 61,70
Tabelle 9.12: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A7b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.2 (Seite 182) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,02 4,04 4,22 3,76/3,82
101,66 81,95 76,30 81,94 66,93
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,76/3,82
95,82 76,52 74,97 79,92 68,35
A 5,10/5,11 4,29 4,09 4,30 3,84/3,94
108,00 79,64 82,93 82,21 66,99
B 5,09 4,13 4,03 4,22 3,78/3,88
107,96 81,61 77,15 82,84 66,87
C 5,11 4,29 4,09 4,30 3,84/3,94
108,00 79,64 82,93 82,21 66,99
T 5,09 4,13 3,95 4,10 3,71/3,83
107,96 81,61 77,11 84,49 61,69
a 5,15 4,13 3,95 4,03 3,71/3,83
107,68 81,61 77,11 84,48 61,69
b 5,15 4,13 3,95 4,03 3,71/3,83
107,68 81,61 77,11 84,48 61,69
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Tabelle 9.13: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A3a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,25 4,02 4,02 4,23 3,75/3,85
101,79 81,96 76,50 81,98 67,49
R-β 5,29 4,09 4,08 3,94 3,75/3,83
95,91 76,63 74,98 80,02 68,87
A 5,08/5,09 4,12 4,00 4,21 3,79/3,88
108,14 81,51 77,36 83,00 67,40
T 5,08 4,12 3,94 4,08 3,71/3,83
108,14 81,51 77,15 84,60 61,80
Tabelle 9.14: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A3b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,03 4,05 4,22 3,77/3,85
101,67 82,11 76,27 81,89 66,97
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,78/3,82
95,86 76,62 75,13 79,92 68,45
T 5,10/5,11 4,28 4,03 4,18 3,76/3,85
108,02 79,77 82,74 83,73 61,65
a 5,16 4,13 3,94 4,03 3,72/3,82
107,63 81,74 77,16 84,39 61,68
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Tabelle 9.15: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A5d. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,02 4,04 4,22 3,76/3,83
101,66 82,14 76,32 81,86 66,73
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,76/3,83
95,87 76,48 75,03 79,91 68,44
A 5,10/5,11 4,28 4,11 4,30 3,84/3,95
108,00 79,77 82,93 82,15 66,71
T 5,11 4,28 4,03 4,21 3,75/3,84
108,00 79,77 82,78 83,86 61,62
a 5,15 4,13 3,94 4,03 3,72/3,82
107,74 81,81 77,18 84,45 61,72
b 5,15 4,13 3,94 4,03 3,72/3,82
107,74 81,81 77,18 84,45 61,72
Tabelle 9.16: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS A6b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5
C1 C2 C3 C4 C5
R-α 5,24 4,02 4,05 4,22 3,77/3,81
101,73 82,16 76,26 81,87 67,00
R-β 5,29 4,09 4,09 3,94 3,77/3,82
95,79 76,56 75,02 79,88 68,43
A 5,11/5,12 4,29 4,09 4,31 3,85/3,93
108,04 79,76 82,96 82,27 67,04
B 5,09 4,13 4,04 4,23 3,79/3,88
108,06 81,69 77,18 82,90 66,73
T 5,11 4,29 4,04 4,18 3,75/3,84
108,04 79,76 82,65 83,80 61,63
a 5,15 4,13 3,94 4,03 3,72/3,82
107,71 81,69 77,20 84,48 61,74
b 5,15 4,13 3,94 4,03 3,72/3,82
107,71 81,69 77,20 84,48 61,74
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Tabelle 9.17: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G2a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,26 3,87 3,94 4,23 4,12 3,70/3,82
92,95 69,37 70,28 78,99 70,37 61,33
R-β 4,60 3,57 3,73 4,17 3,73 3,69/3,82
97,05 72,77 73,85 77,88 74,92 61,33
T 4,58 3,58 3,65 3,90 3,68 3,76
104,94 72,04 73,38 69,27 75,77 61,55
Tabelle 9.18: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G2b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,88 3,93 4,19 4,12 3,74/3,77
92,91 69,42 70,38 79,12 70,53 61,60
R-β 4,60 3,56 3,73 4,13 3,72 3,74/3,77
97,02 72,84 73,99 78,03 75,05 61,60
T 4,55 3,60 3,67 3,92 3,63/3,91 -
105,22 72,12 73,10 69,01 67,14 -
Tabelle 9.19: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G2c. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 4,52 3,56 3,70 4,07 3,64/4,18 -
97,36 72,68 73,07 79,15 66,30 -
R-β 5,25 3,88 3,94 4,12 3,94/4,01 -
93,08 69,34 69,24 79,50 62,35 -
T 4,54/4,55 3,61 3,66 3,91 3,68 3,74/3,77
105,17 71,71 73,19 69,20 75,76 61,57
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Tabelle 9.20: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G3a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,89 3,93 4,22 4,12 3,74/3,79
92,95 69,31 70,32 79,46 70,42 61,45
R-β 4,60 3,56 3,73 4,16 3,72 3,74/3,79
97,05 72,85 73,98 78,47 75,07 61,45
A 4,63 3,66 3,78 4,17 3,72 3,79/3,83
105,08 72,40 73,91 77,76 75,07 61,30
T 4,59 3,59 3,65 3,90 3,67 3,76
104,94 72,02 73,36 69,27 75,81 61,50
Tabelle 9.21: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G3b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,87 3,94 4,23 4,12 3,74/3,79
92,93 69,43 70,35 79,37 70,45 61,39
R-β 4,60 3,56 3,74 4,17 3,72 3,74/3,79
97,02 72,83 73,96 78,40 75,08 61,39
A 4,63 3,65 3,76 4,13 3,72 3,79/3,82
105,02 72,74 73,99 77,83 75,08 61,36
T 4,56 3,61 3,68 3,92 3,63/3,91 -
105,17 72,06 72,99 68,99 67,12 -
Tabelle 9.22: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G3c. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,87 3,93 4,19 4,12 3,73/3,77
92,92 69,41 70,42 79,36 70,58 61,57
R-β 4,60 3,56 3,73 4,13 3,72 3,73/3,77
97,01 72,84 74,12 78,31 75,12 61,57
A 4,59/4,60 3,66 3,74 4,07 3,63/4,20 -
105,21 72,55 73,14 78,87 66,75 -
T 4,57 3,62 3,65 3,91 3,68 3,77
105,32 71,82 73,09 69,18 75,74 61,53
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Tabelle 9.23: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G4a. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,87 3,94 4,23 4,12 3,74/3,79
92,96 69,41 70,31 79,40 70,44 61,51
R-β 4,60 3,56 3,76 4,17 3,72 3,74/3,79
97,04 72,83 74,01 78,39 75,14 61,51
A 4,64 3,67 3,78 4,13 3,72 3,79/3,83
105,01 72,82 74,06 78,03 75,14 61,43
B 4,61 3,67 3,74 4,07 3,63/4,20 -
105,08 72,39 73,03 78,86 66,72 -
T 4,57 3,62 3,65 3,91 3,68 3,79
105,32 71,79 73,03 69,16 75,75 61,51
Tabelle 9.24: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS G4b. Die Struktur und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-
bildung 9.3 (Seite 183) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6
C1 C2 C3 C4 C5 C6
R-α 5,27 3,87 3,96 4,22 4,12 3,74/3,79
93,14 69,83 70,48 79,59 70,62 61,53
R-β 4,60 3,56 3,73 4,16 3,73 3,74/3,79
97,13 72,86 74,20 78,63 75,11 61,53
A 4,64 3,68 3,77 4,19 3,73 3,79/3,85
105,20 73,14 73,98 77,95 75,11 61,42
B 4,61 3,60 3,66 3,94 3,88 3,92/4,03
105,08 72,01 73,32 69,35 74,55 70,11
T 4,44 3,51 3,64 3,92 3,69 3,77
104,24 71,45 73,35 69,34 75,88 61,66
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Tabelle 9.25: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS FAA. Die Struktur und
die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung 9.1 (Seite
181) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
R-α 5,28 4,05 4,06 4,26 3,75/3,89 - - - - -
101,88 81,97 76,50 82,02 67,34 - - - - -
R-β 5,31 4,11 4,11 3,98 3,75/3,86 - - - - -
95,94 75,08 76,66 80,02 68,68 - - - - -
T 5,24 5,05 4,18 4,18 3,75/3,88 - - - - -
106,20 84,17 75,83 85,11 61,62 - - - - -
F - 7,08 - - 6,85 7,04 7,52 6,24 - 3,82
127,14 111,93 148,22 148,73 116,16 124,21 147,60 114,06 168,74 56,34
Tabelle 9.26: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS FAAA. Die Struktur und
die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung 9.1 (Seite
181) gezeigt. nb = nicht bestimmt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
R-α 5,26 4,03 4,08 4,24 3,81/3,88 - - - - -
101,65 82,01 76,41 81,91 66,76 - - - - -
R-β 5,30 4,12 4,11 3,96 3,81/3,86 - - - - -
95,89 74,92 76,69 80,07 68,30 - - - - -
T 5,34 5,20 4,26 4,27 3,80/3,90 - - - - -
106,11 82,03 80,70 84,43 61,24 - - - - -
a 5,26 4,17 3,94 4,03 3,70/3,83 - - - - -
107,58 81,82 77,33 84,54 61,69 - - - - -
F - 7,28 - - 6,88 7,18 7,71 6,40 - 3,88
nb 111,96 nb nb 116,85 124,73 148,02 113,68 169,21 56,52
Tabelle 9.27: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS FGG. Die Struktur und
die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung 9.1 (Seite
181) gezeigt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
R-α 5,26 3,87 3,90 4,13 4,07 3,73 - - - -
92,94 69,45 70,31 79,74 70,46 61,68 - - - -
R-β 4,57 3,55 3,71 4,07 3,66 3,73 - - - -
97,05 72,92 73,85 78,65 75,01 61,68 - - - -
T 4,55 3,60 3,66 3,96 3,88 4,30/4,42 - - - -
105,18 71,94 73,35 69,23 73,38 64,28 - - - -
F - 7,21 - - 6,88 7,13 7,62 6,34 - 3,87
126,97 111,78 148,76 149,90 116,52 124,45 147,44 114,18 169,84 56,41
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Tabelle 9.28: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS CAA. Die Struktur und
die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung 9.1 (Seite
181) gezeigt. nb = nicht bestimmt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9
R-α 5,26 4,03 4,06 4,25 3,79/3,89 - - - -
101,82 82,02 76,44 82,04 67,25 - - - -
R-β 5,30 4,11 4,10 3,96 3,79/3,89 - - - -
95,99 75,09 76,66 80,03 67,25 - - - -
T 5,28/5,29 5,09 4,20 4,19 3,75/3,88 - - - -
106,26 84,13 75,74 85,17 61,58 - - - -
C - 7,56 6,87 - 6,87 7,56 7,74 6,39 -
nb 131,48 117,50 nb 117,50 131,48 nb nb 169,39
Tabelle 9.29: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS FFAAA. Die Struktur
und die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung 9.1
(Seite 181) gezeigt. nb = nicht bestimmt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
R-α 5,13 3,93 3,91 4,13 3,62/3,80 - - - - -
102,38 82,64 77,31 82,01 67,95 - - - - -
R-β 5,17 3,93 3,91 3,82 3,62/3,80 - - - - -
96,69 75,86 77,31 80,58 67,95 - - - - -
A 5,05/5,06 5,02 4,20 4,21 3,73/3,87 - - - - -
106,37 84,31 76,14 83,64 66,53 - - - - -
T 5,11 5,07 4,06 4,08 3,63/3,75 - - - - -
106,45 84,57 76,17 84,84 61,72 - - - - -
FA - 7,20 - nb 6,77 7,07 7,59 6,33 - 3,80
nb 111,56 149,02 nb 116,29 124,26 147,30 113,49 nb 55,97
FB - 7,12 - nb 6,77 6,99 7,54 6,27 - 3,78
nb 111,40 149,00 nb 116,32 124,13 147,32 113,42 nb 55,97
195
9 Anhang
Tabelle 9.30: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS 8-O-4-DFS(AA)2. Die
Struktur und die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.1 (Seite 181) gezeigt. nb = nicht bestimmt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
RA-α 5,10 3,92 3,86 4,09 3,55/3,74 - - - - -
102,38 82,61 77,51 81,88 67,47 - - - - -
RA-β 5,15 3,90 4,05 3,79 3,55/3,74 - - - - -
96,29 76,14 77,52 80,57 67,47 - - - - -
TA 4,95/4,96 5,01 3,94 4,04 3,50/3,59 - - - - -
105,72 84,98 76,09 85,18 61,84 - - - - -
FA - 7,40 - - 6,77 7,17 7,43 - - 3,65
nb 113,53 148,42 149,66 115,65 125,84 129,31 137,09 163,42 55,41
FB - 7,42 - - 6,80 7,12 7,64 6,46 - 3,94
129,85 112,06 149,97 148,57 114,10 122,93 148,34 116,03 167,28 56,14
TB 5,05/5,06 5,02 4,06 4,07 3,62/3,75 - - - - -
105,96 84,55 76,05 84,81 61,80 - - - - -
RB-α 5,13 3,92 3,91 4,12 3,64/3,80 - - - - -
102,42 82,61 77,41 81,90 67,41 - - - - -
RB-β 5,16 3,90 4,07 3,83 3,64/3,80 - - - - -
96,32 76,14 77,09 80,59 67,41 - - - - -
Tabelle 9.31: Chemische Verschiebungen (oben 1H, unten 13C) des OS 5-5-DFS(AA)2. Die
Struktur und die Zuordnungen der Einheiten zu den Deskriptoren sind in Abbildung
9.1 (Seite 181) gezeigt. nb = nicht bestimmt.
Einheit H1 H2 H3 H4 H5 H6 H7 H8 H9 H10
C1 C2 C3 C4 C5 C6 C7 C8 C9 C10
RA-α 5,14 3,94 3,92 4,14 3,62/3,80 - - - - -
102,37 82,67 77,39 81,95 68,75 - - - - -
RA-β 5,17 3,93 4,04 3,84 3,62/3,80 - - - - -
96,30 76,22 77,12 80,67 68,75 - - - - -
TA 5,05/5,06 5,01 4,05 4,09 3,63/3,75 - - - - -
106,18 84,33 76,28 84,88 61,94 - - - - -
FA - 7,10 - - - 7,27 7,67 6,28 - 3,80
122,81 108,45 151,85 149,91 nb 126,66 148,66 111,14 168,17 55,80
FB - 7,10 - - - 7,27 7,67 6,28 - 3,80
122,81 108,45 151,85 149,91 nb 126,66 148,66 111,14 168,17 55,80
TB 5,05/5,06 5,01 4,05 4,09 3,63/3,75 - - - - -
106,18 84,33 76,28 84,88 61,94 - - - - -
RB-α 5,14 3,94 3,92 4,14 3,62/3,80 - - - - -
102,37 82,67 77,39 81,95 68,75 - - - - -
RB-β 5,17 3,93 4,04 3,84 3,62/3,80 - - - - -
96,30 76,22 77,12 80,67 68,75 - - - - -
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9.4 MS2-Spektren der Standardsubstanzen
In den gezeigten MS2-Spektren sind lediglich Fragmente mit einer relativen Intensität über 5 %
gezeigt.
























Abbildung 9.4: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 289) des Oligosaccharids A2a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).




















Abbildung 9.5: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 289) des Oligosaccharids A2b (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).
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Abbildung 9.6: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 553) des Oligosaccharids A4a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).






















Abbildung 9.7: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 553) des Oligosaccharids A4b (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).






















Abbildung 9.8: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 685) des Oligosaccharids A5a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).
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Abbildung 9.9: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 685) des Oligosaccharids A5b (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).





















Abbildung 9.10: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 685) des Oligosaccharids A5c (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).





















Abbildung 9.11: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 817) des Oligosaccharids A6a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).
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Abbildung 9.12: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 949) des Oligosaccharids A7a (Abbil-
dung 9.2, Seite 182).






















Abbildung 9.13: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 949) des Oligosaccharids A7b (Abbil-
























Abbildung 9.14: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 421) des Oligosaccharids A3a (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
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Abbildung 9.15: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 421) des Oligosaccharids A3b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).






















Abbildung 9.16: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 685) des Oligosaccharids A5d (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).





















Abbildung 9.17: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 817) des Oligosaccharids A6b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
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Abbildung 9.18: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 349) des Oligosaccharids G2a (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).





















Abbildung 9.19: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 319) des Oligosaccharids G2b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
























Abbildung 9.20: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 319) des Oligosaccharids G2c (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
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Abbildung 9.21: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 511) des Oligosaccharids G3a (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).




















Abbildung 9.22: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 481) des Oligosaccharids G3b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).






















Abbildung 9.23: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 481) des Oligosaccharids G3c (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
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Abbildung 9.24: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 643) des Oligosaccharids G4a (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
























Abbildung 9.25: MS2-Spektrum des Lithiumaddukts (m/z 673) des Oligosaccharids G4b (Abbil-
dung 9.3, Seite 183).
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Abbildung 9.26: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 457) des Ferulasäu-
re-Oligosaccharids FAA (Abbildung 9.1, Seite 181).





















Abbildung 9.27: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 589) des Ferulasäu-
re-Oligosaccharids FAAA (Abbildung 9.1, Seite 181).






















Abbildung 9.28: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 517) des Ferulasäu-
re-Oligosaccharids FGG (Abbildung 9.1, Seite 181).
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Abbildung 9.29: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 427) des para-
Cumarsäure-Oligosaccharids CAA (Abbildung 9.1, Seite 181, oben) und MS3-
Spektrum des Fragmentions m/z 295 (unten).
























Abbildung 9.30: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 913) des Dehydro-
diferulasäure-Oligosaccharids 8-O-4-DFS(AA)2 (Abbildung 9.1, Seite 181).
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Abbildung 9.31: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 913) des Dehydro-
diferulasäure-Oligosaccharids 5-5-DFS(AA)2 (Abbildung 9.1, Seite 181).























Abbildung 9.32: MS2-Spektrum des deprotonierten Quasimolekülions (m/z 765) des Ferulasäu-
re-Oligosaccharids FFAAA (Abbildung 9.1, Seite 181).
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9.5 Zur Konzentrationsbestimmung verwendete NMR-Signale
Tabelle 9.32: Zur Konzentrationsbestimmung der Arabinan- und Galactan-Oligosaccharide ver-
wendete Signale im 1H-NMR-Spektrum. Die Strukturen der Oligosaccharide und
die Zuordnungen der Monosaccharid-Einheiten zu den Deskriptoren sind in Ab-









A6a aH1 + bH1
A7a RH1α + RH1β + BH1
A7b aH1 + bH1
A3a AH1 + TH1
A3b aH1
A5d aH1 + bH1
A6b aH1 + bH1
G2a RH1α + RH1β + TH1
G2b TH1
G2c RH1α + RH1β + TH1
G3a RH1α + RH1β + AH1 + TH1
G3b AH1
G3c RH1α + RH1β + AH1 + TH1
G4a RH1α + RH1β + AH1 + BH1 + TH1
G4b TH1
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9.6 HPLC-MS Retentionszeiten der Arabinan- und Galactan-Oligo-
saccharide
Tabelle 9.33: Porous Graphitized Carbon-HPLC Retentionszeiten undm/z-Werte der Quasimo-
lekülionen der Arabinan- und Galactan-Oligosaccharide. Die Strukturen der Oli-
gosaccharide sind in Abbildung 9.2 (Seite 182) und Abbildung 9.3 (Seite 183)
gezeigt.


























9.7 Relative Responsefaktoren der NMR-Markersignale
Tabelle 9.34: Relative Responsefaktoren (RRF) der Arabinan- und Galactan-HSQC-Markersi-
gnale.


















9.8 Unterschiede zwischen Signal 1 und Signal 1 V2
9.8 Unterschiede zwischen Signal 1 und Signal 1 V2
Wie in Abbildung 9.33 am Beispiel zweier AN-OS gezeigt, werden O5-/1,5-substituierte Araf -
Einheiten in komplexen AN-OS durch die Verwendung des HSQC-Markersignals Signal 1 V2
überbestimmt. Die in Oligosaccharid B enthaltene Seitenkette wurde bereits von Eriksson












































Abbildung 9.33: Durch die Verwendung der HSQC-Markersignale Signal 1 (rot) und Signal 1 V2
als O5-/1,5-substituierte Araf -Einheiten detektierte Araf -Einheiten.
9.9 Retentionszeiten der Hydroxyzimtsäure- und Dehydrodiferula-
säure-Oligosaccharide
Tabelle 9.35: HPLC-MS-Retentionszeiten und m/z-Werte der Hydroxyzimtsäure- und Dehydro-
diferulasäure-Oligosaccharide. Die Strukturen der Oligosaccharide sind in Abbil-
dung 9.1 auf Seite 181 gezeigt.
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